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γ tension interfaciale
µ potentiel chimique
β sursaturation
∆ enthalpie de la réaction
dn
dc incrément d’indice de réfraction
λ longueur d’onde
µ moment dipolaire
ρe− densité électronique
θ angle de diffusion
ε0 permittivité du vide
εs facteur de correction de la permitivité en fonction du solvant
Blc. Blastochloris
D diamètre de l’objet
Rb. Rhodobacter
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A2 ou B22 second coefficient du viriel
AFM microscopie à force atomique
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BR bactériorhodopsine
BSA Bovin Serum Albumin
c concentration
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PC Phosphatidylcholine
PE Phosphatidylethanolamine
PEG polyethylène glycol
PG Phosphatidylglycerol
PM protéines membranaires
ppm partie par million
q vecteur de diffusion
R rayon de la sphère
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RX rayons X
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Nomenclature xxi
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U(r) potentiel d’interaction
VM volume molaire
Vm volume moléculaire
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Avant Propos
Les protéines membranaires jouent un rôle essentiel dans de nombreux processus
d’échanges cellulaires, pourtant il est encore très complexe d’obtenir des informations
sur leurs structures et sur les détails de leurs mécanismes moléculaires. En effet, leur
caractère amphiphile ainsi que l’absolue nécessité d’utiliser des tensioactifs capables de
les maintenir en solution sans induire leur dénaturation constituent un véritable frein à
leur cristallisation. Aujourd’hui les protéines membranaires représentent moins de 2% des
structures résolues référencées dans la Protein Data Bank, alors qu’elles représentent en-
viron 30% des génomes, et plus de 50% des cibles thérapeutiques. Ce déficit structural
peut s’expliquer par plusieurs difficultés inhérentes à ces systèmes membranaires : diffi-
culté d’expression et de production en quantités suffisantes pour la réalisation des études
biochimiques, biophysiques et structurales ; difficulté de stabilisation en solution dans les
détergents avec lesquels elles sont solubilisées et purifiées ; risque d’inactivation des pro-
téines membranaires par les détergents, qui peut alors empêcher leur cristallisation ou
la diffraction haute résolution des cristaux obtenus. Finalement ces obstacles traduisent
un manque de connaissances des propriétés physicochimiques et structurales que doivent
posséder les tensioactifs pour maintenir les protéines membranaires stables et actives et
qui permettrait de rationaliser le choix des outils chimiques adaptés pour la réalisation
d’études biochimiques ou structurales.
Ce constat a permis d’établir que les quelques critères moléculaires existant dans la
conception et dans la sélection des tensioactifs pour la cristallisation avaient été définis
de façon empirique, suite à l’accumulation d’expérience dans le domaine des protéines
membranaires. Afin de mieux comprendre les phénomènes qui favorisent la stabilisation
des protéines membranaires et leur cristallisation, les rôles joués par les tensioactifs (nature
de taille et de la tête polaire, structure de la chaine hydrophobe, structure des micelles,
etc) méritent d’être étudiés d’un point de vue fondamental, pour définir des critères de
sélection sur la base de paramètres physico-chimiques fiables.
Le travail rapporté dans ce mémoire vise donc à mieux comprendre la relation entre
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la structure et les propriétés des tensioactifs dans les mécanismes de stabilisation et
de cristallisation des protéines membranaires, en s’intéressant aussi bien aux aspects
physico-chimiques que biochimiques, grâce à l’utilisation d’une protéine membranaire
modèle d’intérêt biologique : le complexe RC-LH1-pufX issu d’une bactérie photosynthé-
tique pourpre.
Ce projet soutenu par la région PACA a été initié en décembre 2009 suite à la mise
en place d’une collaboration pluridisciplinaire entre trois partenaires scientifiques aux
domaines d’expertises complémentaires :
– L’équipe de Chimie Bioorganique et des Systèmes Amphiphiles (CBSA), à l’uni-
versité d’Avignon (dirigé par le Pr. Ange Polidori), développe depuis une vingtaine
d’années de nouveaux agents tensioactifs utilisables pour le maintien en solution
de protéines membranaires. L’unité dispose ainsi d’une large bibliothèque des molé-
cules amphiphiles et du matériel nécessaire à leurs synthèses et leurs caractérisations
physicochimiques.
– Dr. Françoise Bonneté est spécialisée dans l’étude des interactions faibles pour la
cristallogenèse et de la croissance cristalline des biomolécules. Ses compétences ont
permis l’étude structurale des assemblages en solution (structure, interactions faibles
et transitions de phases) grâce notamment à la diffusion des rayonnements (X et
lumière).
– Dr. Colette Jungas du Laboratoire de Bioénergétique Cellulaire (LBC) au CEA
Cadarache travaille sur l’étude des systèmes bioénergétiques des bactéries photo-
synthétiques. Elle a apporté son expertise en biochimie des protéines membranaires
et son expérience dans la manipulation de la protéine modèle choisie.
L’objectif de cette thèse était donc de synthétiser de nouveaux tensioactifs et d’étu-
dier leurs propriétés physico-chimiques afin de mieux définir les paramètres clés pour la
manipulation des protéines membranaires et pour l’étape cruciale de la cristallisation.
Dans l’introduction nous ferons un état des lieux de la cristallisation des protéines
membranaires réalisée grâce aux techniques in meso et in surfo. Et nous développerons
particulièrement cette dernière en présentant les limites des détergents classiques pour
la cristallisation des protéines membranaires (inactivation, déstabilisation, influence de
la bouée de détergent, influence des lipides résiduels) et les contraintes liées aux ten-
sioactifs lors de la croissance cristalline. Nous ressituerons ainsi nos objectifs dans leur
contexte et présenterons le système biologique modèle utilisé pour ce travail : le complexe
photosynthétique bactérien, RC-LH1-pufX de Rhodobacter blasticus.
Le chapitre 1 sera consacré au choix des tensioactifs étudiés avec les explications de
leur design initial et les détails de leur synthèse. Dans le chapitre 2, nous étudierons
ces tensioactifs en solution en les comparant au dodécyl-β-maltoside (DDM), détergent
classique de la cristallisation des protéines membranaires. Nous essayerons ainsi de
mieux comprendre l’influence de la structure des tensioactifs sur leurs propres propriétés
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physico-chimiques et conclurons sur le potentiel des amphiphiles étudiés à mener à la
cristallisation des protéines membranaires. Le meilleur candidat et le DDM seront alors
testés sur la protéine modèle afin de déterminer leur influence sur l’environnement de la
protéine en solution. Pour cela nous verrons, dans le chapitre 3, comment nous avons
développé une méthode de dosage des tensioactifs par HPTLC et le chapitre 4 présentera
l’étude de la bouée en terme de quantité de lipides et de tensioactifs liés à la protéine
modèle. Enfin, le dernier chapitre reliera notre approche fondamentale physico-chimique
aux résultats expérimentaux biochimiques.
La démarche adoptée a été de choisir plusieurs tensioactifs, de les synthétiser et de
déterminer leurs propriétés physicochimiques afin d’avoir une meilleure compréhension
des phénomènes physiques qui participent à la cristallisation des protéines membranaires
mises en solution. L’originalité du projet réside dans la possibilité que nous avons eu,
ensuite, de pouvoir tester l’influence de ces tensioactifs sur une protéine membranaire
modèle en caractérisant la quantité de lipides et tensioactifs qui lui sont associés.

Influence des tensioactifs dans la
cristallisation du complexe
photosynthétique RC-LH1-pufX de
Rhodobacter blasticus

Introduction
Ce travail de thèse s’inscrit dans le cadre général de la cristallisation des protéines
membranaires (PM), domaine d’étude pluridisciplinaire alliant la biochimie, la physique,
la chimie et la physico-chimie. Nous allons, dans cette introduction, rappeler l’impor-
tance de l’étude structurale des protéines membranaires et les différentes techniques qui
lui sont associées. Ensuite nous ciblerons notre présentation sur la cristallographie qui
représente à ce jour la stratégie la plus utilisée pour l’obtention de structures à haute
résolution, en introduisant les multiples difficultés encore rencontrées lors des essais de
cristallisation et les différentes stratégies d’optimisation existantes dont s’inspire notre
travail. Nous présenterons alors le complexe RC-LH1-pufX, protéine membranaire impli-
quée dans le cycle photosynthétique des bactéries pourpres, sur lequel nous avons réalisé
les tests biochimiques de notre étude et préciserons nos objectifs.
1 Les protéines membranaires (PM)
1.1 Description
Les protéines membranaires (PM), macromolécules situées au niveau de la membrane
cellulaire, présentent une très grande diversité structurale et fonctionnelle. Comme toutes
protéines, les PM sont des polymères d’acides aminés, reliés entre eux par des liaisons
peptidiques. Il existe deux catégories de PM en fonction de leur localisation in vivo (figure
1) :
– les protéines membranaires intégrales (ou intrinsèques) qui s’insèrent dans la bi-
couche lipidique de la membrane. Ces protéines ont en fait des propriétés amphi-
philes puisqu’elles sont constituées d’une partie hydrophobe qui vient interagir avec
les chaînes aliphatiques des lipides de la membrane. Elles peuvent être complète-
ment enchâssées dans la membrane ou posséder des domaines extra-membranaires.
C’est par exemple le cas des protéines transmembranaires qui servent à la fixation
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de ligands, au transport de métabolites, ou à la transduction d’énergie.
– les protéines périphériques (ou extrinsèques) qui n’interagissent pas avec la partie
hydrophobe de la membrane, mais avec la partie polaire des lipides de la bicouche ou
d’une protéine intégrale. Elles sont impliquées en particulier dans les mécanismes
d’adhésion cellulaire, de fusion et fission membranaire ou encore de signalisation
cellulaire.
Les protéines membranaires intégrales auxquelles nous nous intéressons dans ce manus-
crit, se différencient donc des protéines solubles par leur caractère amphiphile. La présence
d’une partie hydrophobe dans leur structure les rend insolubles dans l’eau (elles se déna-
turent) et impose lors de leur manipulation, d’utiliser des composés amphiphiles pour les
maintenir en solution : les tensioactifs ou détergents.
Figure 1 – Les différentes protéines membranaires. Extrait de [1]. A : protéines intrin-
sèques. B : protéines intrinsèques à larges domaines extra-membranaires. C : protéines extrin-
sèques. Les codes PDB sont mentionnés pour chaque protéine.
1.2 Pourquoi les étudier ?
L’intérêt pour les protéines membranaires ne cesse de grandir au fur et à mesure de
la découverte de leur implication dans divers processus biologiques essentiels. On estime
par exemple qu’environ 50% des médicaments mis sur le marché interagissent avec des
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protéines membranaires. Elles représentent à ce titre la cible thérapeutique privilégiée des
médicaments de demain. Cependant, depuis les travaux sur les récepteurs couplés aux
protéines G (GPCRs) [2] à la fin des années 80, qui ont valu le prix Nobel de Chimie 2012
à Robert Lefkowitz et Brian Kobilka, les progrès sur la compréhension des mécanismes
de fonctionnement des protéines membranaires restent limités.
L’étude fonctionnelle des protéines, qu’elles soient solubles ou membranaires, passe par
la détermination de leur structure tertiaire ou quaternaire à haute résolution (figure 2).
Pourtant malgré leur importance, les protéines membranaires représentent moins de 2%
des structures cristallographiques résolues recensées dans la Protein Data Bank (PDB).
Ce chiffre est d’autant plus surprenant lorsqu’on sait que 20 à 30 % du génome code pour
des protéines membranaires chez l’homme ou E. coli [3].
Figure 2 – La structure des protéines. La structure primaire correspond à la séquence formée
par l’enchaînement des résidus d’acide aminés. La structure secondaire décrit le repliement local
de la chaîne de la protéine, il peut s’agir d’hélices, de feuillets, de coudes ou de régions non
structurées. La structure tertiaire est définie par l’agencement des structures secondaires dans
l’espace dans la conformation native et fonctionnelle. La structure quaternaire est l’association,
par des liaisons faibles, d’au moins deux chaînes polypeptidiques.
1.3 L’étude structurale des protéines membranaires
Il existe plusieurs techniques pour obtenir la structure des protéines : la cristallogra-
phie aux rayons X, la spectroscopie par résonance magnétique nucléaire (RMN) et la
microscopie électronique avec la microscopie à force atomique (AFM) ou la cryomicrosco-
pie.
1.3.1 La cristallographie aux rayons X
La détermination de la première structure 3D de protéine membranaire par cristal-
lographie date des années 80 [4]. Depuis, cette technique est de loin celle ayant permis
d’obtenir le plus grand nombre de succès en biologie structurale. Sa principale limitation
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réside dans la nécessité d’obtenir des cristaux de protéines de grande qualité, comme nous
le verrons au paragraphe 2.
Le cristal est un état solide ordonné : il est constitué d’un nombre très élevé de mo-
lécules identiques (de l’ordre de 1012-1015) disposées de façon répétée et périodique dans
l’espace. L’interaction d’un faisceau de rayons X avec le cristal va produire un signal dif-
fracté caractéristique de la géométrie du réseau cristallin. La position et l’intensité des
rayons diffractés par le cristal est enregistrée par un détecteur sous forme de tâches de
diffraction. La transformée de Fourier de l’intensité et des phases des ondes diffractées
permet d’obtenir la densité électronique au sein du cristal et ainsi de construire le modèle
protéique.
1.3.2 La RMN
L’étude structurale par RMN (résonance magnétique nucléaire) permet de convertir
les propriétés magnétiques des noyaux des atomes en informations géométriques de la
molécule et remonter ainsi par calcul à la structure 3D de la protéine. Il existe deux
méthodologies qui se basent sur l’analyse des spins de l’hydrogène 1H, du carbone 13C et
de l’azote 15N pour l’analyse des protéines : la RMN en phase liquide et la RMN en phase
solide. Le grand avantage de la RMN du liquide est qu’elle nécessite moins de préparation
de l’échantillon que d’autres techniques de caractérisation structurale puisqu’elle utilise
des protéines solubilisées et purifiées en micelles de détergent [5]. Les échantillons analysés
doivent cependant être en concentration extrêmement élevée.
La première structure de protéine membranaire obtenue par RMN a été déposée dans
la PDB en 1997 [6]. Depuis la technique s’est développée mais reste souvent limitée aux
assemblages protéine/détergent/lipide de petites tailles (<30 kDa).
1.3.3 La microscopie électronique
La microscopie électronique a été utilisée pour la première fois par De Rosier et Klug
en 1968 pour obtenir une structure 3D d’un échantillon biologique [7]. Elle requiert l’ob-
tention d’un grand nombre de clichés 2D de l’objet étudié sous différentes orientations.
En regroupant informatiquement les images d’une même orientation, le rapport signal sur
bruit est augmenté et permet d’obtenir une image 2D précise de la particule. En procé-
dant ainsi sur toutes les orientations, il est alors possible d’obtenir une structure 3D de
la protéine.
La préparation des échantillons se fait généralement par congélation flash, on parle
alors de cryomicroscopie. Les protéines en solution sont plongées dans l’azote liquide,
l’eau du solvant est ainsi congelée sous forme de glace amorphe qui n’endommage pas
la forme des protéines qu’elle contient. La structure de la bactériorhodopsine a pu être
obtenue à haute résolution [8] par cette technique mais dans la plupart des cas la résolution
reste moyenne (5 à 10 Å) comme par exemple pour le complexe Sec YEG [9].
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1.3.4 La microscopie à force atomique (AFM)
La microscopie à force atomique permet de visualiser des images de membranes natives
ex cellula, conservées dans un tampon proche des conditions physiologiques [10]. Elle
repose sur l’analyse point par point de la surface de l’objet étudié par un balayage avec
une pointe qui va suivre le relief de l’objet. Les récents progrès technologiques rendent
cette technique capable d’observer des détails nanométriques et d’étudier la dynamique des
protéines [11]. Cependant, les différents traitements utilisés pour observer les membranes
par cette technique peuvent modifier "l’état natif" des membranes. [12, 13].
1.3.5 La modélisation moléculaire
A la frontière entre la biologie structurale et la bio-informatique, la modélisation mo-
léculaire se sert de calculs informatiques pour effectuer des prédictions de structures ter-
tiaires. Elle repose souvent sur des homologies de séquences avec des protéines dont la
structure est résolue ou sur la description des forces moléculaires subies par les atomes
pour trouver des conformations d’énergie minimale.
Cet outil est aussi de plus en plus utilisé pour réaliser des simulations de dynamique
moléculaire sur les structures connues pour étudier les mouvements des protéines au cours
de leur activation physiologique. Il est ainsi possible d’obtenir, par modélisation, des infor-
mations sur la fonction de la protéine en réalisant, par exemple, l’étude d’une protéine au
cours d’un cycle catalytique. Les principales protéines étudiées de cette façon sont les ca-
naux ioniques, les aquaporines, et les différents transporteurs. Ces simulations permettent
notamment de tenir compte de l’environnement de la protéine membranaire (bicouche li-
pidique, présence d’eau, et d’ions...) [14].
2 La cristallisation des protéines membranaires
La cristallographie des rayons X est, parmi toutes ces méthodes, celle qui est la plus
utilisée en biologie structurale. Toutefois, la résolution de structures de protéines mem-
branaires connait des succès beaucoup moins fréquents que pour les protéines solubles. Ce
retard s’explique en grande partie par la difficulté à obtenir des cristaux de protéine mem-
branaire. En nous appuyant sur les ouvrages de So Iawata [15] et de Ducruix et Giegé [16]
ainsi que la revue de A. Seddon [17], nous allons dans ce paragraphe, présenter plus en
détails l’étape, au combien délicate, de la cristallisation des protéines membranaires.
2.1 De la cellule au cristal : un chemin semé d’embûches
La présence d’une partie hydrophobe au sein de la structure des protéines membra-
naires complique fortement leur cristallisation par rapport aux protéines solubles mais
les difficultés rencontrées ne se situent pas uniquement au niveau de la cristallogénèse :
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les étapes préliminaires de production et de purification des protéines membranaires sont
tout autant critiques.
2.1.1 La production des PM
Les études structurales et fonctionnelles des protéines nécessitent de très fortes concen-
trations en protéine. Différents systèmes de production de protéines membranaires existent
mais aucun ne permet la production systématique et à grande échelle de protéines mem-
branaires fonctionnelles [18].
L’approche, classiquement utilisée pour les protéines solubles, par surexpression en
cellules hôtes existe pour les protéines membranaires, notamment dans Escherichia coli,
mais elle se heurte à deux problèmes majeurs :
– La surface de la membrane disponible chez la cellule hôte pour l’expression de pro-
téine recombinante est limitée
– Les étapes d’adressage et d’insertion de la protéine dans la membrane nécessitent
des processus de translocation particuliers que doit posséder la cellule hôte.
Il en résulte que les protéines membranaires se retrouvent souvent sous forme de corps
d’inclusion insolubles dans le cytosol de l’organisme hôte. Ils correspondent à des formes
dénaturées et précipitées de la protéine et entraînent une toxicité pour la cellule. Ces corps
d’inclusion peuvent toutefois être récupérés et leur renaturation par différents traitements
biochimiques est parfois possible. La faible quantité de protéine pouvant être exprimée à
cause de la toxicité pour la cellule hôte doit alors être compensée par l’augmentation des
quantités cultivées, ce qui n’est pas toujours aisé.
Pour s’affranchir des contraintes liées à la cellule hôte, il existe une autre voie de
production de protéines par la technique de synthèse in vitro. Dans ce cas, la synthèse de
la protéine a lieu, hors de la cellule, à partir de sa séquence d’ARNm mise en présence
de toute la machinerie cellulaire nécessaire à la transcription/traduction. Mis au point
pour les protéine solubles [19], ce procédé commence à connaitre quelques succès pour la
synthèse de protéines membranaires [20, 21] au prix d’une mise au point spécifique pour
chaque les protéines.
Ces raisons expliquent pourquoi beaucoup d’études de protéines membranaires se sont
concentrées à ce jour, sur des protéines naturellement surexprimées dans des organismes
facilement cultivables comme les bactéries.
2.1.2 La solubilisation des PM
Pour pouvoir être étudiées, les protéines membranaires doivent être extraites de la
membrane cellulaire par un détergent qui permet ensuite de les maintenir en solution
hors de leur environnement lipidique natif. Ces détergents sont des tensioactifs, ou mo-
lécules amphiphiles : leur structure est composée d’une partie hydrophile, aussi appelée
tête polaire, et d’une partie hydrophobe, dite queue hydrophobe ou lipophile (figure 3).
Cette particularité structurale fait des détergents des agents de surface qui se placent aux
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interfaces, leurs têtes polaires s’orientant vers la phase aqueuse et leurs parties hydro-
phobes vers l’autre milieu (huile, air, solvant organique ou composé hydrophobe). Leur
comportement en solution est gouverné par l’effet hydrophobe.
Figure 3 – Représentation shématique d’un monomère de tensioactif
Seuls en solution, les tensioactifs sont capables de s’auto-associer à partir d’une concen-
tration particulière, appelée concentration micellaire critique (CMC). En effet pour mi-
nimiser les contacts chaines hydrophobes-eau, entropiquement défavorables par rapport
aux contacts eau-eau, les tensioactifs, à faible concentration, se placent à l’interface air-
eau (figure 4 B et C). Leurs têtes polaires s’orientent alors dans la phase liquide et leurs
chaînes hydrophobes du coté de l’air en formant une monocouche de tensioactifs adsorbée
à l’interface eau-air [22] [23]. Lors de l’ajout de tensioactif dans de l’eau, la quantité de
surfactants adsorbée à l’interface augmente jusqu’à atteindre une saturation de la surface.
Au delà de cette concentration, l’addition de nouveaux tensioactifs entraîne la formation
de micelles dans la solution [24], comme représenté sur la figure 4 D. Dans ces assemblages,
les tensioactifs exposent leurs parties polaires à l’eau et regroupent leurs parties hydro-
phobes au cœur de la micelle dans l’optique de minimiser les interactions eau-chaînes
hydrophobes. La CMC est plus exactement une plage de concentration sur laquelle se
forme les premières micelles. Elle dépend de la structure du tensioactif mais aussi des
conditions physico-chimiques de la solution (température, pH, force ionique, etc.). Les
formes de ces agrégats structurés sont très variées (micelle sphérique, ellipsoïdale, cylin-
drique, phase lamellaire, phase hexagonale, vésicule). Pour donner un ordre de grandeur
de leur taille, on peut dire que les micelles sphériques des détergents classiques ont des
diamètres d’une dizaine de nanomètres. Mais il faut garder à l’esprit que ces systèmes sont
très dynamiques, il y a un équilibre permanent du tensioactif entre sa forme monomérique
et sa forme micellaire, avec un turn over de l’ordre de 104-105 s−1.
Au contact de la membrane, le détergent déstabilise les lipides et s’insère petit à
petit dans la bicouche lipidique jusqu’à être majoritaire. Il y a alors solubilisation de
la membrane avec formation de micelles mixtes détergent/lipide et de complexes pro-
téine/détergent [25] (figure 5). Dans ce complexe le détergent mime la bicouche lipidique
en recouvrant la surface hydrophobe de la protéine, ce qui permet de la maintenir en
solution, d’où le terme de "bouée" pour désigner cette quantité de détergent associée à
la protéine. Il faut noter que certains lipides natifs restent liés à la protéine après l’ex-
traction, d’où l’utilisation de la dénomination complexe PDL pour désigner le complexe
protéine/détergent/lipide.
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Figure 4 – Schéma du comportement des tensioactifs en solution et CMC : Évolution
de la concentration en monomères (noir) et micelles (gris) lors de l’ajout de tensioactif dans
l’eau et représentation schématique de leur comportement en solution.
Figure 5 – Solubilisation des membranes par le détergent. A : La protéine membranaire
est insérée dans la bicouche lipidique (gris clair) avec les molécule de détergent dans la solu-
tion (gris foncé) B : Partition du détergent dans la membrane ; C : solubilisation totale de la
membrane, formation de micelles, micelles mixtes et complexes protéiques.
La solubilisation est une étape cruciale pour l’obtention de protéines membranaires
qui dépend grandement du choix du détergent. Celui-ci doit permettre un bon rendement
d’extraction et conserver la stabilité structurale et fonctionnelle de la protéine. La plupart
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des détergents utilisés en biochimie sont soit non-ioniques (têtes polaires de type sucre) soit
zwitterioniques et possèdent des longueurs de chaînes généralement relativement courtes
(maximum 12 carbones linéaires). Les détergents "historiques" de la cristallisation des
protéines membranaires peuvent être classés en 5 familles (figure 6).
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Figure 6 – Structures des détergents classiques
1. Les n-alkyl-β-glucosides (CnGlu) 1 : l’octylglucoside (OG), C8Glu, est certainement
le plus fréquemment utilisé de cette famille. C’est un détergent doux même s’il peut
dénaturer certaines protéines. Sa CMC relativement haute (22.1 mM) et ses micelles
plutôt petites font de lui un composé de choix en vue d’un échange du détergent
par dialyse.
2. Les n-alkyl-β-thioglucosides(CnthioGlu) 2 : Ils présentent l’avantage d’être moins
sensibles à l’hydrolyse que les CnGlu en raison de la plus haute stabilité de la
fonction thioacétal. Ce sont donc des composés plus stables que leur équivalents
oxygénés.
3. Les n-alkyl-maltosides (CnMalt) 3 : Le décylmaltoside et le dodécylmaltoside
(DDM), respectivement C10Malt et C12Malt, dont les micelles sont un peu plus
grosses que celles des glucosides, ont permis la cristallisation de plusieurs protéines
membranaires. Leurs CMC sont respectivement de 1,7 et 0,17 mM.
4. Les n-alkyl-diméthylaminoxides (Cn-DAO) 4 : Ces détergents sont particulièrement
stables. Le composé en C12 (LDAO) est sans doute le plus utilisé de cette famille.
Cationique à des pH inférieurs à 3, il est zwitterionique au dessus de cette valeur.
Ces micelles sont d’une taille comparable à celles de l’octyl-glucoside mais sa CMC
est plus basse (1,4 mM).
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5. Les n-alkyl-oligoethylene glycol-monoether (CnEm) 5 : ils sont souvent nommés CnEm
où n correspond au nombre de carbone de la chaîne et m le nombre de groupement
éthylenoxyde. Les plus classiques pour les applications en cristallographie sont les
C8E4, C8E5 et C12E9 seuls, ou en mélange avec l’octyl-glucoside. Mais les solutions
aqueuses de ces composés ne sont pas stables et aboutissent à la formation de per-
oxydes et aldéhydes lorsqu’ils sont stockés à l’air ambiant.
2.1.3 La purification des PM
La protéine, une fois extraite et solubilisée en solution aqueuse par le détergent, doit
ensuite être purifiée. Parmi les impuretés les plus fréquemment rencontrées, celles qui
correspondent aux protéines tronquées, donc pratiquement indiscernables de la protéine
d’intérêt, rendent les étapes de purification encore plus délicates. Au cours de la croissance
cristalline, ces impuretés vont, en s’insérant dans le réseau cristallin, augmenter le nombre
de défauts de ce dernier, voire même éventuellement stopper la croissance des cristaux. La
probabilité d’obtenir des cristaux est donc plus faible et leur niveau de pureté est moins
bon.
Les méthodes de purification des protéines membranaires sont les mêmes que pour les
protéines solubles et se basent souvent sur des techniques chromatographiques. Cependant
les PM ont tendance à interagir plus fortement avec les phases stationnaires des colonnes,
à cause de leur caractère hydrophobe, ce qui diminue l’efficacité des purifications. La
chromatographie d’affinité est souvent privilégiée lorsque celle-ci est possible (présence
d’un TAG histidine, par exemple).
En théorie il faudrait travailler avec une protéine la plus pure possible afin d’avoir une
préparation homogène pour augmenter les chances d’obtention de cristaux diffractant
à haute résolution. Mais en fait une purification excessive peut être un problème à la
cristallisation, en particulier pour les gros complexes de protéines membranaires. Ceux-ci
ont souvent besoin pour leur stabilité de conserver des sous-unités, co-facteurs, ou lipides
qui agissent comme des composants structuraux indispensables. Une purification excessive
peut entraîner une dissociation et leur élimination et causer la dénaturation de la protéine.
On préfèrera donc parler d’un critère d’homogénéité des complexes protéiques purifiés.
2.1.4 La cristallisation des PM
Une fois la protéine solubilisée et purifiée sous forme native, les essais de cristallisation
peuvent être réalisés. En considérant les difficultés que nous venons d’évoquer il n’est pas
illogique de se demander comment des protéines membranaires peuvent même cristalliser.
Pourtant environ 250 succès de cristallisation de protéines membranaires ont été obtenus
à ce jour.
La formation du cristal résulte de la création de contacts cristallins entre les parties
hydrophiles des molécules. La cohésion du cristal est alors assurée par des interactions de
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van der Waals, des ponts salins ou des liaisons hydrogène qui se forment entre les parties
polaires de la protéine. L’espace résiduel du cristal est, lui, comblé par le solvant (eau,
tampon etc.) et éventuellement par des impuretés (autres composés chimiques ou formes
dégradées du composé d’intérêt). En fonction de la façon dont se forme le cristal trois
grandes catégories de cristaux de protéines membranaires peuvent être définies (figure 7).
Figure 7 – Cristallisation des protéines membranaires. Extrait de [15]
Les cristaux 2D correspondent à la ré-insertion de la protéine dans une membrane
lipidique. Ce cristal est stabilisé par les interactions hydrophobes de la membrane re-
constituée et peut être analysé par microscopie électronique. Dans ce travail, nous nous
sommes intéressés qu’aux cristaux susceptibles d’être analysés par diffraction aux rayons
X : les cristaux 3D. Il en existe deux formes "théoriques", nommées type I et type II.
Les cristaux de type I correspondent à un empilement dans la troisième direction de
cristaux 2D qui est généré grâce aux interactions entre les parties polaires des protéines.
Ils présentent l’avantage de permettre l’interaction directe entre les surfaces hydrophobes
de la protéine. Cette configuration minimise aussi la quantité de solvant dans le cristal,
ce qui en général est bénéfique pour la qualité diffractante du cristal. Ils sont souvent
obtenus par la technique de cristallisation en phase cubique.
Les cristaux de type II sont obtenus à partir des complexes PDL solubilisés, en utilisant
les techniques classiques de la cristallisation, à savoir l’ajout d’agents précipitants (PEG,
sels,...) pour engendrer une transition de phase. La bouée de détergent fait donc partie
intégrante du réseau cristallin, comme l’a montrée Eva Pebay-Peroula, par l’étude par
diffraction des neutrons, d’un cristal de protéine membranaire (figure 8). C’est pourquoi
ces cristaux contiennent souvent une grande quantité de solvant (environ 65 à 80 %) et
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très peu de contacts protéine/protéine.
Figure 8 – La bouée dans le cristal. Extrait de [26]. Localisation par diffraction des neutrons
de la bouée de détergent dans un cristal de porine OmpF (protéine trimérique). Le détergent
non-organisé n’est pas visible par diffraction des RX. La diffraction des neutrons avec variations
de contraste permet cependant de localiser les zones du cristal occupées par la protéine, le solvant
et le détergent.
En conclusion, l’obtention de cristaux de protéines est donc sous la dépendance de
multiples facteurs aussi bien physiques (degré de sursaturation, température, pression,
temps, méthode de cristallisation, vibration, agitation, etc.) que chimiques (pH, force io-
nique, nature et quantité des agents cristallisants et contaminants non macromoléculaires,
etc.) ou biochimiques (effets des paramètres physico-chimiques sur la protéine, présence
d’impuretés macromoléculaires, vieillissement et dégradation des échantillons, fixation de
ligands, micro-hétérogénéités de séquences ou conformationnelles, etc.). Par ailleurs les
cristaux de protéines sont généralement beaucoup plus fragiles et de moins bonne qualité
diffractante que les cristaux inorganiques. Ceci s’explique tout d’abord par l’importante
quantité de solvant qui se retrouve au sein même du cristal de protéine. Une autre rai-
son est que les macromolécules réalisent des contacts cristallins, d’énergie comparable,
mais moins fréquents que les molécules inorganiques [27]. Enfin la grande taille et la
complexité structurale des macromolécules biologiques font qu’elles peuvent développer
différents types de contacts et s’orienter de multiples façons les unes par rapport aux
autres dans le cristal.
2.2 Les alternatives à la cristallisation in surfo
Bien que notre étude porte sur la cristallisation in surfo (en détergent ou tensioactif),
nous allons rapidement exposer dans ce paragraphe les techniques alternatives qui ont
été développées pour contourner les difficultés de la cristallisation en détergent et obtenir
des cristaux de type I. Ces méthodes partent du principe qu’une protéine membranaire
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devrait cristalliser plus facilement dans un environnement similaire à son milieu naturel.
Elles utilisent donc des lipides qui vont soit s’auto-associer en mésophase, méthode in
méso ou in cubo, soit former des bicelles en présence de détergent.
2.2.1 La cristallisation en phase cubique
La cristallisation des protéines membranaires en phase cubique a été introduite par le
groupe de Rosenbusch dans le courant des années 90 [28]. Elle se base sur des mésophases
constituées de lipides de type monoacylglycerols (comme la monooléine) et d’eau. Les
phases cubiques ainsi constituées sont des matériaux structurés qui se présentent d’un
point de vue macroscopique, sous la forme de fluide très visqueux, transparent et non-
biréfringeant. Elles contiennent typiquement 50-80% (w/w) de lipides et 50-20% d’eau.
Il existe deux types de phase cubique en fonction de la manière dont s’empilent les
lipides dans les trois dimensions (figure 9)
– les cubiques micellaires, qui sont des micelles placées côte à côte, aux sommets
de cubes qui s’empileraient dans les trois directions. Les compartiments entre les
micelles contiennent du solvant aqueux.
– les phases bicontinues, où une couche continue de lipides se replie pour exposer ces
têtes hydrophiles à un compartiment aqueux.
Pour faire croître des cristaux en phase cubique, il faut dans un premier temps consti-
tuer la mésophase. Celle-ci se forme spontanément en mélangeant la solution de protéines
solubilisées en détergent avec un composé lipidique (souvent il s’agit de monooléine) avec
un ratio de 2 :3 en volume. Dans un deuxième temps des agents de précipitation et des sels
sont ajoutés. Le mélange est incubé et des cristaux peuvent apparaître sur une échelle de
temps allant de quelques heures à plusieurs semaines. Ces étapes se passent classiquement
à 20 ◦C mais cette méthode, toujours en cours de développement, permet maintenant de
travailler à basse température grâce à la mise à disposition de nouveaux lipides [29].
Le mécanisme de cristallisation à partir des phases cubiques n’est cependant pas encore
clairement élucidé. Il se ferait en trois étapes avec tout d’abord l’insertion de la protéine
dans la phase cubique, la déstabilisation de la phase cubique pour favoriser les réarran-
gements des protéines avec la formation d’agencements 2D, et enfin une interaction des
structures 2D dans la troisième dimension [30]. En fait l’ajout d’agent de précipitation
cause une déshydratation de la phase cubique et entraîne une transition de phase vers une
phase lamellaire qui semblerait être essentielle à l’obtention de cristaux.
La meilleure résolution obtenue par cette technique a été obtenue avec la bactériorho-
dopsine (BR) (1,55 Å) [31]. Cette technique a aussi permis d’obtenir des cristaux de la BR
directement à partir des membranes natives, sans passer par une étape de solubilisation
en détergent [32]. Bien sûr, il s’agit là de résultats obtenus avec une protéine très stable
et des propriétés intrinsèques particulières. Cependant, cette technique, qui compte à ce
jour quelques dizaines de structures résolues, est prometteuse.
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Figure 9 – Diagramme de phase et structures formées par un système mono-
oléine/eau. Extrait de [29]. L’isotherme à 20◦C croise différentes phases solides avec Lc, cristal
lamellaire, liquide avec Lα, cristal liquide lamellaire (point D), Pn3m-cubique (point A), Ia3d-
cubique (point C) et un état d’équilibre entre une phase cubique complètement hydratée et de
l’eau (point B). HII est une phase inverse hexagonale, FI est une phase fluide isotropique.
Figure 10 – Étapes hypothétiques de la formation de cristaux 3D in méso. Extrait
de [30]
2.2.2 La cristallisation en bicelles
Une bicelle peut être considérée comme une bicouche lipidique de taille finie, qui
s’obtient par l’addition de détergent (ou de lipides à courtes chaînes) sur des lipides à
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longues chaînes. Ce mélange s’assemble spontanément sous forme de disque où les lipides, à
longue chaîne, forment une bicouche plane protégée de l’eau par les molécules de détergent
qui se placent sur la tranche du disque. Les dimensions de la bicelle dépendent du ratio
chaînes longues sur chaînes courtes. Les protéines membranaires s’insèrent dans ces bicelles
au sein de la surface plane et conservent leurs activités biologiques [33]. La BR a pu être
cristallisée par cette méthode en 2002 (figure 11) [34].
Figure 11 – Schématisation d’une bicelle lipides/détergents. La protéine se place au sein
de la bicelle constituée de lipides (sur la grande surface) et de détergents (sur la tranche).
Ces techniques bien que prometteuses sont encore très jeunes et leur essor est encore
très limité. Face à elles, la cristallisation en détergent garde un temps d’avance, aussi bien
sur l’aspect théorique des mécanismes mis en jeu, que sur les retours d’expériences. La
cristallisation "in surfo" est donc loin d’être une technique dépassée. Elle reste la technique
privilégiée pour l’obtention de cristaux de protéines membranaires, celle qui est la plus
fréquemment utilisée et qui a conduit au plus grand nombre de succès.
2.3 La cristallisation en détergent in surfo
La cristallisation en détergent est la méthode "historique" qui découle de la cristallisa-
tion des protéines solubles, sauf que cette fois-ci, il ne s’agit plus de cristalliser une protéine
seule en solution mais le complexe PDL en entier. C’est pourquoi le ratio réussites/essais
reste très faible en comparaison avec celui de la cristallisation des protéines solubles. La
présence dans le complexe protéique initial du détergent et des lipides influence souvent
négativement aussi bien la cristallogénèse que la qualité du cristal.
2.3.1 Influence du détergent
L’étape de la cristallisation est la plus contraignante en terme de choix du détergent.
Le premier critère de choix est un critère de stabilité : le détergent doit être pur et
chimiquement inerte, mais surtout il doit former avec la protéine un complexe homogène
et stable.
Or dans un environnement de détergent, in surfo, les protéines sont en général in-
stables. Les voies d’inactivation envisagées sont (figure 12) (i) une pertubation du sys-
tème par les échanges de tensioactifs entre ses formes micellaire, monomère ou liée à la
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protéine ; (ii) une déstabilisation directe de la région transmembranaire par insertion de
sa chaîne hydrophobe ; et/ou (iii) une solubilisation excessive de cofacteurs ou lipides
résiduels indispensables à la stabilité de la protéine.
Figure 12 – Inactivation des protéines membranaires par le détergent. D’après Cécile
Breyton (IBS, Grenoble), communication personnelle.
Il se pose alors un dilemme auquel il faut trouver un compromis. Les détergents à
longues chaînes ont tendance à former de grosses bouées autour de la protéine, augmentant
la proportion d’eau dans le cristal, ce qui peut diminuer sa qualité. Pourtant les protéines
membranaires sont souvent plus solubles et plus stables dans ces détergents à longues
chaînes, plus proches de la structure des lipides natifs.
Les retours d’expérience permettent déjà de donner une indication sur les détergents
les plus appropriés : à l’heure actuelle, les plus utilisés sont les détergents non-ioniques à
tête sucre et à chaîne alkyle avec, en fer de lance, le dodecylmaltoside (DDM), possédant
une chaîne en C12, et l’octylglucoside (OG) avec une chaîne en C8.
Outre la stabilité et l’homogénéité du complexe PDL, le détergent va impacter aussi
la formation du cristal en gênant les interactions entre parties polaires des protéines : soit
à cause de l’excès de détergent sous forme de micelles libres en solution, qui ralentissent
la diffusion des protéines de la solution vers le noyau de cristallisation, soit à cause de la
bouée qui, si elle est trop importante, pourra masquer la partie hydrophile de la protéine
et donc limiter la surface disponible pour les interactions hydrophiles.
Enfin une fois tous ces obstacles surmontés, si la protéine a conservée sa forme native,
et qu’un cristal a pu croître, encore faut-il que celui-ci diffracte pour pouvoir obtenir
des informations structurales. Là encore, le détergent, présent en grande quantité dans le
cristal, et avec lui l’eau qui l’hydrate, va avoir une influence considérable aussi bien sur
la qualité du cristal que sur sa morphologie [26, 35].
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Pour donner une idée de la proportion de détergent dans le cristal, on peut prendre
l’exemple de la protéine du cytochrome b6f. Daniel Picot (communication personnelle)
a estimé à 1,3.1012 le nombre de monomères de b6f (100 kDa) dans le cristal, soit une
concentration de 210 mg/mL en protéine, ce qui représente seulement 18% du volume du
cristal. Le reste du volume du cristal est comblé par une phase amorphe contenant de l’eau
et du détergent à forte concentration (l’ordre de grandeur retenu pour la constitution de
la bouée est d’environ 1 gramme de détergent pour 1 gramme de protéine [36]).
Toutefois des réarrangements s’opèrent souvent dans le cristal, les bouées interagissent
entre elles et les cristaux obtenus in surfo présentent souvent des empilements intermé-
diaires entre le type I et le type II qui contiennent moins de détergents que les types
II [37].
2.3.2 Influence des lipides
Alors que l’importance du détergent est apparue comme une évidence dès les débuts
de la cristallisation des protéines membranaires, l’influence des lipides n’a été prise en
compte que plus tard. En 1993, Nussberger a, le premier, montré la nécessité de la présence
d’un galactolipide spécifique pour la formation d’un cristal 3D d’un complexe protéique
collecteur de lumière chez la plante [38]. Depuis les exemples se sont succédés [39], et
dans certains cas, l’ajout de lipides a même contribué à l’obtention de cristaux [40, 41].
En fait, la quantité de lipides influence directement la stabilité de la protéine et peut, tout
comme le détergent, modifier la compacité du complexe PDL et changer la forme et la
résolution de cristaux de protéines membranaires [42]. Il y a donc une quantité optimale
de lipides à définir pour trouver le meilleur compromis entre environnement proche des
conditions natives et complexe PDL compact. Mais cette quantité diffère d’une protéine à
l’autre et ne peut être connue à priori. Par ailleurs le détergent utilisé pour la purification
déterminera en grande partie la quantité de lipides copurifiés avec la protéine.
La cristallisation des protéines membranaires reste donc une tâche très délicate, fruit
d’un mélange entre théorie, retour d’expériences et criblage extensif. Pour augmenter les
chances de réussite deux voies d’optimisation sont possibles : chercher à réduire l’influence
du détergent ou pouvoir mieux cibler les conditions optimales de cristallisation.
2.3.3 Voie d’optimisation n◦1 : réduire l’influence du détergent
Pour réduire l’influence du détergent trois approches ont été développées :
Augmenter la partie hydrophile de la protéine. La première stratégie consiste à
augmenter la surface hydrophile de la protéine membranaire pour maximiser les zones
potentielles de contacts cristallins. Comme beaucoup de protéines membranaires inter-
agissent dans leur milieu naturel avec des protéines solubles, il est possible d’envisager
des essais de co-purification de la protéine membranaire d’intérêt liée à une protéine so-
luble. Ces dernières doivent toutefois pouvoir être isolées et présenter une bonne affinité
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pour la protéine membranaire. Si aucune protéine soluble n’est disponible, un ligand syn-
thétique peut aussi être employé à condition qu’il soit soluble, affin et non déstabilisant
pour la protéine. Enfin la dernière solution réside dans l’utilisation de fragments d’anti-
corps [43] et plus exactement des fragments Fv qui correspondent au fragment variable
de l’anticorps contenant le site de liaison à l’antigène. Ils peuvent être synthétisés dans
E. coli, ils sont solubles, monovalents, globulaires avec une masse d’environ 25 kDa et se
lient avec une grande affinité à la protéine membranaire.
Enlever l’excès de détergent. Éliminer l’excès de micelles facilite le transfert de la
protéine vers le cristal et perturbe aussi l’équilibre détergent lié/détergent en solution,
ce qui pourrait libérer des parties hydrophiles de la protéine et permettre l’obtention de
nouveaux "packing" (ou empilements) cristallins (figure 4.10).
Figure 13 – Représentation schématique des effets hypothétiques du retrait du dé-
tergent lors de la cristallisation de PM. Extrait de [44]. Le retrait du détergent par une
molécule hôte modifie la bouée de détergent et pourrait aboutir à de nouvelle forme cristalline.
Des techniques classiques de biochimie peuvent être utilisées pour éliminer le déter-
gent comme la dialyse ou les lavages de la protéine immobilisée sur colonne. La dialyse
présente le désavantage d’être longue et fastidieuse, surtout dans le cas des détergents à
faibles CMC. Les lavages sur colonne d’affinité, quant à eux, ne permettent pas toujours
d’obtenir la protéine en concentration suffisante pour envisager la réalisation d’essais de
cristallisation. L’usage de concentreurs par ultrafiltration pour augmenter la concentration
de la protéine est alors nécessaire, mais ceux-ci peuvent aussi concentrer le détergent.
D’autres méthodes physico-chimiques ont donc été développées. Elles consistent à
piéger le détergent soit avec de la méthylcyclodextrine [44] (molécule formant une cage
hydrophobe), soit par adsorption sur des billes hydrophobes de polystyrène [45]. Ces Bio-
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beads SM2 ont été utilisés avec succès pour le contrôle du ratio détergent-protéine lors de
la cristallisation d’un transporteur ADP/ATP [46].
Utilisation de nouveaux amphiphiles. Pour augmenter la stabilité de la protéine
membranaire, le détergent initial peut être remplacé par un détergent "plus doux" ou un
tensioactif au pouvoir détergent presque inexistant. Nous appelons ici, pouvoir détergent,
la capacité d’un amphiphile à solubiliser une membrane lipidique telle que nous l’avons
expliqué au paragraphe 2.1.2 de cette introduction. Ces amphiphiles sont alors dénom-
més "détergents". Les autres amphiphiles ne possédant pas ce caractère détergent seront
appelés sous le terme générique de "tensioactifs", tout en sachant que les détergents sont
aussi des tensioactifs.
L’utilisation de ces composés pour remplacer le détergent est de plus en plus fré-
quente. Dans le chapitre 1, présentant plus en détails les tensioactifs et leurs propriétés
physico-chimiques, nous établirons une liste non exhaustive de ces nouveaux tensioactifs
au design spécialement conçu pour la stabilisation et/ou la cristallisation des protéines
membranaires. Ceux-ci ne solubilisant pas les membranes, l’étape d’extraction des pro-
téines membranaires doit être réalisée par un détergent classique, puis celui-ci est échangé
(remplacé) par le nouveau tensioactif. Parmi les méthodes d’échange des détergents, cer-
taines comme la dialyse sont fastidieuses et consommatrices de tensioactif, d’autres comme
la précipitation/renaturation ne sont pas applicables à toutes les protéines. Enfin, les plus
utilisées restent encore celles utilisant l’échange de tensioactifs sur gradient de saccha-
rose ou en colonne de purification. Il faut noter qu’il n’est pas forcément nécessaire de
remplacer tout le détergent pour modifier le "packing" du cristal (et donc la résolution),
un échange partiel peut s’avérer parfois préférable pour obtenir une meilleure qualité des
cristaux [47]).
2.3.4 Voie d’optimisation n◦2 : rationaliser la cristallisation des PM
Comme une cristallisation classique, la cristallisation d’une macromolécule biologique
peut être gérée par son diagramme de phases. Il trace la concentration de protéine, C,
en fonction des variations de son environnement (figure 14). Il est divisé en deux zones,
la sous-saturation et la sursaturation, séparées par la courbe de solubilité qui
représente la limite entre la phase soluble et la phase solide. A la solubilité, la protéine
à la concentration Cs, est en équilibre thermodynamique entre un état soluté et une
phase solide cristalline. Une solution de protéine est dite "sous-saturée" (et respectivement
sursaturée) lorsque la concentration en protéine est inférieure (supérieure) à la solubilité.
Le phénomène de cristallisation de la protéine, c’est à dire le passage d’une solution
homogène à un solide est guidé par la sursaturation qui est défini par une grandeur sans
dimension : β = C
Cs
. Or la solubilité d’une protéine dépend de sa propre nature (c’est
un polyélectrolyte tributaire des résidus d’acides aminés qui le composent), de sa pureté,
mais aussi de nombreux paramètres physico-chimiques (pH, force ionique, solvant, tempé-
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Figure 14 – Diagramme de phases d’une protéine. C : concentration de la protéine en
solution, Cs : concentration de la protéine à la solubilité, β : sursaturation.
rature, pression, composition du mélange, etc.). La théorisation de tous ces phénomènes
simultanés n’est donc pas aisée, pourtant seule une meilleure compréhension sur le plan
fondamental permettrait de rationaliser la cristallisation des protéines membranaires et
représenterait, à ce titre, un puissant levier pour l’universalisation de la cristallisation.
Dans l’optique de mieux comprendre les mécanismes de cristallogénèse plusieurs groupes
de recherche étudient la physico-chimie des solutions de cristallisation et plus particuliè-
rement, le paramètre du second coefficient du viriel (A2 ou B22), témoin des interactions
globales en solution, qui est un bon indicateur du potentiel d’une solution à générer des
cristaux.
L’exemple des protéines solubles. Une étude réalisée au début des années 1990, par
George et Wilson sur plusieurs protéines solubles, a montré que dans leurs conditions de
cristallisation respectives, les protéines présentaient toutes des valeurs de A2 comprises
entre -8,0.10−4 et 0 mol.ml.g−2 [48]. Ce domaine étroit de valeurs du second coefficient du
viriel, appelé le "crystallization slot", correspond à des interactions faiblement attractives
entre les protéines.
L’hypothèse d’une corrélation entre le second coefficient du viriel et la cristallisation
a, par la suite, été renforcée par de nouveaux travaux sur d’autres protéines solubles,
qui présentaient toutes aussi des valeurs de A2 dans le "cristallisation slot". On peut
notamment citer les recherches sur le lysozyme en présence de sel [50,51] ou de PEG [52,
53], sur la chymotrypsine [54], l’apoferritine [55], l’ATCase [56], la porine [57], l’albumine
et l’ovalbumine [58], la ribonucléase [59], le virus de la mosaïque du brome [60] ou l’urate
oxydase [61].
En 1999, cette corrélation fut explicitée par la démonstration de l’existence d’une
relation analytique entre le second coefficient du viriel osmotique et la solubilité de la
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Figure 15 – Crystallization slot, solubilité et A2. A gauche : Le "crystallization slot" de
George et Wilson [48], histogramme représentant le "crystallization slot" obtenu par les mesures
du second coefficient du viriel sur diverses protéines en conditions de cristallisation. A droite :
la corrélation entre solubilité et second coefficient du viriel pour le lyzozyme dans différentes
compositions de solvant (extrait de [49]).
protéine [49, 62] dont dépend le processus de nucléation. Cette relation confirme donc
l’intérêt du second coefficient du viriel pour estimer le potentiel de cristallogénèse d’une
solution : plus une protéine soluble se trouve dans des conditions de A2 proches du "crys-
tallization slot", plus elle aurait de chances de cristalliser.
Et maintenant les PM ? A la différence des protéines solubles, le détergent du com-
plexe PDL va entrer dans la composition du réseau cristallin de la protéine. La cristallisa-
tion d’une protéine membranaire n’est donc pas une "simple" évolution dans le diagramme
de phase de la protéine, mais dans celui du complexe protéine/détergent/lipide. Or la pro-
portion en détergent peut être très importante et son rôle dans les interactions en solution
lors de la cristallisation du complexe PDL devient non négligeable. Cette hypothèse est
appuyée par les travaux de Zulauf, Rosenbusch et Garavito [63–65] qui ont observé que
la cristallisation des complexes PDL était favorisée dans des conditions proches du cloud
point du détergent. Ce résultat signifie que les forces attractives entre les micelles, causant
leur agrégation au point de trouble ou "cloud point", seraient aussi responsables de l’at-
traction entre les molécules de détergent des complexes PDL. Ainsi dans des conditions
proches du "cloud point", l’attraction due aux bouées de détergent serait suffisante pour
rapprocher les complexes PDL et permettre la création de contacts cristallins entre les
parties protéiques des complexes [66, 67].
Par analogie avec les protéines solubles, le groupe de Loll a réalisé des mesures du
second coefficient du viriel pour quantifier l’interaction entre des micelles de détergents et
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Figure 16 – Étude du second coefficient du viriel des micelles et du complexe PDL,
par Hitscherich et al. [57] : Valeurs de second coefficient du viriel (B22) pour les complexes
porine OmpF-détergent (cercles) et les micelles libres de détergents (triangles), à différentes
concentrations en PEG, dans les conditions cristallisation donnant des cristaux tetragonaux
(A, détergent : 0.9% n-octyl-β-D-glucoside, 0.09% n-octyl-polyoxyethylene) ou trigonaux (B,
détergent : 0.6% n-octyl-2-hydroxyethylsulfoxide, 01% n-octyl-polyoxyethylene). Le domaine de
concentration en PEG, où des cristaux peuvent croitre, est grisé.
des complexes de OmpF (protéine membranaire intégrale de la famille des porines) [57]
(figure 16). Il en ressort qu’en conditions cristallisantes, les valeurs de second coefficient
du viriel mesurées entre complexes PDL sont dans le domaine du "crystallization slot"
définie par George et Wilson. Le deuxième résultat important de cette étude est que les
interactions micelle/micelle et complexe PDL/complexe PDL présentent le même compor-
tement, à savoir qu’elles deviennent de plus en plus attractives lorsqu’on se rapproche du
cloud point. Les forces attractives micelle/micelle peuvent contribuer dans l’interaction
complexe PDL/complexe PDL (cf. figure 16 A où les valeurs de B22 du complexe PDL
sont similaires à celles des micelles libres) ou au moins compensatoires des attractions dé-
favorables protéine/protéine des complexes PDL (cf. figure 16 B, où les valeurs de B22 du
complexe PDL sont parallèles mais supérieures, donc plus répulsives que celles des micelles
libres). Ainsi la valeur du second coefficient du viriel des micelles de détergents (en absence
de protéine), caractéristique des forces entre micelles et non d’un changement de la taille
de la micelle [68], est un bon indicateur de prédiction du second coefficient du viriel du
complexe PDL ou au moins de son évolution. Berger et al. arrive aux mêmes conclusions
en montrant que la courbe du B22 du complexe PDL de bactériorhodopsine, solubilisée
en OG, et celle de la température du cloud point, en fonction de l’agent cristallisant,
présentaient la même pente [69]. En résumé pour les protéines intégrales, la proportion
de détergent dans le complexe PDL est telle que le détergent a un rôle prédominant dans
le premier temps du rapprochement des complexes PDL. Des contacts cristallins entre
les parties hydrophiles des protéines pourront alors se créer et engendrer la nucléation du
cristal. De ce fait, l’étude du second coefficient du viriel des micelles libres de détergent
permet de prédire l’évolution des A2 des complexes PDL sans avoir à consommer de la
protéine.
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3 Le complexe protéique RC-LH1-pufX
Dans ce contexte de la cristallisation in surfo, notre étude vise à réaliser une caracté-
risation complète du complexe PDL afin de mieux comprendre l’influence des différents
facteurs mis en jeu. Il nous fallait donc pour cela choisir une protéine modèle qui servirait
de fil rouge à notre étude biochimique. Notre choix s’est arrêté sur le complexe protéique
RC-LH1-pufX issu de la chaîne photosynthétique de Rhodobacter blasticus. Pour mieux
en comprendre les raisons, nous allons tout d’abord présenter ce complexe protéique et
les différentes informations structurales dont on dispose.
Rhodobacter blasticus est une bactérie qui appartient, comme tout le genre Rhodobacter
(Rb.), au groupe des bactéries pourpres non sulfureuses (Rhodospirillaceae). Ces bactéries,
très étudiées, et notamment les Rhodobacter ont la particularité de posséder trois voies
possibles de production d’énergie : la respiration oxygénique, la respiration nitrate (ou
dénitrification) et la photosynthèse. Par ailleurs elles sont capables de réduire les métaux
lourds, ce qui en font des bactéries dépolluantes. Dans le cadre de notre étude, nous
nous sommes intéressés à un complexe protéique impliqué dans les premières étapes de la
photosynthèse. Nous allons, dans ce paragraphe, présenter succinctement la photosynthèse
bactérienne afin d’introduire les protéines membranaires impliquées dans ce processus et
notamment le photosystème RC-LH1 des bactéries pourpres, qui se présente sous la forme
d’un dimère chez les Rhodobacter : le complexe RC-LH1-pufX.
3.1 La photosynthèse bactérienne
Il existe sur Terre trois sources d’énergie pour la croissance des organismes vivants :
la lumière, les composés inorganiques et les composés organiques. La photosynthèse est
le processus bio-énergétique par lequel les plantes et certaines bactéries synthétisent de
la matière organique à partir de la lumière. D’un point de vue évolutif, ce processus
est d’une importance primordiale car il est probablement à l’origine de modifications
environnementales profondes (passage d’une atmosphère réductrice à un milieu oxydant
riche en oxygène) qui auraient permis l’apparition de la respiration sur Terre. Deux types
de photosynthèse se distinguent :
– la photosynthèse oxygénique, chez les plantes, les algues et certaines bactéries (les
cyanobactéries) où du CO2 est consommé et de l’O2 est relargué.
– la photosynthèse anoxygénique, chez les bactéries vertes et les bactéries pourpres,
pour laquelle il n’y a pas de production d’oxygène.
3.1.1 Les bactéries photosynthétiques anoxygéniques
Les bactéries pourpres et vertes, appartenant à la famille des Eubactéries, forment
un groupe extrêmement hétérogène au niveau morphologique (forme, taille, structure des
membranes...), physiologique (consommation de carbone, d’azote...) et constitutif (struc-
tures moléculaires de l’appareil photosynthétique, composition en pigments,...). Au niveau
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métabolique elles peuvent être phototrophes ou chimiotrophes, autotrophes ou hétéro-
trophes. En présence d’oxygène, elles réalisent la respiration "classique" et répriment la
synthèse des complexes de l’appareil photosynthétique. En revanche lorsqu’elles sont culti-
vées en anaérobie et en présence de lumière, elles réalisent la photosynthèse. Nous verrons
que cela implique la production de membranes invaginées intracytoplasmiques qui sont
fortement réprimées quand la bactérie utilise la respiration.
Les bactéries pourpres et vertes doivent leurs noms à la grande variété de pigments
de type bactériochlorophylles (Bchl) et caroténoïdes qu’elles contiennent et qui confèrent
aux cultures bactériennes des couleurs allant du vert au pourpre, en passant par le brun
et le rouge.
3.1.2 Les pigments photosynthétiques
Les pigments photosynthétiques ont des fonctions très importantes dans les étapes
primaires de la photosynthèse : la collecte de la lumière (par absorption), la photoprotec-
tion (par dégradation de l’excès d’énergie) et la stabilisation structurale des complexes
collecteurs de lumière [70].
Deux types de pigments sont présents chez les bactéries pourpres :
1. La bactériochlorophylle a (Bchl a) (figure 17) : c’est un dérivé chimique de la chlo-
rophylle, composé d’un macrocycle poly-substitué possédant un atome de magné-
sium central. Les groupements substitués sur le macrocycle définissent les différentes
structures de la Bchl. La molécule de Bchl a possède un groupement acétylé en po-
sition C3, un groupement cétone en C113 et une chaîne carbonée en C
3
17. Cette chaîne
varie entre les différentes espèces, elle est par exemple de type phytol chez Rb.
sphaeroides et géranylgéraniol chez Rs. rubrum. Ces molécules présentent trois pics
d’absorption principaux vers 370, 595 et 770 nm.
2. Les caroténoïdes (figure 18) : ce sont des chaînes linéaires d’une quarantaine de
carbones, présentant 7 à 13 doubles liaisons conjuguées, et terminées par des grou-
pements chimiques très peu polaires de type méthyle ou cyclo-alcane. Leurs pics
d’absorption, situés entre 450 et 570 nm, complètent le spectre d’absorption de la
Bachl a.
3.1.3 La chaîne photosynthétique chez les bactéries pourpres
Les différentes protéines de la chaîne photosynthétique La chaîne photosyn-
thétique des bactéries pourpres possède un seul photosystème, une version simplifiée du
photosystème II chez les plantes, qui convertit l’énergie lumineuse en énergie chimique. Il
est composé de deux types de protéines : les antennes collectrices de lumière (LH, pour
light-harvesting) qui absorbent les photons et le centre réactionnel (RC) qui réalise une
séparation de charges électriques. L’antenne LH1 est présente chez toutes les souches bac-
tériennes et est intimement liée au RC qu’elle entoure. Les antennes LH2 sont des antennes
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Figure 17 – Structure générique de la bactériochlorophylle a . A gauche, le macro-
cycle avec les cycles pyrroliques (I, II, III, et IV) et l’isocyle (V) porteur d’une chaîne de type
genarylgaraniol (GG). A droite : structure des chaînes de base de la bactériochlorophylle a
Figure 18 – Les principaux caroténoïdes chez les bactéries pourpres
périphériques, présentes uniquement chez certaines espèces. Leur développement dépend
des conditions de culture [71] et est accru en faible lumière pour augmenter la capacité
de collecte et de transfert de la lumière vers le RC. Outre leurs localisations (autour du
RC ou périphérique), les antennes LH1 et LH2 se différencient aussi par leur longueur
d’onde d’absorption maximale. Chez Rb. sphaeroïdes ou Rb. Capsulatus, les antennes
LH1 absorbent vers 875 nm et les antennes LH2 entre 800 et 850 nm. Ces deux antennes
sont les plus fréquemment observées chez les bactéries pourpres mais quelques espèces
possèdent d’autres types d’antennes que nous n’aborderons pas ici. Enfin, deux autres
protéines transmembranaires interviennent dans la chaîne photosynthétique, le complexe
bc1 et l’ATP synthase, ainsi qu’une protéine soluble, le cytochrome c.
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Figure 19 – Schématisation de la chaîne photosynthétique. Extrait [72]. Voir texte pour
explication.
Le cycle photosynthtétique La chaîne photosynthétique peut être schématisée par
la figure 19. Après absorption de la lumière, les antennes vont transférer leur énergie au
RC qui devient un puissant donneur d’électron pour les quinones. Ce transfert d’électron
se fait en deux temps : il y a tout d’abord réduction de la quinone QB située dans le
site QB du RC via la quinone QA. Puis un deuxième acte photochimique va réduire et
doublement protoner QB qui va alors se détacher du RC et migrer dans la membrane pour
être oxydée par le complexe bc1. Le RC oxydé va récupérer ses électrons par l’intermédiaire
du cytochrome c2 réduit par le complexe bc1. Ce transfert cyclique d’électrons couplé à
une prise de protons à travers la membrane va permettre la formation d’un potentiel de
membrane qui permettra de générer de l’ATP grâce une ATPase.
Localisation dans les membranes invaginées L’appareil photosynthétique est lo-
calisé au niveau des membranes intracytoplasmiques qui se développent à partir de la
membrane cytoplasmique. La forme de ces invaginations varie d’un genre à un autre, avec
la présence de tubes (Rps. rubrum, Rb. capsulatus), de lamelles (Blastochloris (Blc.) viri-
dis, Rps. palustris) ou de vésicules (figure 20). Cependant la formation de ces membranes
invaginées et leur rendement de production sont fortement régulés par les conditions en-
vironnementales [73–75]. La tension en oxygène et l’intensité lumineuse sont les deux
paramètres majeurs qui influencent la synthèse de ces membranes invaginées.
3.1.4 Organisation dans la membrane native
Les premières observations de membranes photosynthétiques ont été réalisées par Mil-
ler en 1982 [77] sur la bactérie Blc. viridis par microscopie électronique. Elles avaient déjà
à l’époque permis de constater l’organisation très structurée et la haute densité de ces
Introduction 29
Figure 20 – Morphologie des membranes invaginées
membranes, ainsi que le positionnement particulier du RC au cœur d’une antenne collec-
trice de lumière. Le développement des techniques d’imagerie (microscopie electronique
ou AFM) a permis de franchir un cap en terme de qualité d’image et de multiplier les
observations. Sur la figure 21, il est possible d’apprécier la grande diversité architecturale
des complexes photosynthtétiques qui existe chez les différentes souches bactériennes [76].
Les antennes LH2, périphériques, ont une forme d’anneau circulaire peu variable, alors
que les antennes LH1 plus elliptiques présentent une plus grande flexibilité structurale au-
tour du RC. Ces structures peuvent être complètement fermées (cas A et B) ou ouvertes
sous forme de monomère (C) ou de dimère (D).
Le laboratoire de bioénergétique cellulaire du CEA Cadarache (LBC) fut l’un des
premiers a montré l’existence de dimères de RC-LH1 en forme de S [78], résultant de
l’association de deux monomères de RC-LH1 grâce à la présence d’un polypeptide sup-
plémentaire : le pufX. Dans ce complexe, les antennes LH1 s’associent en formant un
anneau ouvert (en forme de C) qui entoure le RC (figure 22). L’organisation de ces di-
mères en longs alignements réguliers et très denses avait également été révélée et il avait
été suggéré que la proximité des différents partenaires jouait un rôle sur la cinétique de
transfert d’électron [79]. L’organisation supramoléculaire de ces complexes aurait donc un
rôle fonctionnel dans le cycle photosynthétique.
Mais sans structure à haute résolution des RC-LH1 de nombreuses questions sur l’or-
ganisation supramoléculaire de ces complexes restent sans réponses (Quelle est l’influence
d’un dimère par rapport à un monomère ? Pourquoi existe-t-il des antennes ouvertes et des
antennes fermées ? etc.). Plusieurs groupes de recherche se sont donc attachés à étudier
la structure de ces complexes dimériques de RC-LH1.
3.2 Structure du photosystème des bactéries pourpres
Les structures cristallographiques des antennes LH2 et du centre réactionnel à réso-
lution atomique ainsi qu’une structure à moyenne résolution du RC-LH1 monomérique
sont disponibles et permettent d’établir un certain nombre d’hypothèses sur la structure
du complexe dimérique.
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Figure 21 – La diversité architecturale des photosystèmes en membranes natives par
AFM et les modèles structuraux associés. Extrait de [76]. Une souche ne possédant pas de LH2 :
Blc. viridis (A), et quatre souches possédant des antennes LH2 : Rhodospirillum photometricum
(B.i), Phaeospirillum molischianum (B.ii), Rps. palustris (C) et Rb. blasticus (D). Le complexe
est RC-LH1 est dimérique dans le cas de Rb. blasticus et monomérique chez les autres souches
présentées.
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Figure 22 – Organisation des membranes photosynthétiques. Gauche : Image par freeze-
fracture de membranes de Rhodobaca bogoriensis. (Le rectangle en pointillés est indiqué à titre
d’exemple). Droite : Carte de projection à 20 Å de résolution de membranes natives par coloration
négative, chez Rb. sphaeroides [78].
3.2.1 Les antennes
Les antennes qu’elles soient de type LH1 ou LH2 présentent une grande similarité
de structure (Voir référence [72] pour revue). La structure 3D, à haute résolution, du
complexe LH2 de Rps. acidophila a été la première à être publiée en 1995 [80]. Depuis,
elle a pu être obtenue sur d’autre souches bactériennes [81, 82].
L’unité de base des antennes : un hétérodimère lié à des pigments Les an-
tennes LH1 et LH2 sont des protéines intégrales, constituées par la répétition d’une unité
structurale de base : un hétérodimère de deux polypeptides, α et β, d’environ 5 à 7 kDa
auxquels viennent s’associer des caroténoïdes et bactériochlorophylles (figure 23). Dans
les antennes LH2, chaque hétérodimère est associé à trois molécules de Bchl a et une
molécule de caroténoïdes. Dans les antennes LH1 le rapport est de deux Bchl a et deux
caroténoïdes par hétérodimère.
Ces polypeptides présentent une partie centrale hydrophobe d’environ 21-23 résidus,
structurée en hélice α et des extrémités polaires N- et C-terminal, situées respectivement
côté cytoplasmique (avec 12-14 résidus, pour le polypeptide α et 13-25 résidus pour le
polypeptide β) et périplasmique (α : 16-20 résidus, β : 5-12 résidus).
Les antennes LH2. La structure du complexe LH2 chez Rps. acidophila [80] (figure
24), révèle que cette protéine comporte 9 hétérodimères αβ disposés en anneau avec un
diamètre interne de 36 Å et un diamètre externe de 68 Å (les polypeptides α sont placés
côté interne et les polypeptides β côté externe de la couronne). Par conséquent chaque
protéine de LH2 contient 9 caroténoïdes situés entre les polypeptides α et β et 27 Bchl a.
Celles-ci sont divisées en deux groupes. 9 d’entre elles, une par hétérodimère, absorbent à
une longueur d’onde de 850 nm. Elles sont positionnées parallèlement à la membrane, côté
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Figure 23 – Structure de l’hétérodimère α/β et les pigment associés. A partir des
antennes LH2 de Rps. acidophila cristallisée à 2,5 Å de résolution [80]. Le coté cytoplasmique
se trouve en haut de la figure. Image extraite de [83].
cytoplasmique, leur ion central Mg2+ étant complexé à un résidu méthionine de la partie
N-terminal du polypeptide α, très conservé chez les différentes espèces. Les 18 autres Bchl
a, dont l’absorption maximale est à 850 nm, sont plus proches de l’extréminté C-terminale,
et se placent perpendiculairement à la membrane, en se coordinnant alternativement à
un résidu histidine du polypeptide α ou β. Le caroténoïde quant à lui, se retrouve sur
toute la hauteur de la protéine, mais interagit principalement avec les résidus polaires de
l’extrémité N-terminale du polypeptide α.
Figure 24 – Structure de l’antenne LH2 chez Rps. acidophila à 2 Å de résolution. A :
vue du dessus par rapport au plan de la membrane. B : vue latérale. En vert le polypeptide β ; en
bleu turquoise le polypeptide α ; en bleu la bactériochlorophylle a B850 (Bchl-B850) ; en rouge,
la bactériochlorophylle B800 (Bchl-B800) ; en orange, le caroténoïde). Image extraite de [72].
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3.2.2 Le complexe RC-LH1 des bactéries pourpres
Depuis la détermination de la structure à haute résolution du centre réactionnel chez
Rb. sphaeroïdes [84], il n’a toujours pas été possible d’obtenir la structure du complexe
formé par l’association RC-LH1. Une structure à 8,5 Å de résolution a été cependant
obtenue par cryomicroscopie à partir d’un cristal 2D de LH1 chez Rps. rubrum [85]. Ainsi
il a été possible de déterminer que l’antenne LH1 de cette souche contient 16 hétérodimères
αβ qui entourent le centre réactionnel. Mais comme nous l’avons évoqué en présentant les
images AFM des membranes photosynthétiques, la configuration des antennes LH1 autour
du RC n’est pas figée et le nombre d’hétéorodimères n’est pas conservé d’une espèce à
l’autre.
En 2003, une étude cristallographique à 4,8 Å de résolution du complexe RC-LH1 de
de Rps. palustris a été publiée [86] (figure 25). Le centre réactionnel est composé de trois
sous-unité protéiques H (heavy), M (medium) et L (light) en référence à leur différence de
masse moléculaire apparente sur gel SDS-PAGE. La sous-unité H présente une seule hélice
α et un domaine cytoplasmique. Les sous unités L et M possèdent chacune 5 hélices α
transmembranaires qui s’associent de façon non-covalente aux cofacteurs de la protéine :
deux Bchl a, deux bactériophéophytines, un caroténoïde et deux quinones (QA et QB). La
couronne de complexes LH1 est composée de 15 hétérodimères αβ, la place du 16ième étant
occupée par une hélice α transmembranaire, nommée polypeptide W. Ce polypeptide W
présent chez Rps. palustris serait un analogue du polypeptide pufX que l’on retrouve chez
Rb. sphaeroïdes, Rb. capsulatus et Rb. blasticus.
3.3 Le complexe RC-LH1-pufX
3.3.1 Le polypeptide pufX
L’organisation du RC-LH1 en monomère ou en dimère semble être liée à la présence de
ce polypeptide pufX (voir référence [87] pour revue) qui jouerait un rôle structural majeur
dont les conséquences fonctionnelles sont très importantes. En effet la délétion du gène du
pufX entraîne une monomérisation du RC-LH1 et une fermeture des antennes LH1. Cela
a pour conséquence une perte de la capacité de la bactérie de se développer en conditions
photosynthétiques [88]. Le pufX est donc impliqué dans la diminution du nombre d’hété-
rodimers αβ de la couronne LH1, ce qui permet l’ouverture de la couronne de LH1. Cette
ouverture est interprétée comme étant un passage pour l’arrivée des quinols au contact du
RC, lors du transfert d’électrons, favorisant un échange rapide quinone/quinol [78,89]. La
perte de cette ouverture pourrait donc participer à la perte de l’activité photosynthétique.
Au niveau du mécanisme moléculaire, le pufX interagirait avec les polypeptides α de
l’hétérodimère αβ des LH1 [90]. Mais encore une fois, l’absence de structure à haute réso-
lution du complexe RC-LH1-pufX est un handicap de taille pour définir le rôle structural
du polypeptide pufX. A ce jour, seuls des modèles de RC-LH1-pufX ont pu être proposés
à partir d’images d’AFM ou de microscopie électronique.
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Figure 25 – Structure du RC-LH1 Rps. palustris à 4,8 Å de résolution. A : vue du dessus
par rapport au plan de la membrane. B : vue latérale. En bleu clair le polypeptide α et en vert
le polypeptide β de l’antenne LH1. En rouge la position hypothétique de bactériochlorophylle a
(Bchl a). Et le centre réactionnel, ces sous-unité protéique H (bleu), M (orange) et L (rose), ses
pigments et quinones (vert) et son polypeptide W (rouge). Image extraite de [72].
3.3.2 Les différents modèles structuraux proposés
Deux polypeptides pufX se situeraient au niveau des ouvertures de la couronne
de LH1 :
Le premier modèle proposé par le groupe de Hunter, à partir d’une carte de projection
à 8,5 Å de résolution obtenue par cryomicroscopie, positionnent les 28 hétérodimères αβ
de façon continue en forme de S autour des deux RC. Pour chaque RC, il y aurait un
polypeptide puf X par centre qui se placerait entre le RC et le LH1, à proximité de ses
ouvertures (extrémités du S). L’orientation des polypeptides puf X a pu être déterminée
plus tard par des études RMN en solution. Leurs parties N-terminales primordiales pour la
dimérisation du RC-LH1-pufX seraient tournées vers le centre du dimère, qui correspond
à la zone de l’interface entre les deux monomères [91] (figure 26).
Deux polypeptides puf X se situeraient au centre du dimère :
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Figure 26 – Modèle du RC-LH1-pufX (1) chez Rb. sphaeroïdes d’après [92]. Le pufX
serait localisé par le cercle vert. Les positions des 28 hétérodimères αβ sont localisées par des
pointillés bleu clair. Représentation du RC : enveloppe générale en pointillés blanc ; sous-untité
L en violet ; sous-unité M en vert, sous-unité H en cyan ; bactériochorophylle a en bleu ; quinone
QB en jaune. A gauche les structures des protéines sont entière, à droite seule la position de
hélice α est marquée.
Un autre modèle place deux polypeptides pufX au centre du complexe dimérique.
Les images AFM de la membrane native de Rb. blasticus montrent que le complexe LH1
entourant chaque RC est composé de 13 hétérodimères αβ, formant une couronne sur 290◦.
Les deux pufX se placeraient côte à côte, au niveau de l’interface des deux monomères,
dans l’alignement des deux couronnes en C du LH1 [93] (figure 27).
Un autre modèle, à partir de modélisations in silico, propose une structure à peu
près équivalente où les deux polypeptides pufX seraient aussi positionnés au centre du
dimère mais pas directement en contact. L’espace entre les deux laisserait la place pour
le positionnement de molécules de bactériochlorophylles a [94] (figure 28).
Quatre polypeptides pufX au niveau de 4 ouvertures de la couronne de LH1
:
Une dernier modèle, publié récemment, diffère notoirement des deux premiers en pro-
posant la présence de quatre polypeptides pufX par dimère au lieu de deux [95]. Ce résultat
a été obtenu grâce à une étude en microscopie électronique (particule isolée) réalisée sur
le complexe RC-LH1-pufX issu de la bactérie Rhodobaca bogoriensis. Cette nouvelle struc-
ture révèle la présence d’une double ouverture autour de chaque RC et propose l’insertion
de 13 hétérodimères α β par RC sur la partie périphérique du dimère et deux autres (un
par RC) au centre du dimère. Ces 2 hétérodimères centraux sont "isolés" par quatre ouver-
tures dans les antennes LH1, à proximité desquels se tiendraient les quatre polypeptides
pufX (figure 29).
3.4 Pourquoi ce modèle ?
Le choix du complexe RC-LH1-pufX, comme modèle d’étude sur l’influence des ten-
sioactifs sur la cristallisation des protéines membranaires, repose tout d’abord sur son
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Figure 27 – Modèle du RC-LH1-pufX (2a) chez Rb. blasticus par une étude AFM d’après
[93]. A et B : analyse brute de la surface periplasmique et isolement de complexe dimérique.
C : Moyenne des images obtenus pour un complexe RC-LH1-pufX, et le modèle associé avec en
rouge le RC, en orange les hétérodimères αβ formant la LH1 et en bleu les deux pufX.
Figure 28 – Modèle du RC-LH1-pufX (2b) chez Rb. sphaeroïdes d’après [94]. La zone de
contact est zoomée à droite. L’enveloppe du RC est représentée en gris avec le domaine extra-
membranaire du polypeptide H en gris foncé. La bactériochlorophylle est alternativement en
rouge et orange, les polypetides α et β des LH1 sont respectivement en cyan et violet, les 2
polypeptides pufX en vert.
intérêt scientifique évident. Nous venons de le voir, la structure de ce complexe fait débat
et seule l’obtention d’une structure à haute résolution pourra permettre de déterminer
avec précision la localisation des pigments et des polypeptides pufX. Au delà de la simple
connaissance de la structure de ce complexe, il s’agit d’obtenir des informations essen-
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Figure 29 – Modèle du RC-LH1-puf X (3) chez Rhodobaca bogoriensis d’après [95]. Le RC
est représenté avec sa sous-unité H en jaune, L en violet, et M en bleu. Pour chaque RC Les
LH1 comportent 13 hétérodimères situés en périphérie (numérotés de 1 à 13) avec en vert le
polypeptide α et en orange le polypeptide β. Le 14ième hétérodimère est en bleu, et les deux
polypeptides pufX en rouge.
tielles sur les interactions entre ces différents éléments du complexe RC-LH1-pufX, pour
comprendre les mécanismes moléculaires mis eu jeu lors de la première étape du la photo-
synthèse. Ce niveau de compréhension est nécessaire pour ensuite aborder la question de
l’organisation supra-moléculaire de ces complexes dans les membranes photosynthétiques.
Bien sûr le choix d’un modèle si complexe est ambitieux et il aurait été envisageable de
choisir un modèle plus simple comme la bactériorhodopsine, dont des cristaux, à fort pou-
voir diffractant, ont déjà été obtenus par toutes les méthodes existantes. Mais justement,
pour étudier la cristallogénèse et pouvoir mesurer et comparer l’influence des différents
tensioactifs, nous avions besoin d’une protéine moins stable, d’une protéine qui "ne cristal-
lise pas à tous les coups". Il nous fallait, au final, une protéine qui corresponde à l’immense
majorité des protéines membranaires, un cas général : une protéine qui ne donne pas de
cristaux permettant la détermination de sa structure. Le complexe RC-LH1-pufX en fait
partie. Il est constitué comme beaucoup de protéines, de l’association de plusieurs sous-
unités protéiques (les hétérodimères αβ, les différents peptides du RC) et possèdent des
cofacteurs non-protéiques (les pigments, les quinones) qui vont être soumis à l’influence
directe des tensioactifs. Les conditions sont donc loin d’être en faveur de la réussite de sa
cristallisation, ce qui amplifie l’intérêt d’une étude sur sa cristallogénèse.
Enfin la dernière raison, et peut être la plus importante, est que nous ne partions pas,
non plus, de rien. De nombreux essais de cristallisation avaient déjà été réalisés sur ce
38 Introduction
complexe lors d’une collaboration entre E. Pebay-Peroula et C. Jungas. Des conditions de
cristallisation du complexe avaient été déterminées en présence de DDM et des cristaux
diffractant à 8 Å de résolution avaient pu être obtenus (Colette Jungas, communication
personnelle, figure 30). Ces résultats étaient prometteurs pour essayer de mieux com-
prendre l’influence des paramètres clés de la cristallisation dans le but ultime d’améliorer
le pouvoir diffractant des cristaux de RC-LH1-pufX. Ils permettaient de démarrer notre
étude, avec une première référence en détergent classique, et de pouvoir espérer mieux
comprendre l’influence des paramètres clés de la cristallisation, pour peut être améliorer
le pouvoir diffractant des cristaux de RC-LH1-pufX.
Figure 30 – Cristaux de RC-LH1-puf X de Rb. blasticus diffractant à 8 Å de résolution.
Collaboration Colette Jungas et Eva Peybay-Peroula.
4 Les objectifs de l’étude
Dans ce travail, nous avons cherché à mieux comprendre l’influence des tensioactifs lors
la cristallisation des protéines membranaires. Cet objectif nécessite de connaître intime-
ment les tensioactifs aussi bien au niveau de leur physico-chimie que de leurs interactions
avec la protéine. Nous nous sommes appuyés sur l’étude de plusieurs tensioactifs (le DDM,
le F8TAC, le PCC-malt, les tripodes et les FH-malt), et d’une protéine membranaire (le
RC-LH1-puf X) et nous avons adopté une approche originale et pluridisciplinaire de la
cristallisation des protéines membranaire, au cours de laquelle nous voulions :
1. Utiliser de nouveaux amphiphiles au design spécialement conçu pour répondre
aux contraintes de protéines membranaires et les comparer à un détergent classique
de la cristallisation des protéine membranaire : le DDM ;
2. Caractériser les assemblages de ces tensioactifs en solution ;
3. Traduire, en terme d’interaction, les différentes forces impliquées dans la cristal-
logénèse en fonction des conditions de cristallisation pour rationaliser les méthodes
de cristallisation ;
4. Contrôler la quantité de tensioactif et de lipides associés à la protéine ;
5. Cristalliser le complexe RC-LH1-pufX.
Ainsi, nous souhaitions tirer profit au maximum de l’utilisation coordonnée de trois
voies d’optimisation de la cristallisation in surfo (utilisation de nouveaux amphiphiles,
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contrôle de l’excès de détergent et rationalisation de la cristallisation), pour, peut être,
pouvoir améliorer dans un second temps la qualité des cristaux du complexe RC-LH1-pufX
de Rhodobacter blasticus.
Dans le chapitre 1, nous expliquerons sur quels critères ont été développés, jusqu’à
présent, les nouveaux amphiphiles conçus pour la manipulation des protéines membra-
naires et pourquoi nous avons sélectionné 4 d’entre eux pour notre étude. Nous conclurons
ce chapitre par la présentation des synthèses que nous avons réalisées. Le chapitre 2 sera
consacré à la caractérisation physico-chimique en solution de ces 4 tensioactifs, que nous
comparerons au DDM. Cette partie importante de la thèse nous permettra (i) d’éclairer
la relation entre la structure de ces composés et leur comportement en solution, qui est
déterminant pour la cristallisation, et (ii) de cibler les meilleurs candidats pour la cris-
tallogénèse, que nous souhaitons ensuite tester sur le complexe protéique RC-LH1-pufX.
Avant cela nous avons développé dans le chapitre 3 une méthode de dosage des tensioac-
tifs par HPTLC (High Performance Thin Layer Chromatographie afin de pouvoir mesurer
la quantité de tensioactif lié à la protéine dans la bouée. Grâce à cette technique, nous
avons pu caractériser le complexe protéine/détergent/lipide du RC-LH1-pufX après pu-
rification, aussi bien en terme de tensioactif que de lipides (chapitre 4 ). Enfin le dernier
chapitre sera dédié aux essais de cristallisation du complexe RC-LH1-pufX en liaison avec
l’étude physico-chimique des tensioactifs. Pour finir, une conclusion générale présentera
les perspectives qu’ouvre ce travail de thèse.

CHAPITRE 1
Les tensioactifs
Dans ce chapitre nous allons revenir sur les propriétés et caractéristiques générales des
tensioactifs, avant de dresser une liste non exhaustive des molécules dont le design a été
imaginé spécialement pour le maintien en solution et/ou la cristallisation des protéines
membranaires. Nous présenterons les motivations qui ont guidé le choix des quatre familles
de tensioactifs étudiées dans ce travail, et détaillerons les synthèses de ces composés qui
ont été réalisés.
1 Généralités sur les tensioactifs
Les propriétés physico-chimiques des tensioactifs vont souvent dépendre de la nature
de leurs têtes polaires (figure 1.1), c’est pourquoi ils sont souvent regroupés en quatre
classes :
– Les tensioactifs anioniques dont la tête polaire porte une charge négative. Ce
sont par exemple des carboxylates, des sulfates, des sulfonates ou des phosphates
(ex : SDS).
– Les tensioactifs cationiques qui présentent une charge positive. Les plus courants
ont une tête de type ammonium quaternaires, ou pyridinium.
Ces deux familles peuvent être regroupées sous l’étiquette des tensioactifs io-
niques.
– Les tensioactifs zwitterioniques ou amphotères dont la partie polaire comporte
une charge négative et une charge positive qui s’annulent. Ces composés sont donc
globalement neutres, comme les oxides d’amine.
– Les tensioactifs non ioniques qui ne possèdent aucune charge. Ce sont générale-
ment des dérivés de glucoside, maltoside ou du polyéthylène glycol (PEG).
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Figure 1.1 – Les différentes classes de tensioactifs : quelques exemples de structures de
tensioactifs classées selon la nature de la tête polaire
D’autres classifications des tensioactifs existent toutefois, comme par exemple celles
réalisées selon les propriétés de leur partie hydrophobe : leur nature (hydrocarbonée,
fluorocarbonée ou silylée), leur caractère (saturé ou insaturé), leur structure (linéaire,
cyclique ou ramifiée), leur nombre (mono-, bi- ou tri-catenaire). Enfin les tensioactifs
peuvent aussi être regroupés en fonction des caractéristiques physico-chimiques de leur
micelle, que nous allons à présent définir.
1.1 La concentration micellaire critique (CMC)
Comme nous l’avons introduit page 10, la valeur de la CMC est le résultat d’un équi-
libre d’interactions en solution : certaines d’entre elles favorisent la micellisation, alors
que d’autres s’y opposent. Ces interactions sont de type solvant/tensioactif ou tensio-
actif/tensioactif. Le caractère ambivalent des tensioactifs, rend la CMC d’un tensioactif
dépendante de la structure même du tensioactif, en plus des conditions du milieu. Le
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groupe hydrophile (type, charge, taille, contre-ion) et le groupe hydrophobe (longueur,
degré d’insaturation, présence de ramification, de cycles) vont tous deux impacter la
CMC.
1.1.1 Influence de la tête polaire
Les interactions attractives solvant/tête polaire et celles répulsives tête polaire/tête
polaire ont tendance à défavoriser la micellisation. Dans le premier cas, plus la solvata-
tion des têtes polaires est importante (c’est à dire plus le groupe hydrophile a une forte
polarité), plus la solubilisation du monomère sera favorisée, au détriment de la formation
de micelle. Le second cas correspond aux interactions de type électrostatique qui existent
entre les têtes des tensioactifs dans la micelle. Si celles-ci sont trop importantes, les molé-
cules en solution ont du mal à s’approcher suffisamment pour que se produise l’interaction
entre les groupes hydrophobes. La présence des ces interactions électrostatiques dans la
micelle a plusieurs conséquences :
– La CMC des tensioactifs ioniques dépend de la nature du contre ion.
– La CMC des tensioactifs ioniques est très sensible à la présence d’électrolytes dans le
milieu, qui vont réduire les répulsions inter-têtes chargées et diminuer la CMC [96].
– Pour une chaîne hydrophobe identique, les tensioactifs ioniques ont tendance à avoir
une CMC plus élevée que les tensioactifs neutres.
– Les tensioactifs zwitterioniques dont la tête polaire est globalement neutre ont une
CMC qui est peu dépendante des charges environnantes.
1.1.2 Influence de la partie hydrophobe
Comme nous l’avons vu précédemment c’est l’effet hydrophobe qui est à l’origine du
phénomène de micellisation, il est donc logique que la CMC dépende fortement de la
partie hydrophobe des tensioactifs. Plus celle-ci sera importante, plus le tensioactif aura
tendance à former des micelles et sa CMC sera plus basse. Si celle-ci est trop courte
l’hydrophobie de l’amphiphile ne sera pas suffisante pour générer la micellisation (cas des
chaînes aliphatiques à moins 6 carbones ).
D’une manière générale, l’allongement de la chaîne hydrocarbonée du tensioactif, aug-
mente son caractère hydrophobe, avec pour conséquence : (i) de diminuer l’hydrosolubi-
lité du tensioactif, (ii) de faciliter l’adsorbtion des tensioactifs à la surface de l’eau, et
d’augmenter la stabilité de la monocouche interfaciale (iii) d’augmenter la tendance du
tensioactif à s’auto-associer en solution et donc d’abaisser la CMC. Expérimentalement
il a été déterminé que la valeur du logarithme de la CMC diminue linéairement avec
l’augmentation du nombre de carbones dans la chaîne linéaire entre 6 et 16 carbones.
Au delà de 16 carbones, la valeur de la CMC devient indépendante de la longueur de
chaîne [97], probablement parce que les longues chaînes ont une tendance à se replier sur
elles-mêmes, minimisant la surface de contact avec l’eau. Ainsi jusqu’à 16 carbones, l’ad-
dition d’un groupement méthylène -CH2 à une chaîne carbonée linéaire, divise par deux
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la CMC du tensioactif. Par ailleurs certaines équivalences d’hydrophobie ont été mises
en évidence, comme par exemple, le groupe phényl qui a un effet équivalent à environ 3
groupes méthylène.
A l’inverse, la CMC augmente avec la ramification de la chaîne, ce qui correspond à
l’augmentation de la solubilité des hydrocarbures dans l’eau avec leur ramification (cf.
figure 1.2). La CMC augmente aussi avec le nombre d’insaturations de la chaîne, les
composés porteur d’une double liaison cis exhibant une CMC plus élevée que le composé
trans correspondant.
Figure 1.2 – Évolution de la CMC des composés maltoside en fonction de la longueur
et de la ramification de la chaîne : le log[CMC] (CMC en mM) est tracé en fonction
du nombre de carbones dans la chaîne linéaire (cercles pleins) ou ramifiés, en comptant que
un carbone de la ramification équivaut à 0,5 carbone de la chaîne principale. Les losanges
correspondent aux tensioactifs ramifiés dont la chaîne principale compte 9 carbones, 10 carbones
pour les rectangles, 11 pour les carrés, 12 pour triangles et 13 pour le cercle blanc [98].
1.1.3 Influence de l’environnement physico-chimique
Les conditions expérimentales, comme le pH, la température, la force ionique ou la
présence d’autres espèces tensioactives (lipides, détergents, certaines protéines) peuvent
moduler aussi bien les interactions favorables, que les interactions défavorables à la for-
mation de micelles. Elles ont donc une incidence directe sur la valeur de la CMC.
– Présence d’électrolytes : de manière générale il convient de dire que la présence
d’électrolytes tend à diminuer la CMC. La première justification est que l’addition
d’électrolytes réduit la solubilité de beaucoup de composés dans l’eau, cela va donc
réduire la solvatation de la partie hydrophile du tensioactif. La deuxième explica-
tion est que les électrolytes vont écranter les charges des têtes polaires et réduire
les répulsions électrostatiques défavorables à la formation de micelles. L’effet des
électrolytes sur la CMC est aussi bien valable pour les tensioactifs chargés que pour
les tensioactifs non ioniques (mais dans une moindre mesure).
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– Mélange d’autres tensioactifs : Dans le cas de mélanges de molécules amphi-
philes en solution il peut y avoir formation d’auto-assemblages hétérogènes, où les
interactions tête/tête de tensioactifs voisins sont réduites. La CMC de la micelle
mixte formée est plus basse que celle du tensioactif pur. Les molécules classiques
utilisées comme co-tensioactif sont les alcools et les lipides.
– La température : La CMC d’un composé diminue dans un premier temps avec
l’augmentation de température, puis l’effet s’inverse, suite à deux phénomènes op-
posés. D’une part, l’élévation de la température provoque la déshydratation de la
partie hydrophile, ce qui favorise la micellisation (la CMC diminue). D’autre part,
l’augmentation de température désorganise les molécules d’eau situées au voisinage
des parties hydrophobes, les forces d’interaction entre molécules d’eau diminuent
et l’écart entre les interactions eau/eau par rapport aux interactions eau/partie
hydrophobe est diminué. Les interactions eau/partie hydrophobe responsables de
la micellisation, deviennent donc moins défavorables à plus haute température (la
CMC augmente).
1.2 Le nombre d’agrégation et le paramètre d’empilement
Figure 1.3 – Paramètre d’empilement des tensioactifs : Le calcul du paramètre d’empi-
lement permet de prédire la forme des agrégats formés [99]
Les travaux de Ninham et Israelchvili [99] ont montré que la structure globale des auto-
assemblages de tensioactifs en solution, dépendait de la géométrie des surfactants. Ainsi
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les formes des agrégats peuvent être prédites par la valeur du paramètre d’empilement P,
qui tient compte du rapport entre les aires occupées par la partie hydrophile et la partie
hydrophobe, selon :
P =
V
al
(1.1)
avec V, le volume de la chaîne du détergent, l, la longueur de la chaîne et a, l’aire de
la section de la tête polaire à l’interface. Chaque valeur de P est reliée à une géométrie
particulière du tensioactif qui impose une forme définie à l’agrégat, comme le montre la
figure 1.3.
Le nombre d’agrégation, noté Nagg, correspond au nombre de surfactants par micelle.
Pour la plupart des détergents, la concentration en tensioactif n’a pas d’influence sur le
nombre d’agrégation qui reste constant (à condition, bien sûr, de rester au dessus de la
CMC).
1.3 La balance hydrophile/lipophile
La balance lipophile-hydrophile (HLB, pour "hydrophilic/lipophilique balance") est
caractéristique de la structure des tensioactifs. Elle représente l’équilibre entre les grou-
pements hydrophobes et hydrophiles. Sa valeur est d’autant plus élevée que le tensioactif
est hydrophile. Cette classification des tensioactifs en fonction de leurs HLB a été établie
pour la première fois par Griffin en 1949. Certaines propriétés physicochimiques des dé-
tergents, notamment leur hydrosolubilité, peuvent être prédites à partir de leur valeur de
HLB.
1.4 Le point de Kraft et le point de trouble (ou "cloud point")
Le point de Kraft (pour les tensioactifs ioniques) : Lorsque la température augmente,
la solubilité des tensioactifs ioniques augmente aussi. Cette augmentation est lente dans un
premier temps, puis s’accélère à partir d’une certaine température, appelée température ou
point de Kraft (figure 1.6). Ce point de Kraft marque en fait le passage d’une solubilisation
de monomères à une solubilisation de micelles. Avant la température de Kraft le tensioactif
n’est pas assez soluble pour former des micelles, sa solubilité est inférieure à la CMC,
l’équilibre se fait entre la solution de monomères et le tensioactif solide précipité. Au
point de Kraft, la solubilité est au niveau de la CMC du tensioactif, puis supérieure à
des plus hautes températures. Le point de Kraft est donc directement relié à la CMC et
est dépendant des mêmes facteurs que la CMC (voir § 1.1). Tout paramètre augmentant
la CMC, induit une augmentation de la température de Kraft. Toutefois certains de ces
paramètres vont influer aussi bien sur la CMC, et sur la solubilité, leur effet sur le point
de Kraft sera donc plus difficile à prédire (cas des électrolytes qui peuvent aussi bien
augmenter la solubilité, phase de salting-in, ou la diminuer, salting-out)
Le point de trouble ou "cloud point" (pour les tensioactifs non-ioniques dérivés du
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Figure 1.4 – Température de Kraft : le point de Kraft se trouve au point d’inflexion de la
courbe d’évolution de la solubilité du tensioactif ionique en fonction de sa concentration.
PEG) : Lorsqu’une solution de tensioactifs est chauffée progressivement, celle-ci connait
une transition de phase repérable macroscopiquement par le passage d’une solution trans-
parente à une solution trouble, définissant le point de trouble (en ◦C). En continuant
de chauffer au delà de cette température, la solution devient biphasique avec une phase
riche en tensioactif, et une phase aqueuse pauvre un tensioactif. Ce point de trouble est
pratiquement indépendant de la concentration en tensioactif. Ce phénomène serait dû
à la déshydratation des têtes polaires lors de l’augmentation de la température, ce qui
diminue le caractère hydrophile du tensioactif, et par voie de conséquence augmente son
caractère hydrophobe. Ainsi d’une part la CMC se retrouve diminuée, mais la perte de
la couche d’hydratation implique une restructuration des micelles dont le nombre d’agré-
gation et la taille vont croitre. Lorsque ces agrégats atteignent une taille d’une centaine
de nanomètres ils interagissent avec la lumière, produisant la turbidité de la solution.
Et lorsqu’ils atteignent à plus haute température, une taille de l’ordre du micromètre ils
sédimentent par gravité provoquant la séparation de phase. Le point de trouble dépend
de tous les effets ayant une influence sur le phénomène de micellisation. Si la micellisation
est favorisée (abaissement de la CMC) la température du cloud point sera diminuée.
1.5 Diagramme de phases des tensioactifs
La phase micellaire du tensioactif n’existe que dans un certain domaine de concentra-
tion et de température, propre à chaque tensioactif, qui est défini par son diagramme de
phase. Comme on vient de le voir, l’augmentation de la température provoque en général
l’apparition du point de trouble, signe de la présence de deux phases non miscibles : l’une
riche en détergent, l’autre dépourvue de détergent. La courbe définie par la température et
la concentration de ce point de trouble s’appelle la limite de consolution. Il est à noter
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que pour certains détergents le point de trouble est obtenu en abaissant la température
de la solution micellaire, la limite de consolution du tensioactif, se retrouve alors sous le
domaine micellaire dans le diagramme de phase de tels détergents, comme le montre la
figure 1.5, reprise de [100], montrant les diagrammes de phase schématisés fréquemment
observés pour les détergents non ioniques dans l’eau.
Figure 1.5 – schématisation des diagrammes de phase classique de détergents non
ioniques [100]. La CMC est définie par la limite entre la solution de monomère et le reste du
diagramme de phase. La limite de consolution se situe à la frontière entre la phase micellaire
et la phase composée de deux phases liquides non miscibles entre elles. Cette zone se situe soit
au-dessus soit en dessous de la zone micellaire en fonction du tensioactif.
La transition de la phase micellaire à l’état biphasique est précédée d’une étape d’agré-
gation de micelles non visible à l’œil mais détectable par diffusion de lumière ou de neu-
trons. Ce phénomène est particulièrement intéressant pour la cristallisation des protéines
membranaires car la concentration locale de micelles de détergent pourrait aider à cris-
talliser les protéines membranaires [101]. Aux faibles températures, se trouve la limite
de cristallisation critique, en dessous de laquelle le tensioactif "précipite" formant des
cristaux hydratés de détergent. Le franchissement de cette zone a plutôt tendance à dé-
favoriser la croissance cristalline de la protéine [102]. Cependant il faut bien comprendre
que toutes les limites du diagramme de phase d’un tensioactif vont être décalées par
la présence de protéine, de sel, ou d’agent cristallisant. La détermination expérimentale
d’un diagramme de phase d’un détergent n’est donc valable que dans une seule condition
expérimentale, et représente déjà un travail long et fastidieux.
Ces schémas sont donc des versions simplifiées des diagrammes de phase réels, qui
peuvent être bien plus complexes et faire intervenir d’autres types de phases (méso-
phases, phases hexagonales ou lamellaires) comme le montre cet exemple donné dans
la littérature [103] pour l’hexaoxyethylene dodecyl ether, C12E6, sur la gamme complète
de concentration et une température de 0 à 100 ◦C .
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Figure 1.6 – Exemple de diagrammes de phase de détergent [103] : DDM/eau (à
gauche), le mélange 1 :1 DDM/C12E6 (milieu), et C12E6/eau (à droite). L1 représente une
phase micellaire normale isotrope, L2 une phase micellaire inverse isotrope, S une phase solide
en tensioactif, H1 une phase hexagonale, V1 une phase cubique bicontinue, et Lα une phase
lamellaire.
2 Les nouveaux outils amphiphiles conçus pour la
manipulation des protéines membranaires
Dans l’introduction nous avons cité les cinq familles des détergents "historiques" de
la cristallisation des protéines membranaires. Cependant très rapidement des groupes de
recherche ont imaginé de nouvelles molécules afin d’améliorer leur efficacité en fonction
du but recherché : solubilisation des membranes, maintien en solution, renaturation, ou
cristallisation de protéines membranaires. Sur la base, bien souvent, de considérations
structurales, de plus en plus de ces tensioactifs voient le jour.
2.1 Les amphipols
Les amphipols (ou APols pour "Amphipatic Polymers")) sont des polymères am-
phiphiles ioniques, présentant un grand nombre de chaînes hydrophobes (figure 1.7), ca-
pables de maintenir les protéines membranaires solubles, dans leur état natif, dans l’eau
sous forme de petit complexes hydrophiles. Chaque monomère peut créer de multiples
contacts avec la région transmembranaire de la protéine [104], ce qui leur confère une
très grande affinité pour la surface de la protéine. Ainsi la désorption spontanée de la
protéine est presque inexistante et l’équilibre de distribution des amphipols est largement
en faveur de sa forme liée à la protéine, par rapport à sa forme libre en solution. En
conséquence la phase micellaire, responsable dans le cas des solutions de détergents, de
la solubilisation des lipides, cofacteurs et sous-unités, et donc de la déstabilisation de la
protéine membranaire, est ainsi éliminée. Les amphipols ont été utilisés avec succès sur
les protéines membranaires, pour leur maintien en solution ou leur renaturation, leur im-
mobilisation sur support solide, leur étude par résonance magnétique nucléaire (RMN),
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et microscopie électronique, leur insertion dans des vésicules, films noirs de lipides, ou
cellules entières [105,106]. Le plus utilisé est sans doute l’A8-35 composé d’une chaîne po-
lyacrylate relativement courte (∼ 35 résidus acrylate) dont certains carboxylates ont été
greffés aléatoirement par de l’octylamine (∼ 9 d’entre eux), ou de l’isopropylamine (∼ 14
résidus) pour une masse molaire moyenne de 4,3 kDa. Les groupements acides non greffés
restent chargés en solution aqueuse et confère a l’amphipol une grande solubilité alors que
les chaînes octylamide lui apporte son hydrophobie, et que les chaînes isopropylamides
servent à réduire la densité de charge.
Figure 1.7 – Exemple de structure des amphipols
Cependant la solubilité de l’A8-35 dépend de la présence de charges sur ses groupe-
ments carboxylates, ce qui la rend dépendante des tous les paramètres qui modifieront le
nombre de charges du composé comme l’utilisation de faibles pH ou l’addition de cations
multivalents (comme le calcium). Pour certaines applications aux conditions particulières
il y a donc un risque d’agrégation de l’A8-35, et il sera préférable d’utiliser d’autres am-
phipols au design plus adapté. Parmi eux on peut citer les NAPols qui sont une version
non ionique de amphipols [107]. Ce sont des homotélomères de monomères amphiphiles
(figure 1.8) capables, comme l’A8-35, de maintenir les protéines membranaires en solu-
tion en absence de détergent. Les NAPols ont pu être utilisés pour des essais de RMN de
protéine membranaire, de renaturation de protéine ou encore de synthèse protéique avec
l’avantage d’être insensibles au pH [108].
2.2 Les "tripodes amphiphiles"
2.2.1 Les tripodes de Gellman
Le groupe de Gellman a proposé, dès le début des années 2000, des "tripodes am-
phiphiles" qui possèdent trois "pattes" hydrophobes courtes [110]. Ces tensioactifs offrent
une rigidité de structure qui fixe leur conformation, contrairement aux détergents clas-
siques à chaîne aliphatique. Cette propriété a pour objectif d’aider à la cristallisation par
une meilleure homogénéité conformationnelle du complexe protéine-tensioactif et donc un
empilement plus régulier dans le réseau cristallin. En faisant varier la tête polaire par
l’introduction d’un ou plusieurs sucres (glucoside ou maltoside) (cf. figure 1.9 à gauche),
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Figure 1.8 – Exemple de structure de NAPols
Figure 1.9 – Structures des "tripodes amphiphiles" de Gellman [109]
ils ont pu étudier la faculté de ces tensioactifs à solubiliser des membranes et à conserver
la structure native du complexe photosynthétique RC-LH1 de R. capsulatus. Au final ils
ont retenu le composé TPA-2-S (figure 1.9 à droite) qui montre une disposition équiva-
lente (si ce n’est meilleure) que le DDM pour la solubilisation et la stabilisation de la
protéine RC-LH1. Ce composé présente par ailleurs l’avantage de ne pas absorber dans
l’UV comparé à la première série de tripodes contenant un motif benzène sur l’une des
trois branches hydrophobes [109].
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2.2.2 Les tripodes amphiphiles faciaux
L’usage de trois groupements hydrophobes courts, dans les tripodes amphiphiles de
Gellman (figure 1.9) permet d’éviter les interactions dénaturantes du tripode avec la pro-
téine (perte des degrés de liberté de la chaîne), tout en multipliant les possibilités de
contact entre l’amphiphile et la protéine. C’est pourquoi ils sont capables de maintenir les
protéines membranaires sous leur forme native pendant plusieurs semaines. Avec la même
idée, Julien Dauvergne, au cours de sa thèse (CBSA 2010), a synthétisé une autre famille
de tripode ayant le particularité d’être des amphiphiles faciaux. Pour cela, il a utilisé une
plateforme aromatique de type benzène perfonctionalisées de manière alternée par des
groupements polaires et apolaires [111]. Ce noyau benzène adopte alors une conformation
où chacun des substituants se place de façon à ce que les groupements vicinaux ne soient
pas du même coté du noyau aromatique. Ainsi en venant greffer des groupements hydro-
philes en positions 1, 3 et 5 et hydrophobes en position 2, 4 et 6, l’amphiphile présente
une zone hydrophile au dessus du plan du cycle aromatique et une zone hydrophobe en
dessous. Les tripodes mis au point possèdent 3 pattes hydrophobes de type akyle, avec
des chaînes allant de 3 à 7 carbones, et trois têtes polaires, composées d’un glucose et d’un
linker permettant son greffage au cycle aromatique par "click chemistry" (figure 1.10).
Figure 1.10 – Structure et configuration spatiale des tripodes amphiphiles faciaux
[111].
2.3 Les dérivés du maltose-neopentyl glycol (MNG)
Le groupe de Gellman a aussi synthétisé quelques années plus tard des détergents
de type maltose-neopentyl glycol [112]. Dérivés du neopentyl glycol (ou pentaerythritol),
ils possèdent un carbone quaternaire central permettant de relier une tête hydrophile
contenant deux groupements maltoside à deux chaînes hydrophobes (cf. figure 1.11). Ces
composés ont montré une meilleure capacité à stabiliser et maintenir en solution plusieurs
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protéines membranaires, comparativement à certains détergents classiques dont le DDM.
D’autre part, la cristallisation du cytochrome b6f a pu être réalisée en MNG-3, et la
résolution obtenue est comparable à celle mesurée pour des cristaux qui ont poussés en
DDM. Il a aussi été possible de réaliser la cristallisation en phase cubique de la protéine
de fusion du récepteur adrénergique humain β2-T4-lysozyme en MNG-3, qui n’avait pas
pu être réalisée avec le DDM. Cependant bien que ces composés soient prometteurs pour
la manipulation de protéines membranaires, aucune étude de leur comportement physico-
chimique en solution n’a été publiée à ce jour.
Figure 1.11 – Structures des amphiphiles maltose-neopentyl glycol [112]
2.4 Les maltosides à chaînes ramifiées
Un autre groupe s’est aussi orienté sur la production d’amphiphiles de type maltoside,
par la synthèse de dérivés ramifiés du DDM [98]. Leur objectif était d’obtenir une hydro-
phobie comparable aux n-alkyl-maltosides mais avec des chaînes plus courtes (la chaîne
linéaire principale varie de 9 à 13 carbones) pour étudier l’effet de la ramification (de 1 à
3 carbones) de ces chaînes. Ces composés donnent des CMC comparables aux tensioactifs
maltoside à chaîne linéaires (cf. fig 1.2). Mais leurs micelles sont plus petites à nombre
total de carbones équivalent. Les maltoside contenant 12 carbones au total (cf. figure
1.12) sont capables de solubiliser les membranes, et des tests effectués sur la connexine
humaine 26, ont montré que ces deux composés permettaient de maintenir cette protéine
membranaire en solution sous sa forme native. Les essais de cristallisation de cette pro-
téine en présence de maltoside à 11 carbones linéaires et une ramification -CH3 (Mal11-1),
ou de maltoside à 10 carbones linéaires ramifié par un groupement éthylène (Mal10-2) ont
abouti à la formation de cristaux d’une symétrie différente de celle obtenue en présence
de DDM.
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Figure 1.12 – schéma des micelles, et structures des maltosides ramifiés à 12 car-
bones, Mal11-1 et Mal10-2, en comparaison au DDM [98]
2.5 Les cymals
Commercialisés par affymétrix, la famille des Cymal est également dérivée du DDM,
mais ces tensioactifs exposent un groupement cyclohexyl en fin de chaîne hydrophobe, qui
augmente légèrement la rigidité de la chaîne. Le cyclohexyl-hexyl-β-D-maltoside a ainsi été
utilisé avec succès pour la cristallisation de sous unités de la cytochrome c oxydase [113].
Figure 1.13 – Structures des cymals, vendus par affymétrix avec n variant de 1 à 7.
2.6 Le PCC-malt
Le groupe de Wolfram Welt a imaginé des tensioactifs dont la partie hydrophobe est
encore moins flexible que celle des cymals, ce qui permet de générer peu de contacts
dénaturants à l’interface protéine/tensioactif. En effet une chaîne hydrophobe rigide sera
alors moins déstabilisante pour la protéine en comparaison à une chaîne alkyle qui peut
adopter une large distribution de conformations pour former une micelle (figure 1.14).
L’équipe CBSA a été sollicitée pour réaliser la synthèse de ces composés.
Plusieurs structures ont été imaginées et celle correspondant au PCC-malt (figure 1.15)
apparait comme la plus prometteuse [114]. La tête polaire est constituée de maltose, connu
pour ses effets non dénaturants et la partie hydrophobe de deux groupements cyclohexyl,
pour gagner en rigidité. Un chaînon propyl terminal est ajouté pour améliorer l’affinité
avec la surface hydrophobe de la protéine. La taille théorique d’un groupement trans
bicyclohexyl est donnée à 7,46 Å, et une liaison C-C à 1,25 Å ce qui donne un longueur
maximale de chaîne (conformation trans) de 11,2 Å pour le PCC-malt, équivalente à une
chaine décyle aliphatique .
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Figure 1.14 – Comparaison schématique des contacts formés à l’interface de la région
transmembranaire d’une protéine [114]. A gauche : les chaînes alkyles du tensioactif sont
peu ordonnées, il y a une forte interaction entre la protéine et le tensioactif. Au milieu : les
chaînes alkyles des lipides de la membrane s’organise de façon parallèle. A droite : les parties
rigides du PCC-malt impose un plus grand degré d’organisation que la chaîne alkyle mais moins
de contact à l’interface.
Figure 1.15 – Structure du PCC-malt [114].
2.7 Les tensioactifs fluorés
Depuis plus de 20 ans l’équipe "chimie bioorganique et systèmes amphiphiles" (CBSA)
de l’université d’Avignon développe des tensioactifs fluorés et hémifluorés, non déter-
gents, capables de solubiliser les protéines membranaires dans leur état natif [115]. La
structure de ces tensioactifs est similaire à celles des détergents classiques, hormis la
présence d’atomes de fluor dans leur queue hydrophobe en quantité plus ou moins im-
portante. Les chaînes hydrocarbonées et fluorocarbonées étant faiblement miscibles entre
elles [116], l’incorporation d’un segment fluoré à la chaîne hydrophobe d’un tensioactif
lui apporte un caractère également lipophobe. Ces composés sont donc incapables d’ex-
traire efficacement les protéines membranaires d’une membrane cellulaire. En revanche
les tensioactifs fluorés sont moins dénaturants que les détergents hydrocarbonés envers les
protéines membranaires pour deux raisons essentielles :
1. Les lipides, les sous-unités protéiques et les cofacteurs indispensables à la conserva-
tion de la structure native de la protéine ne sont pas ou peu séparés de celle-ci par
les micelles de tensioactifs (hémi)fluorés.
2. Les chaînes fluorées étant plus volumineuses que leurs équivalentes hydrogénées,
elles sont plus encombrantes et rigides, ce qui les rend moins intrusives vis à vis
du domaine transmembranaire de la protéine membranaire, et limite la déstabilisa-
tion des interactions permettant la conservation de la structure quaternaire de la
protéine.
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Les premières molécules mises au point au laboratoire ont été la série des
F-TAC, constitués d’une tête polaire oligomérique poly-alcoolique dérivée du Tris-
(hydroxyméthyl)aminométhane (THAM) et d’une chaîne hydrophobe perfluorée [117] à
6 ou 8 carbone fluorés, donnant respectivement le F6TAC et le F8TAC (figure 1.16). Ils
ont été initialement imaginés il y a 20 ans pour stabiliser les émulsions de bromure de
perfluorooctane et de perfluorodecaline, composés possédant une très grande capacité de
solubilisation de l’oxygène. L’objectif était alors d’obtenir des émulsions de perfluorocar-
bures stables pour le transport de l’oxygène dans le sang in vivo (substitut sanguin). Les
premières expériences ont montré que le FTAC n’étaient pas cytotoxiques, et c’est en
cherchant pourquoi, qu’il a été démontré que les FTAC n’étaient pas des détergents : ils
ne sont pas capables d’extraire les protéines des membranes et ne désorganisent pas les
membranes cellulaires. Dès lors ces tensioactifs fluorés semblaient potentiellement moins
dénaturants que les détergents hydrocarbonés et les auteurs ont voulu savoir s’ils permet-
taient de résoudre les problèmes de dénaturation des protéines membranaires solubilisées
en détergent. C’est ainsi qu’a débuté l’histoire des tensioactifs fluorés pour la manipu-
lation des protéines membranaire avec les succès qu’on lui connait aujourd’hui [118]. Ils
ont notamment été utilisés pour la purification de protéines [119] et comme molécules
chaperonnes pour aider à la réinsertion de protéine dans les membranes de vésicules [120],
ou à la production de protéine membranaire par un système d’expression in vitro [121].
Ces composés présentent toutefois le désavantage de ne pas pouvoir maintenir en solu-
tion sur de longues périodes les protéines membranaires en solution. Celles-ci précipitent
en raison du manque d’affinité de la chaîne fluorée lipophobe avec le domaine transmem-
branaire de la protéine. Pour permettre une interaction plus favorables du tensioactif vis
à vis de la protéine une famille de composés hémifluorés, les HFTAC, munis d’une extré-
mité éthyl hydrocarbonée a été développée avec succès [122]. Le groupement éthyle placé
au bout de la chaîne hydrophobe (figure 1.16) permet alors d’accroître la stabilité du com-
plexe HFTAC/protéine de manière significative pour arriver à des résultats comparables
au DDM.
Figure 1.16 – Structure des FTAC et HFTAC
Cependant, la tête oligomérique des (H)F-TAC conduit inévitablement à une poly-
dispersité structurale de ces tensioactifs. Si cela ne modifie pas leur CMC, les lots sont
toutefois des mélanges d’oligomères et leur composition ainsi que leur masse peut varier
d’une synthèse à l’autre. Pour pallier cet inconvénient, le laboratoire a remplacé cette
tête polymérisée dérivée du THAM par des groupements polaires structurellement bien
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définis tels que les oxydes d’amine [123], ou les groupements saccharidiques de type ga-
lactose [118], d’acide lactobionique (HF-Lac et FLac) [124] ou maltose (HF-Malt) [125].
Les tensioactifs fluorés ioniques plus simples à synthétiser se sont révélés incapables de
stabiliser les protéines, et ont été abandonnés au profit de têtes de type sucre. Mais ceux-
ci doivent être greffés à la chaîne hydrophobe par leur carbone anomère, ce qui génère
deux stéréoisomères α et β lors de la réaction. Il est ainsi difficile d’obtenir des composés
glycosylés parfaitement purs. Le HF-Lac fait cependant figure d’exception puisque c’est
un pseudo disaccharide constitué d’un résidu galactose terminal, dont la lactone a été
additionnée par attaque nucléophile sur une amine hémifluorée pour obtenir une liaison
amide.
Figure 1.17 – Structure des tensioactifs hémifluorés à tête polaire sucre
Toutefois l’étude de ces composés (H)F-Lac et HF-Malt sur le cytochrome B6f et
la Bactériorhodopsine a montré qu’ils permettaient bien de maintenir en solution cette
protéine sans la dénaturer, mais qu’ils formaient des larges agrégats mal définis, dont la
taille évolue avec la concentration. Les complexes tensioactif/protéine obtenus sont alors
polydisperses, ce qui est peu satisfaisant pour travailler avec les protéines membranaires,
où il est préférable d’utiliser des tensioactifs formant de petites micelles de tailles bien
définies. Comme la forme des agrégats formés dépend de la géométrie du monomère [99],
une autre famille d’amphiphiles fluorés, à tête glycosylée, a été développée pour qu’il soit
possible de moduler le paramètre d’empilement, en jouant sur l’aire de la partie polaire.
Ainsi les les (H)F mono-, di- ou triGlu possèdent un motif polyfonctionnel polaire de
type tris(hydroxyméthyl)aminométhane qui permet de fixer à volonté, un, deux ou trois
résidus glucose, pour varier le volume et l’hydrophilie de la partie polaire (figure 1.18).
La chaîne hydrophobe a quant à elle été calquée sur celle des (H)F6-TAC. Le composé
mono-substitué donne, comme les (H)F-Lac et HF-malt, des micelles polydisperses, alors
que les dérivés di- et tri-substitués forment de petites micelles de tailles bien définies. La
taille de la tête polaire influe aussi sur la capacité du tensioactif à maintenir l’intégrité de
la protéine, et pour laquelle le composé di-substitué a montré une bien meilleure aptitude
que le composé à plus grosse tête polaire [126]. Toutefois à ce jour aucune étude de
cristallisation de protéines membranaires avec ces tensioactifs n’a encore été effectuée.
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Figure 1.18 – Structure des tensioactifs fluorés, modulables en terme d’hydrophobie,
à tête polaire de type glucose : Ces composés peuvent présenter un, deux ou trois résidus
glucose dans leur partie polaire (ici deux), et être perfluoré (F6-DiGlu), ou hémi-fluoré (H2F6-
DiGlu).
3 Synthèse des tensioactifs
3.1 Choix des tensioactifs pour cette étude
Afin de mieux comprendre l’influence de la nature des tensioactifs sur les interactions
entre tensioactifs et protéines membranaires, il est nécessaire d’étudier assez précisément
leur comportement d’auto-association dans l’eau, ainsi que les interactions existantes entre
leurs propres micelles en solution. Nous avons choisi de travailler tout d’abord sur le DDM
(β), un des détergents les plus utilisés pour la cristallisation des protéines membranaires,
et qui a permis l’obtention de cristaux de notre protéine modèle le complexe RC-LH1-
pufX. Ensuite nous avons sélectionné des tensioactifs développés au laboratoire pour nous
permettre de réaliser un petit criblage de tensioactifs et de leurs propriétés. Le cahier des
charges à remplir pour ces composés étaient d’être disponibles au laboratoire ou faciles
à synthétiser, et de présenter des caractéristiques structurales relativement variées afin
d’avoir un éventail le plus large possible et une vue globale de comportement d’association
dans l’eau de ces différentes familles de tensioactifs. Nous avons donc retenu :
1. le F8TAC : à ce jour il n’y a dans la littérature aucune trace de l’existence de
protéine cristallisée en FTAC, ce qui est d’autant plus surprenant que ces composés
sont largement utilisés pour la manipulation des protéines membranaires depuis de
nombreuses années. Nous essayerons donc de comprendre pourquoi.
2. le PCC-malt : sa tête polaire de type maltoside permettra une comparaison di-
recte de ce composé avec le DDM, pour mieux appréhender l’influence de la chaîne
hydrophobe. Le gain de rigidité apporté par les groupements bicyclohexyl et la
conformation α de son carbone anomérique, devraient modifier les propriétés du
PCC-malt par rapport au DDM.
3. les tripodes amphiphiles faciaux : ces composés très récemment synthétisés
n’avaient fait l’objet d’aucune étude physico-chimique approfondie et n’avaient pas
encore été testés sur des protéines membranaires au début de cette thèse. Les étudier
permettait de déterminer l’intérêt de leurs géométries particulières. La synthèse de
ces composés ne fait toutefois pas partie du cadre de cette thèse, elle est exposée
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dans la thèse de Julien Dauvergne [111], et est résumée dans l’article [127] donné
en annexe de ce manuscrit.
Par ailleurs, nous avons développé lors de cette thèse, une nouvelle famille de
fluorosurfactants, les FH-malt, dérivée du DDM, mais avec une chaîne hydrophobe
comprenant un court segment fluoré. Ces composés s’inscrivent logiquement dans
l’évolution du design des tensioactifs proposés par l’équipe CBSA. Et ils apportent pour
notre étude, un équivalent fluoré au DDM avec le même carbone anomérique β, avec
la qualité d’être potentiellement moins déstabilisant vis à vis des protéines membra-
naires (dû au gain de lipophobie, de rigidité et de volume de la chaîne hydrophobe).
L’expérience accumulée au laboratoire CBSA, a montré que la présence d’un chaînon
éthyl hydrogéné terminal permettait d’accroître les interactions entre la protéine et les
tensioactifs fluorés (HF-TAC et HF-DiGlu), pour obtenir une meilleure stabilité des
complexes dans le temps. Or la synthèse de ces composés est relativement ardue, et l’on
peut se demander si l’utilisation de composés faiblement fluorés ne permettra pas de
compenser ce manque d’interaction en diminuant la caractère lipophobe de ces chaînes,
souvent composées jusqu’ici de six ou huit carbones fluorés. Une question résiduelle est
de savoir si ces composés seront suffisamment fluorés pour conserver les avantages des
tensioactifs fluorés. L’objectif est d’avoir des composés faciles à synthétiser, avec des
propriétés d’association voisines de celles du DDM dans l’eau. Pour cela nous avons
cherché à préserver la balance hydrophile-lipophile du DDM en modulant la longueur
des segments hydrocarbonés et fluorés pour obtenir des contributions hydrophobes
globales identiques à celle du DDM. Dans la littérature [116] il est décrit qu’en terme
d’hydrophobie, un groupement -CF2 est équivalent à 1,5-1,7 groupement -CH2. Pour
obtenir des composés dont la contribution hydrophobe est équivalente aux 12 carbones
du DDM, il faudra compenser l’hydrophobie plus forte des carbones fluorés en rac-
courcissant le segment hydrogéné. Pour un segment fluoré de 4 carbones il faut ainsi
additionner un segment hydrocarboné de 5 carbones (F4H5-malt : 4 × 1,6 + 5 ≈ 11,4
carbones hydrogénés), et pour un segment fluoré de 2 carbones il faut additionner un seg-
ment hydrocarboné de 9 carbones. (F2H9-malt : 2 × 1,6 + 9 ≈ 12,2 carbones hydrogénés).
Enfin pour permettre un point de comparaison supplémentaire à ces nouveaux ten-
sioactifs que sont les FH-malt, l’octylmaltoside fluoré a été ajouté à l’étude. Ce produit
commercialisé par affymétrix, est lui aussi dérivé du DDM et possède une chaîne hydro-
phobe avec 6 carbones fluorés et 2 carbones hydrogénés, ce qui équivaut à une chaîne
hydrocarbonée de ≈ 11,6 carbones. Par analogie aux FH-malt synthétisés, ce composé
sera appelé F6H2-malt dans ce manuscrit.
3.2 Synthèse des F-TAC
La synthèse du F8TAC 8 est réalisée par une réaction de télomérisation radicalaire
entre un thiol fluoré 6 et le Tris(hydroxymethyl)acrylamidomethane (THAM) 7 selon
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Figure 1.19 – Synthèse du F8TAC. Le degré de polymérisation est donné par la valeur de
n.
l’équation présentée dans la figure 1.19. La télomérisation radicalaire suit les mêmes
règles que la polymérisation radicalaire classique (autocondensation d’une molécule po-
lymérisable, le monomère, en présence d’un amorceur pour obtenir une macromolécule
constituée de n motifs identiques), à ceci près que la croissance des chaînes est arrêtée
par une réaction de transfert à une molécule télogène également appelée "agent de trans-
fert de chaîne", comme schématisé sur la figure 1.20. Le degré de polymérisation moyen
des macromolécules (DPn) obtenues dépend de la constante de transfert du monomère à
l’agent télogène. Dans le cas des thiols, cette constante est voisine de 1 ce qui conduit à
la formation de macromolécules dont le DPn est proche du second facteur important, le
rapport des concentrations initiales [monomère]/[agent télogène]. Ce dernier facteur est
noté R0.
Cette technique permet ainsi de contrôler le nombre de motifs moyens présents sur la
partie polaire du tensioactif et donc de contrebalancer très facilement l’hydrophobie de la
partie aliphatique du tensioactif. Dans le cas des tensioactifs fluorocarbonés cette hydro-
phobie est plus exacerbée que pour les tensioactifs hydrocarbonés. Il est donc important
de générer facilement une hydrophilie de la tête polaire suffisante, pour apporter : (i) une
parfaite solubilité dans l’eau de ces composés et (ii) un paramètre critique d’empilement
favorable à la formation de micelles sphériques dont le nombre d’agrégation est constant.
Les réactions de télomérisation ont été effectuées en conditions radicalaires en présence
de l’α,α-azo-bis(isobutyronitrile) (ou AIBN), comme agent initiateur de radicaux libres.
Les conditions de réaction ont été soigneusement contrôlées, afin d’éviter la présence
potentielle d’agents inhibiteurs de radicaux libres. Les solvants ont donc été re-distillés et
soumis à un dégazage permanent par barbotage d’argon. De même, les additions des agents
télogènes et de l’initiateur radicalaire ont été effectuées dès le début du reflux par injection
de solutions à travers un septum étanche. Le polymère est précipité par addition dans
l’éther du sirop réactionnel dilué dans un minimum de méthanol afin d’éliminer le thiol
qui n’a pas réagi ainsi que les fractions les plus légères de télomérisation. Elle permet aussi
de resserrer la distribution de la taille des polymères, en supprimant les télomères de petit
DPn, ainsi que le produit de monoaddition. Le DPn moyen est alors déterminé par RMN
1H en comparant l’intégration du signal correspondant aux 3 protons des groupements
alcool du motif THAM (entre 4,6 et 5,4 ppm) et les 2 protons du méthylène situé en alpha
de la chaîne perfluorée. Il a été mesuré à 6 pour le lot de F8TAC synthétisés.
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Figure 1.20 – Mécanisme de la télomérisation radicalaire.
3.3 Synthèse du PCC-α-malt
La synthèse du PCC-malt est réalisée en trois étapes à partir du maltose et du trans-
4-(trans-4’-propyl)bicyclohexanol. (a) Le maltose 9 est acétylé par un mélange anhydride
acétique pyridine à froid pour conduire au maltose peracétylé 10. Le produit est obtenu
pur avec un rendement de 70% après recristallisation dans l’acétate d’éthyle après 3h de
réaction. (b) Le maltose peracétylé 10 est ensuite mis en réaction sous atmosphère d’argon
en présence de trans-4-(trans-4’-propyl)bicyclohexanol 11 en présence de BF3-Et2O (acide
de Lewis) jusqu’à la consommation complète de l’alcool. Dans un premier temps, un mé-
lange de composés stéréoisomères α et β est obtenu par cette réaction de O-glycosylation
visualisée en CCM, mais l’équilibre se déplace peu à peu pour former majoritairement
le composé α au bout de 8 jours, qui est le produit le plus stable. La formation de ce
composé est donc soumise à un équilibre malgré l’assistance du groupement avoisinant
qui se produit habituellement avec le glucose acétylé et qui conduit à la production très
majoritaire du produit β (figure 1.21). La formation du produit α majoritaire est mise
en évidence par l’apparition d’un doublet caractéristique du proton anomérique situé en
position équatoriale à 5,417-5,401 ppm doté d’une faible constante de couplage de 4 Hz
(couplage H1-H2 équatorial axial).
Le mélange est purifié sur colonne de silice et le composé 12 (PCC-α-Malt acétylé) est
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Figure 1.21 – Les produits et sous-produits de la synthèse du PCC-malt.
ensuite obtenu pur par recristallisation dans l’éthanol à chaud avec un rendement de 40%.
Le rendement est ici limité par deux réactions parasites qui se produisent lors de la réaction
par des glycosydes peracétylés. La transesterification des groupements ester présents sur
les deux sucres par l’alcool qui conduit à la formation de l’alcool acétylé et d’autre part
la formation de l’orthoester par réaction de l’alcool sur le carbocation généré par réaction
de l’acétyl en 2 sur le carbone anomérique du maltose (figure 1.21). Ce problème aurait
certainement pu être considérablement limité par l’utilisation d’une protection des sucres
plus encombrante de type benzoyle, que nous n’avons malheureusement pas eu le temps
de tester. Dans l’étape (c), le produit acétylé 12 est ensuite déprotégé par traitement au
méthylate de sodium en quantité catalytique dans le méthanol à température ambiante
pour obtenir le PCC-α-malt 13 avec un rendement global de 30%.
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Figure 1.22 – Synthèse du PCC-malt. a)AcOAc, Pyridine, 4h, 0◦C, 70% ; b) CH2Cl2 dist.,
Ar, BF3−Et2O, 8 jours, 40% ; c) 1- CH3ONa, MeOH dist, 3h, 2- IRC-50, 1h, 90%.
3.4 Synthèse des faiblement fluorés
3.4.1 Synthèse du F4H5-malt
La synthèse de ces composés faiblement fluorés ne comportait en théorie aucune dif-
ficulté technique. Le plan de synthèse choisi à l’origine consistait à synthétiser dans un
premier temps le bras hydrophobe du tensioactif, par réaction d’addition radicalaire d’un
iodure de perfluoroalkyle sur un alcool vinylique. L’alcool hémifluoré ainsi obtenu doit
alors être greffé au maltose peracétylé selon la même méthode de glycosylation employée
pour synthétiser le PCC-α-malt. Cette méthode de synthèse a été mise en œuvre avec
succès pour obtenir le F4H5-malt.
Pour la réaction d’addition d’iodures fluorés sur les vinyls, nous avons choisi d’utiliser
un amorçage radicalaire par les métaux en utilisant le zinc [128] qui présente l’avantage
d’être réalisé à température ambiante et de pouvoir effectuer l’addition et la réduction
de l’iodure dans un même temps. L’alcool intermédiaire déshalogéné peut ensuite être
obtenu par une réaction "one pote" de réduction par le zinc en milieu acide.
a-Synthèse du bras hydrophobe
L’alcool hémifluoré 16 est obtenu par addition radicalaire d’un iodure fluoré 15 (l’io-
dure de perfluorobutyle) sur la fonction vinyle du 4-penten-1-ol 14 par un catalyseur
métallique, le zinc, dans le dichlorométhane (figure 1.24). On observe lors de la réaction
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Figure 1.23 – Synthèse du F4H5-malt a) 1- Zn, CH2Cl2 dist., 2-CH3COOH, HCl, 70% ; b)
AcOAc, pyridine, 0◦C, 3h, 50 % ; c) 1- CH2Cl2 dist., Ar, BF3−Et2O 2- AcOAC, 32 % ; d) 1-
CH3ONa, MeOH dist, 3h, 2- IRC-50, 1h, 90%.
une augmentation de la température. L’avancement de la réaction est difficile à suivre,
car les ratio fronts du produit d’addition et du vinyl de départ sont identiques. Même
si leur absorption dans l’UV à 254 nm diffère, on ne peut pas suivre la disparition de la
fonction vinyle en CCM, pour déterminer la fin de la réaction d’addition. Le suivi a donc
été réalisé par RMN, en prélevant une aliquote de brut qui est filtré, évaporé et étudié en
RMN 1H, afin d’observer la disparition du multiplet du proton vinylique à 5,8 ppm.
Une fois l’alcool vinylique consommé, la réaction d’addition radicalaire est suivie de
la réduction "one pot" de l’iodure obtenu par un mélange d’HCl 1N et d’acide acétique.
Lors de cette réaction le zinc est complètement dissout sous forme de sels (figure 1.25). La
réaction peut ici être suivie par CCM par la disparition de la tache en UV correspondant
à l’iodure. Le produit 16 est purifié par chromatographie flash et obtenu sous la forme
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d’une huile avec un rendement global de 70%.
Figure 1.24 – Mécanisme d’addition radicalaire catalysée par le zinc.
Figure 1.25 – Mécanisme de réduction de l’iodure.
b-Acétylation du maltose Le maltose est peracétylé (10) en présence d’anhydride
acétique et de pyridine à 0◦C pendant 3 heures. Un mélange de composé α et β est obtenu
dans des proportions à peu près équivalentes. L’obtention du β-maltoside 10 se fait par
recristallisations successives dans l’éthanol pour un rendement global de 50%.
c-Glycosylation L’alcool hémifluoré 16 est ensuite additionné sur le maltose per-
acétylé 10 en présence de trifluoroborane étherate (BF3-Et2O) à température ambiante,
sous atmosphère d’argon et à l’abri de la lumière. Comme observé lors de la synthèse du
PCC-malt des réactions secondaires de transesterifiaction sont observées, ce qui consomme
l’alcool hémifluoré et diminue drastiquement les rendements de réaction. Un traitement
"one pot" à l’anhydride acétique en fin de réaction permet de ré-acétyler le mélange et
de limiter la formation de composés de desacétylation. Le produit 17 est obtenu pur
après chromatographie flash avec un rendement de 32%. La formation très majoritaire de
l’anomère β est démontrée en RMN 1H (figure 1.26) par l’apparition d’un doublet caracté-
ristique à 4,485-4,454 ppm possédant une constante de couplage de 7,75 Hz correspondant
au proton H1 du maltose (couplage H1-H2 axial-axial).
d-Déprotection Le composé acétylé 17 est alors déprotégé en présence de méthylate
de sodium dans un excès de méthanol pour donner le composé final 18 qui est purifié par
chromatographie flash (dichloromethane/méthanol : 8/2) avec un rendement de 90%.
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Figure 1.26 – Spectre 1H-RMN du composé 17. Le proton H1 est axial, (δ=4,585-4,454
ppm, J(H1-H2)=7,75 Hz), le composé 17 est β. L’interprétation complète du spectre est donné
dans la partie expérimentale.
3.4.2 Synthèse du F2H9-malt
Dans un premier temps nous avons tenté de synthétiser le F2H9-malt selon la même
voie de synthèse que celle utilisée pour le F4H5-malt. A partir de l’iodure de perfluoroe-
thyle et du 8-nonen-1-ol. Toutefois l’iodure de perfluoroethyle étant gazeux à température
ambiante, la synthèse de l’alcool fluoré F2H9OH (bras hydrophobe) a dû être réalisée dans
un tube hermétique. L’alcool hémifluoré est obtenu après purification sur colonne avec un
rendement de 26%. Le maltose peracétylé est mis en réaction avec cet alcool hémifluoré en
présence de BF3-Et2O. Malheureusement la réaction est totalement inopérante. L’alcool
ne réagit pas, malgré la réalisation de plusieurs essais avec des lots différents de maltose
peracétylés et d’alcool hémifluoré.
Pour augmenter la réactivité du maltose lors de la réaction de glycosylation et obtenir
le composé d’addition du bras hydrophobe sur la tête maltoside, nous avons voulu utiliser
une autre voie de synthèse, la méthode au thioglycoside, malheureusement sans succès.
Dans cette méthodologie de glycosylation, il est possible de glycosyler le maltose thioéthéré
19 en présence de N-iodosuccinimide (NIS) 20 et du trifluorométhanesulfonate d’argent
[98,129] (figure 1.27). La première étape d’obtention du maltose peracétylé thioéthéré s’est
révélée compliquée, mais a pu être réalisée. La première stratégie consistant à faire réagir
directement du maltose perbenzoylé, avec un thioéther en présence de trifluoroborane
éthérate à température ambiante [130] n’a pas abouti. Par analogie aux réactions de
glycosylation décrites par Deng [131], nous avons utilisé des ultrasons pour tenter d’initier
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cette réaction mais sans succès. Le thioéther a finalement été synthétisé à partir du bromo-
maltose perbenzoyl, en utilisant un composé disulfide clivé par un mélange de zinc et de
chlorure de zinc [132] mais avec un rendement relativement faible. En revanche l’étape
finale de couplage du thioéther avec l’alcool fluoré en présence de NIS pour obtenir le
composé 21 n’a pas fonctionné.
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Figure 1.27 – Mécanisme de glycosylation en présence de NIS
Ces échecs multiples et les faibles rendements obtenus montrent la complexité de la
synthèse de ces composés FH-malt dont la structure parait pourtant relativement simple.
La présence du segment fluoroéthyl semble considérablement perturber la réactivité de
l’alcool hémifluoré quelque soit la méthodologie de glycosylation employée. Ce problème
nous oblige à mettre en place une méthodologie de substitution qui implique obligatoi-
rement d’introduire ce segment perfluoré après avoir introduit le maltose sur la chaîne
en C9. Nous avons donc changé de stratégie de synthèse en décidant d’introduire le chaî-
non fluoré sur la fonction vinyl après réaction du nonénol sur le maltose. Cette méthode
présente l’avantage d’être potentiellement moins coûteuse en iodure de perfluoroéthyle
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car l’introduction du chaînon perfluoré intervient plus en aval de la synthèse. Cependant
cette méthodologie nous impose d’utiliser une autre méthode de réduction de l’iodure qui
évite notamment un milieu acide aqueux susceptible d’hydrolyser la liaison glycosidique.
Nous avons également décidé d’initier l’addition radicalaire de l’iodure perfluoré sur la
fonction vinyl par une autre méthodologie que celle employée jusqu’à présent en utilisant
le triéthylborane. La première étape consiste donc à faire réagir le 8-nonen-1-ol sur le
maltose peracétylé en présence de BF3-Et2O. Puis dans un deuxième temps le segment
fluoré est additionné pour former le bras hémifluoré selon le schéma décrit figure 1.28.
a-Acétylation du maltose. Réaction identique à celle décrite au § 3.4.1.
b-Glycosylation du maltose peracétylé. Le maltose peracétylé 10 est traité par
le 8-nonen-1-ol 22 en présence de BF3-Et2O pendant 48 heures à température ambiante
à l’abri de la lumière. Comme lors de l’étape de glycosylation du F4H5-malt, la réaction
produit beaucoup d’espèces secondaires issus de la transestérification parasite des grou-
pements acétyl du maltose, engendrant la consommation de l’alcool par acétylation, et la
déprotection aléatoire du maltose. Pour limiter le phénomène et augmenter le rendement
de la réaction, l’étape de glycosylation est suivie d’une acétylation en présence d’anhy-
dride acétique. Le composé glycosylé protégé 23 est obtenu avec un rendement de 35%.
La présence d’un doublet à 4,521-4,501 ppm possédant une constante de couplage de 8
Hz en 1H RMN indique que l’anomère β est très majoritairement formé lors de la réaction
(figure 1.29).
c-Insertion du segment fluoré. Le produit formé 23 est alors mis en réaction avec
l’iodure de pentafluoroéthyle 24 dans du THF en présence de triéthyle borane (BEt3),
utilisé comme initiateur de la réaction radicalaire, pendant 48 heures, à température
ambiante et à l’abri de la lumière pour obtenir le composé 25. Cette méthode rarement
utilisée pour initier l’addition d’halogénure de perfluorohexyle sur des vinyl aliphatiques
[133] présente cependant l’avantage de pouvoir être initiée à froid et d’autre part de
nécessiter la présence d’oxygène pour générer les radicaux éthyl initiateurs de la réaction.
L’oxygène est habituellement un inhibiteur des réactions radicalaires et doit être éliminé
par bullage d’argon ou mieux encore par des cycles de congélation aspiration décongélation
qui peuvent être longs et fastidieux et dont on peut bien entendu se passer dans le cas
présent même si l’utilisation de solvants distillés et dégazés est indispensable à la réussite
de cette réaction. Il est à noter que les autres méthodes d’addition radicalaire par le zinc
ou l’AIBN dans l’acétonitrile à ébullition ont échoué ou ne se sont pas montrées aussi
efficaces que celle-ci. Il est nécessaire ici de souligner que l’addition de la chaîne fluorée
doit être quantitative car l’oléfine de départ et le produit d’addition présente le même
ratio front en CCM et sont impossibles à séparer par chromatographie. La réaction doit
donc être quantitative et ne peut être suivie que par RMN 1H, avec la disparition du signal
du vinyl 23 à 5,5 ppm et l’apparition du signal du -CHI à 2,75 ppm du composé 25. La
réaction est en fait complète après 48h00 d’agitation. Après purification sur colonne de
silice le composé est obtenu avec un rendement très satisfaisant de 93%.
d-Élimination de l’iode. La difficulté a ensuite été de trouver une méthode de réduc-
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Figure 1.28 – Synthèse du F2H9-malt a) AcOAc, pyridine, 0◦C, 3h, 50 % ; b) 1- CH2Cl2
dist., Ar, BEt3 2- AcOAC, 35 % ; c) THF dist., BF3−Et2O, 48h, 93% ; d) DBU, THF dist.,
70◦C, 24h, quantitatif ; e) MeOH dist., Pd/C, 7 mbar, 48h, quantitatif ; f) 1- CH3ONa, MeOH
dist, 3h, 2- IRC-50, 3h, 78%
tion de l’iodure qui assez soit quantitative car le dérivé iodé 25 et le produit de réduction
26 présentent les mêmes ratio front dans tous les mélanges de solvant testés, rendant leur
séparation par chromatographie sur colonne de silice impossible. La réduction par les mé-
taux (Zn/HCl/CH3COOH) ou par un mélange Bu3SnH/AIBN n’a pas permis l’élimination
70 Les tensioactifs
Figure 1.29 – Spectre 1H-RMN du composé 23. Le proton H1 est axial, (δ=4,521-4,501
ppm, J(H1-H2)=8 Hz sur RMN 400 MHz), le composé 23 est β. Le signal à 5,5 ppm est carac-
téristique de la fonction vinyle. L’interprétation complète du spectre est donné dans la partie
expérimentale.
Figure 1.30 – Spectre 1H-RMN du composé 25. Le signal à 2,75 ppm est caractéristique
du proton de -CHI. L’interprétation complète du spectre est donné dans la partie expérimentale.
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complète, car le signal du -CHI est toujours visible en RMN 1H. Nous avons donc décidé
de réaliser une séquence d’élimination et réduction en deux étapes. Les dérivés perfluorés
iodés en position β présentent la particularité d’être en effet très sensibles aux réactions
d’élimination car les protons situés en α de la chaîne perfluorée, très électro-attractrice,
présentent un caractère acide prononcé et sont donc faciles à arracher en milieu basique. Il
a été particulièrement délicat de trouver les conditions basiques de cette réaction d’élimi-
nation car les composés perfluorés sont particulièrement sensibles aux conditions basiques
trop dures. Ainsi en présence de soude ou d’alcoolate ils se décomposent rapidement et
le milieu réactionnel devient noir probablement à cause de l’élimination d’acide fluorhy-
drique. En revanche les amines telles que la triéthylamine ne sont pas capables d’assurer
l’élimination de HI même à chaud. Nous avons pu trouver une amine suffisamment ba-
sique pour assurer l’élimination de l’iodure : la 1,8-Diazabicycloundec-7-ene (DBU) dont
le pKa est égal à 12. Le composé iodé a donc été traité avec la DBU dans du THF à 70
◦C pendant 4 heures. En RMN 1H le signal à 2,75 ppm du -CHI du composé 25 disparaît
totalement et deux multiplets apparaissent à 6,4 et 5,5 ppm correspondant à la formation
de la double liaison du produit d’élimination 26 (figure 1.31).
Figure 1.31 – Spectre 1H-RMN du composé 26. Les multiplets à 6,4 et 5,5 ppm sont
caractéristique de la double liaison de la chaîne. L’interprétation complète du spectre est donné
dans la partie expérimentale.
e-Réduction de l’oléfine. La réduction de la double liaison carbone-carbone du com-
posé 26 est ensuite effectuée par hydrogénation catalytique sur palladium sur charbon,
dans du méthanol à 7 bar pendant 48h à température ambiante. Le suivi par RMN 1H
montre la disparition totale des multiplets à 6,4 et 5,5 ppm, preuve de la réduction quan-
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titative de l’oléfine 26 et l’obtention du F2H9-malt sous sa forme acétylée 27. Le composé
a été purifié par flash chromatographie et recristallisé dans le méthanol à chaud. Cette
dernière méthode permettant d’obtenir un produit pratiquement exempt de stéréoisomère
α.
Figure 1.32 – Spectre 1H-NMR: δ du composé 27. Le proton H1 est axial, (δ=4,50-4,52
ppm, J(H1-H2)=5 Hz), le composé 23 est β. L’interprétation complète du spectre est donné
dans la partie matériel et méthode.
f-Déprotection des groupements acétyle. Le composé 27 est ensuite traité avec
du méthylate de sodium dans du méthanol en excès pendant 4 heures à température
ambiante afin d’obtenir le composé final 28 avec un rendement de 78% après purification
par chromatographie flash.
CHAPITRE 2
Caractérisation physico-chimique des tensioactifs en solution
aqueuse
Après avoir synthétisé les tensioactifs, nous allons dans ce chapitre les caractériser
d’un point de vue physico-chimique afin de déterminer leurs propriétés de micellisation et
leur comportement en solution aqueuse. Nous avons aussi réalisé en parallèle l’étude du
DDM (β) pour pouvoir comparer les tensioactifs développés au laboratoire, à ce détergent,
déjà bien décrit dans la littérature, et largement utilisé dans le monde de la cristallisation
des protéines membranaires. Cette caractérisation a été effectuée à l’aide des techniques
de tensiométrie de surface, et de diffusion des rayonnements dont nous rappellerons les
principes fondamentaux pour une meilleure compréhension des résultats.
1 Mesure de la concentration micellaire critique
(CMC)
La première caractéristique à connaître lors de l’utilisation d’un tensioactif est sa
concentration micellaire critique (CMC). Elle peut être mesurée expérimentalement par
le suivi de l’évolution de certains paramètres de la solution en fonction de la concentration
en tensioactif. En effet l’apparition de micelles à la CMC provoque un changement brutal
de plusieurs propriétés physico-chimiques du milieu, comme par exemple la tension su-
perficielle, l’indice de réfraction, la conductivité, la diffusion de la lumière, etc. Une autre
technique possible consiste à utiliser des marqueurs colorimétriques ou fluorescents dont
l’émission va dépendre de l’évolution de leur environnement immédiat [134]. Les valeurs
de CMC sont obtenues aux points d’inflexion de l’évolution de ces paramètres. Il s’agit
souvent d’une mesure indirecte qui repère les conséquences de la micellisation et non la
micellisation directement. C’est pourquoi les résultats ainsi déterminés peuvent différer en
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fonction de la technique utilisée. Dans notre cas, nous avons réalisé les mesures de CMC
par tensiométrie de surface.
1.1 Détermination de CMC par tensiométrie de surface : prin-
cipe
Pour comprendre l’origine de la tension de surface il faut comparer les forces inter-
moléculaires (liaisons hydrogène, forces de van der Walls ou interactions dipôle/dipôle)
exercées sur une molécule de solvant (exemple l’eau pure) en fonction de son positionne-
ment soit au sein de la solution (dans le "bulk"), soit à une interface :
– une molécule d’eau située dans le liquide (et non à une interface) est entourée
d’autres molécules d’eau, les forces intermoléculaires sont d’intensités égales dans
toutes les directions. La résultante de ces forces, ressentie par la molécule au cœur
de la solution, est donc nulle.
– une molécule d’eau située à une interface du liquide, par exemple la surface air/eau,
est entourée de molécules d’eau "en-dessous" et d’air "au dessus", les forces d’interac-
tion ne sont donc plus isotropes. L’attraction par les autres molécules d’eau est plus
forte que l’attraction par les molécules du milieu extérieur. La résultante des forces
ressenties par la molécule à la surface de l’eau est donc orientée vers l’intérieur du
liquide.
Ce déséquilibre des forces a pour conséquence de soumettre les molécules d’eau de la
surface, à une pression extérieure : c’est la pression superficielle. Pour rester à l’équilibre
et compenser cette pression, le liquide contracte ses molécules à l’interface, ce qui crée
une tension élastique le long de la surface appelée tension superficielle. Celle-ci dépend
de la nature du liquide mais aussi de la température comme illustré dans le tableau 2.1.
Liquide Température (◦C) Tension superficielle (mN/m)
Acide acétique 20 27,6
Ethanol 20 22,3
Eau 20 72,9
Eau 50 67,9
Tableau 2.1 – Tensions superficielles pour des liquides purs en contact avec l’air à une
température donnée
Pour mesurer la tension de surface, nous avons utilisé la méthode du plateau de Wil-
helmy, qui présente l’avantage d’être moins sensible aux vibrations de la verrerie que
d’autres méthodes existantes (ex : méthode de l’anneau Noüy) que nous n’aborderons pas
ici. La méthode de Wilhelmy utilise une plaque métallique inerte de dimension connue,
reliée à une microbalance, qui vient plonger dans la solution de tensioactif. Le robot re-
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monte alors la plaque jusqu’à ce que l’extrémité inférieure de la plaque aﬄeure la surface
du liquide, sans qu’il y ait rupture du ménisque (cf. figure 2.1).
Figure 2.1 – Principe de la méthode de Wilhelmy pour la mesure de la tension
superficielle A gauche : montage expérimental. A droite représentation des forces exercées par
la plaque sur le liquide (vue latérale)
Dans cette condition limite, la force F exercée sur la lame, mesurée par la microbalance,
est proportionnelle à la tension de surface γ et à la longueur l de la lame immergée selon
l’équation :
F = lγ cos θ (2.1)
avec : θ l’angle formé par la lame et la tangente du ménisque. Si le mouillage de la lame est
minimal, ce qui est le cas avec un métal comme le titane du plateau de Whilhelmy, l’angle
θ devient nul. L’équation 2.1 se simplifie et permet de déduire la valeur de la tension de
surface en N/m :
γ =
F
l
=
mg
l
(2.2)
avec m : la masse (kg) mesurée à l’instant où la lame aﬄeure la surface du liquide, et g :
l’accélération de la pesanteur (9,81 N/kg).
Les mesures de tension de surface sont très intéressantes pour l’étude des tensioactifs,
car ils ont une action directe sur celle-ci. En s’adsorbant à la surface eau/air, le tensioactif
induit une diminution de la tension superficielle de l’eau qui est directement proportion-
nelle à sa concentration à la surface. Ainsi avant la CMC, l’ajout progressif de tensioactif
dans l’eau abaisse la tension superficielle qui passe de 72,9 mN/m à des valeurs situées
entre 10 et 30 mM/m en fonction de la nature du tensioactif. A partir de la CMC, la sur-
face de l’eau est saturée en tensioactifs, la tension superficielle n’évolue plus en fonction
de la concentration. La mesure de la tension superficielle γ pour plusieurs concentrations
en tensioactif, permet ainsi d’obtenir la courbe d’évolution de la tension superficielle dont
la rupture de pente permet de déterminer la CMC du tensioactif comme montré sur la
figure 2.2.
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Figure 2.2 – Détermination de la CMC à partir de la courbe de tension superficielle en
fonction de la concentration en tensioactif. Image reprise du site www.kruss.de.
1.2 Résultats pour les tensioactifs étudiés
Les valeurs de CMC retenues sont la moyenne des résultats obtenus sur deux ou trois
mesures, en fonction de la quantité de tensioactif disponible. Les courbes de tensiométrie
de surface sont présentées dans la figure 2.3 et les valeurs de CMC déterminées sont
données dans le tableau 2.2.
Tensioactif Mw CMC CMC γ CMC Amin CMC littérature
g/mol mg/L mmol/L mN/m A2 mmol/L
DDM 510,60 76,695 0,150 34-35 56,0 0,17a
PCC-malt 548,75 18,019 0,033 38-40 59,4 0,036b
F8TAC6 1530 9,95 0,0065 26-29 87,40 0,03c
F2H9-malt 586,54 627,597 1,07 28-30 94 NA
F4H5-malt 630,45 315,23 0,5 NA NA NA
Tableau 2.2 – Mesure des CMC par tensiométrie de surface à température ambiante
(20-25 ◦C). Les valeurs issues de la littérature font référence à a [135], b [114], c [117]. Mw :
masse molaire, Amin : Aire par molécule, NA : donnée non applicable
La mesure de la CMC du F4H5-malt par tensio-métrie de surface s’est révélée plus
délicate que les autres. Ce composé présente un comportement atypique en tensiométrie
de surface. Bien que réalisée 6 fois sur 3 lots de synthèse différents, il n’a jamais été
possible d’obtenir une courbe de tensiométrie de surface "classique" avec deux portions
de droite clairement définies. Les courbes obtenues présentent un point d’inflexion que
l’on peut estimer aux alentours de 0,5 mmol/L, mais compte tenu de la faible qualité de
celles-ci, nous garderons cette valeur comme indicative de la CMC, sans chercher plus
de précision de mesure. Il nous semble nécessaire pour mesurer la CMC de ce composé
d’utiliser d’autres techniques analytiques. La RMN du fluor peut être une voie d’accès
Caractérisation physico-chimique des tensioactifs en solution aqueuse 77
Figure 2.3 – Résultats des mesures de CMC
intéressante pour cette mesure, mais je n’ai malheureusement pas eu le temps de la mettre
en œuvre au cours de ma thèse.
Pour les autres composés utilisés mais non synthétisés au cours de cette thèse (F6H2-
malt, et les Tripodes), les valeurs de CMC retenues sont celles de la littérature, nous les
recensons dans le tableau 2.3.
Tensioactif Mw CMC CMC . γCMC Amin
g/mol mmol/L mg/L ◦C mN/m
F6H2-malta 688,4 1,02 702,2 NA NA
Tripode C3 c 1120,27 2,4 2688,7 39,2 275
Tripode C4 c 1162,35 0,83 964,8 36 211
Tripode C5 c 1204,4 0,13 156,6 36 210
Tableau 2.3 – CMC d’après la littérature mesurées à température ambiante. NA : donnée
non précisée. Références bibliographiques : a [136], b [137], c [111]
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1.3 Discussion
La valeur de CMC obtenue pour le DDM commercial par tensiométrie de surface
(0,15mM) est conforme aux données de la littérature (0,17mM) [135], ce qui valide les
conditions expérimentales de mesure. Il en va de même pour la CMC du PCC-malt syn-
thétisé estimée à 0,036mM contre 0,033mM référencé dans [114].
En revanche, la CMC mesurée pour le F8TAC diffère de celles données dans la lit-
térature puisqu’elle a été mesurée à 0,0065mM au lieu de 0,03mM déterminée par suivi
de fluorescence d’une sonde hydrophobe. Cet écart de 4 à 5 fois la valeur valeur ini-
tiale s’explique par la faible valeur de la CMC, qui nécessite l’utilisation d’une technique
très précise. Le développement des techniques automatisées, telle que la tensiomètrie de
surface a permis de devenir plus performant aux petites concentrations que les méthodes
manuelles utilisées à l’époque de la première détermination de la CMC des FTAC. Celle-ci
avait été effectuée par spectrophotométrie en utilisant la méthode de Menger [138] (sonde :
chlorure de pinacymol). Il aurait été intéressant de vérifier avec ce nouveau degré de pré-
cision, si nous retrouvions des valeurs de CMC indépendantes du degré de polymérisation
de la tête polaire, pour des DPn moyen compris entre 4 et 15 [117].
Cette nouvelle valeur de CMC environ 4,5 fois plus faible, indique que l’on pourrait
sans doute réduire la concentration du F8TAC sans risque d’agrégation de la protéine par
rapport aux concentrations utilisées jusqu’à présent. C’est le caractère non dénaturant
du F8TAC qui a permis l’utilisation de ce composé en très large excès pour maintenir en
solution les protéines sans atteinte à leur stabilité.
Parmi les composés à chaine fluorée et tête maltoside, le F2H9-malt et le F6H2-malt
présentent une CMC, à peu près égale à 1 mM, soit environ 6,8 fois celle du DDM. Pour-
tant le design de ces composés hémifluorés a été imaginé afin d’obtenir des propriétés
hydrophobes identiques à celle du DDM. Ils auraient donc dû avoir des CMC équivalentes
à celle du DDM. Ce résultat montre les limites de l’approximation CF2 ≈ 1, 6CH2 qui
a été déterminée initialement pour le passage de chaînes totalement hydrogénées à des
chaînes perfluorées [116]. Nos composés n’étant que partiellement fluorés, la présence, sur
une même chaîne, d’une partie hydrogénée et d’une partie fluorée introduit un nouveau
facteur influençant la micellisation, qui rend cette approximation moins fiable. Les CMC
se trouvent donc être plus élevées que celles attendues. Il semble que la faible miscibilité
entre les chaînes hydrogénées et fluorées défavorise ou déstabilise la formation des micelles,
par rapport à un composé totalement fluoré ou totalement hydrogéné. L’équivalence dé-
montrée pour le passage d’une chaîne hydrogénée à une chaîne perfluorée, ne l’est plus
pour passer d’une chaîne hydrogénée à une chaîne hémifluorée ou faiblement fluorée.
Ce résultat confirme ceux de l’équipe du Pr. Riess qui avait déjà remis en question
cette règle du CF2 ≈ 1, 6CH2 pour des tensioactifs hémifluorés à têtes dimorpholino-
phosphate (CnF2n+1(CH2)m-OP(O)[N(CH2CH2)2O]2 [139]. Ils ont mis en évidence que
pour leurs composés, le segment hydrogéné, greffé à un segment fluoré, n’a pas le même
comportement, lors de la micellisation, que s’il appartenait à une chaîne totalement hy-
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drogénée. Sa contribution est en fait réduite d’un facteur 3. En revanche une chaîne
contenant un segment fluoré séparé de la tête polaire par seulement 2 carbones hydrogé-
nés (m=2), se comporterait comme une chaîne totalement fluorée sans cet espaceur court,
et garderai l’équivalence CF2 ≈ 1, 6CH2. Ils proposent d’expliquer ce phénomène par le
repliement de l’espaceur hydrogéné dans une conformation qui permettrait de minimi-
ser la différence de taille entre la section d’une chaîne fluorocarbonée et hydrocarbonée
(environ 30 vs. 20 Å2 respectivement). Toutefois leurs résultats ne sont pas applicables
à nos composés puisqu’ils supposeraient que le F6H2-malt soit équivalent au decylmalto-
side (CMC=1,66mM), le F4H5-malt à l’octylmaltoside (CMC=19,5mM) et le F2H9-malt à
l’hexylmaltoside (CMC=210mM). Ces valeurs de CMC sont non concordantes (largement
surestimées), ce qui laisse penser que la contribution hydrophobe plus faible du segment
hydrocarboné est non seulement liée à la présence d’une partie fluorée, mais à la nature
de la tête polaire. Finalement tout se passe comme si l’hydrophobie d’un segment hy-
drocarboné dépendait de l’environnement hydrophobe mais aussi hydrophile auquel il est
greffé.
La détermination de la CMC du F4H5-malt par tensiométrie de surface n’a donnée
qu’une valeur indicative de la CMC aux environs de 0,5 mmol/L. Les différentes mesures
montrent que la tension de surface augmente irrégulièrement d’un essai à l’autre lors
de la dilution du tensioactif en dessous de la CMC. Or l’allure de cette partie de la
courbe est caractéristique de l’arrangement des tensioactifs à l’interface, ce qui semble
indiquer que le F4H5-malt présente un comportement atypique à l’interface. La faible
tension de surface des solutions concentrées en F4H5-malt (γ = 18−20mN/m) confirme le
caractère tensioactif de ce produit qui se place bien à l’interface air/eau, mais les équilibres
entre l’interface et la solution semblent relativement lents aboutissant à ces courbes de
tensiométrie de surface moins bien définies. Il est possible que le caractère lipophobe des
chaînes perfluorées gène l’organisation de ces tensioactifs hémifluorés à l’interface air/eau,
ou les échanges entre la solution et l’interface. Ainsi lors de la mesure en tensiométrie,
les temps d’équilibre avec la surface pourraient être très longs, aboutissant à ces courbes
d’évolution lentes, sans cassure nette à la CMC. Le phénomène observé en tensiométrie
se situe à une interface et ne préjuge pas de ce qui se produit pour les micelles au sein de
la solution. La détermination de la CMC par 19F RMN aurait permis de se focaliser sur
le comportement en solution. Pour notre part ce sont les mesures réalisées en SAXS qui
vont nous permettre de définir si le F4H5-malt présente un comportement particulier en
solution.
En effet nous venons de voir que les segments fluorés avaient une influence sur la
CMC, qu’en sera-t-il sur les assemblages formés en solution ? La détermination de la
CMC permet de connaître la concentration minimale à partir de laquelle se forment les
micelles, mais pour pouvoir caractériser ces assemblages micellaires (masse, taille, forme)
et leurs comportements en solution (interactions) en vue de la cristallisation des protéines
membranaires, nous allons utiliser la diffusion des rayonnements. Avant de présenter nos
résultats, nous allons dans le paragraphe suivant rappeler les principes théoriques de
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la diffusion des rayonnements et les différentes techniques de diffusion de la matière en
solution.
2 La diffusion des rayonnements par la matière
2.1 Principes généraux
Les techniques de diffusion des rayonnements, consistent à envoyer sur l’échantillon un
rayonnement et à mesurer la répartition spatiale de la diffusion produite par l’échantillon.
Nous utiliserons deux types de diffusion : la diffusion de la lumière et celle des rayons
X. L’interaction de ces rayonnements avec la matière et les informations obtenues vont
dépendre de la longueur d’onde, λ, et de la taille D de l’objet observé (figure 2.4) :
Figure 2.4 – La diffusion de la lumière et des RX par la matière. Le type de diffusion
dépend de la taille de l’objet par rapport à la longueur d’onde.
- Soit λ" D, c’est le cas de la lumière visible qui a une longueur d’onde comprise entre
400 et 700 nm. Elle interagit avec les molécules polarisables en leur induisant un moment
dipolaire. Ce dernier va à son tour créer dans tout l’espace un champ électromagnétique
proportionnel à la polarisabilité des molécules. La diffusion de la lumière permet d’obtenir
des informations sur la masse, le rayon hydrodynamique, le rayon de giration (si D!
λ/20) 1, des interactions statiques (A2) ou hydrodynamiques.
1. La notion de "taille de particule" n’a pas la même signification en fonction du phénomène physique
étudié :
– le rayon hydrodynamique (Rh) obtenu par diffusion dynamique de la lumière. Il caractérise le rayon
d’une sphère dure fictive qui aurait le même coefficient de diffusion de la lumière que la molécule
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- Soit λ !D, cas des rayons X (RX) qui ont une longueur d’onde de l’ordre de
l’angstrœm. Les RX vont interagir avec le cortège électronique des atomes présents dans
le système. La diffusion par les rayons X permet de déterminer la masse, la taille (rayon
de giration, distance maximale et fonction de distribution des distances), et la forme des
objets, par des modèles appropriés, ainsi que les interactions interparticulaires (A2) dans
le cas de solutions non idéales.
Lorsque qu’il n’y a pas de changement de longueur d’onde entre le faisceau incident
et le faisceau diffusé, on parle de diffusion élastique ou statique. Et lorsqu’il y a
une variation de la longueur d’onde mesurée par rapport à l’onde émise, on parle de
diffusion quasi-élastique ou dynamique. Nous allons à présent décrire plus en détail
ces différentes techniques pour mieux comprendre comment elles vont nous permettre de
caractériser les assemblages de tensioactifs.
2.2 La diffusion dynamique de la lumière
La diffusion dynamique de la lumière a lieu lorsque l’émetteur et le récepteur sont en
mouvement l’un par rapport à l’autre. Il se crée alors un effet doppler, c’est à dire un léger
décalage en fréquence entre l’onde émise et l’onde reçue, induisant une légère modification
de la longueur d’onde mesurée par rapport à celle émise. C’est le cas par exemple pour
des objets en solution. L’intensité diffusée par un volume vi, diffère au cours du temps
en fonction du nombre d’objets présents dans vi à chaque instant. L’amplitude de cette
variation dépend donc de la vitesse et de la direction du déplacement de chaque particule
individuelle.
Dans le cas de solutions diluées de petites molécules par rapport à la longueur d’onde
(λ >> D), leur déplacement est dû au mouvement brownien. Le spectre de l’intensité
diffusée est alors une lorentzienne centrée sur la fréquence de l’onde incidente dont la
largeur à mi-hauteur dépend du coefficient de diffusion (D) de la particule.
La diffusion dynamique est donc basée sur l’étude des fluctuations d’intensité au cours
du temps, qui reflètent les fluctuations temporelles de concentration autour de la valeur
moyenne. En pratique, la comparaison des intensités est réalisée par un corrélateur. Cet
outil mesure le degré de similarité de l’intensité à différents intervalles de temps (figure
2.5) : il compare l’intensité du signal à l’instant t, avec celle du même signal à l’instant
t+dt, où dt représente un intervalle de temps.
d’intérêt. Il tient compte notamment de la couche d’hydratation de la molécule.
– le rayon de giration (Rg) obtenu par diffusion statique. Il correspond à la moyenne quadratique des
distances de chaque point de la macromolécule à son centre de gravité, pondérées par la densité
électronique de chaque élément de volume qui entoure le point considéré.
– la distance maximale (Dmax) obtenue par diffusion des rayons X aux petits angles : c’est la plus
grande longueur existant entre deux points de la molécule.
Par exemple pour une macromolécule de forme sphérique, type sphère dure de rayon R, le rayon de
giration Rg et le rayon hydrodynamique Rh sont reliés par Rh=R=
√
5
3
Rg, et Dmax=2R=2Rh
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Figure 2.5 – Variation de l’intensité diffusée (en haut et centre) et courbes d’auto-
corrélation (en bas) pour de grosses (gauche) et petites (droite) molécules
Pour un signal soumis à des fluctuations aléatoires, la connaissance de l’intensité du
signal initial ne permet pas de prédire l’intensité du signal à un temps infini. Ceci signifie
que son intensité à deux temps espacés (δt grand) n’est pas relié, la corrélation entre les
deux mesures d’intensité est nulle. En revanche pour un intervalle de temps dt très court,
la valeur de l’intensité au temps (t+δt) dépend de l’intensité au temps t, ces deux valeurs
sont donc fortement corrélées. Dans le cas extrême où deux signaux sont identiques, la
corrélation est égale à un. A un temps (t+2δt), la corrélation entre les deux signaux
diminue, et ainsi de suite aux temps (t+3δt), (t+4δt), etc, la corrélation diminue au cours
du temps jusqu’à être nulle aux temps infinis.
Plus les particules ont une taille importante, plus la corrélation du signal persiste
dans le temps, avant de connaître une décroissance lente. A l’inverse, pour les petites
particules, plus mobiles, la diminution de la corrélation est rapide. La fonction d’auto-
corrélation caractérise ainsi la perte de corrélation du signal en fonction du temps par
une exponentielle de constante de temps τ0 qui permet de déterminer le coefficient de
diffusion, D (m2/s).
Dans le cas d’une population monodisperse, la courbe d’auto-corrélation est une mono-
exponentielle décroissante et le coefficient de diffusion est relié au rayon hydrodynamique
Rh (m) des particules (rayon d’une sphère équivalente tenant compte de la forme et de la
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couche d’hydratation) par la relation de Stokes-Einstein :
D =
kBT
6piηRh
(2.3)
avec kB : constante de Boltzmann (1,38.10−23 J/K), T, la température absolue (K), η,
la viscosité dynamique du milieu de dilution (Pa.s).
Cette relation reste vraie si l’écart entre la mono-exponentielle et la courbe expé-
rimentale est inférieur à 20 %. Un écart supérieur à 20 % signifie que la solution est
poly-disperse, la fonction d’auto-corrélation est alors la somme des mono-exponentielles
de chacune des populations. Les coefficients de diffusion et les rayons hydrodynamiques
sont dans ce cas plus difficiles à déterminer.
2.3 La diffusion statique de la lumière
Lors de la diffusion statique de la lumière, la matière réémet l’onde incidente à la même
longueur d’onde. Il n’y a pas de perte d’énergie lors de la diffusion de l’onde. L’intensité
diffusée I est la moyenne dans le temps du nombre de photons émis par l’objet étudié.
Dans le cas d’une solution monodisperse, elle varie selon l’équation du facteur de Rayleigh
R (en cm−1) qui exprime le rapport de l’intensité diffusée, I sur l’intensité incidente, I0
dans le vide.
R =
I
I0
=
4pi2n2(dn
dc
)
2
Naλ4
cMP (q)S(c, q) = KcMP (q)S(q) (2.4)
avec dn
dc
: l’incrément de l’indice de réfraction de la solution, Na : le nombre d’Avogadro,
λ : la longueur d’onde du faisceau incident et diffusé, c et M : la concentration et la masse
molaire des particules. P(q) est le facteur de forme, et S(c,q) est le facteur de structure
de la particule.
Figure 2.6 – La diffusion statique de la lumière
Le facteur de forme est caractéristique de la forme de l’objet seul en solution (figure
2.6)
– Si D! λ/20, la diffusion est isotrope, l’intensité est indépendante de l’angle de
diffusion 2θ, et le facteur de forme P(q) est égal à 1.
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– Si D" λ/20, la diffusion est anisotrope, l’intensité diffusée dépend de l’angle de
diffusion 2θ, et l’expression du facteur de forme P(q) s’écrit :
P (q) = 1 +
16pi2R2g
3λ2
sin2
θ
2
(2.5)
Le facteur de structure est issu de la corrélation spatiale entre particules, c’est à dire
des interactions inter-moléculaires, et s’exprime en fonction du second coefficient du viriel
A2 selon :
1
S(q, 0)
= 1 + 2MA2c (2.6)
Dans le cas de solutions monodisperses d’objets de petite taille devant la longueur
d’onde (D<λ/20), l’équation 2.4 peut donc s’écrire sous la forme :
R =
I
I0
=
4pi2n2(dn
dc
)
2
Naλ4
cM
1
1 + 2MA2c
(2.7)
En définissant la constante optique
K =
4pi2n2(dn
dc
)
2
Naλ4
(2.8)
L’équation 2.7 devient :
Kc
R
=
1
M
+ 2A2c (2.9)
Dans la pratique, le facteur de Rayleigh n’est jamais mesuré en absolu. Il est obtenu
en comparant l’intensité diffusée par l’échantillon (I), à celle diffusée par un liquide de
référence, Iref , de facteur de Rayleigh connu Rref (exemple : le toluène). On a alors :
R =
I − Isolvant
Iref
(
nsolvant
nref
)2
Rref (2.10)
L’intérêt de la diffusion statique est de pouvoir caractériser la masse et les interactions
faibles entre particules. Mais cela nécessite de travailler sur des solutions monodisperses.
Dans le cas de solutions polydisperses contenant plusieurs populations, il peut être inté-
ressant de coupler la technique de diffusion statique à une chromatographie d’exclusion
stérique pour caractériser chaque population en terme de masse.
La chromatographie par exclusion de taille, ou size exclusion chromatography (SEC)
en anglais, sépare les molécules en fonction de leurs volumes hydrodynamiques et permet
d’obtenir en sortie de colonne des populations monodisperses. Plus un composé est volu-
mineux, plus son temps de rétention sera faible. Les différentes populations sont ensuite
analysées par diffusion de lumière laser multi-angle, (ou multi-angle laser light scattering,
MALLS), en statique, ce qui permet de déterminer la masse des composés en tout point
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du profil l’élution.
Figure 2.7 – Analyse SEC-MALS de la BSA. Le graphique de gauche montre les profils
en sortie de colonne d’exclusion stérique vus par le détecteur de diffusion de lumière (LS), le
spectromètre (UV) et le réfractomètre (dRI). Le graphique de droite présente les masses (lignes
horizontales) des composés de chaque fraction.
Dans l’exemple de l’analyse de la Bovin Serum Albumin (BSA) donnée dans la figure
2.7, sont représentés à gauche les profils d’élution détectés en sortie de colonne par dif-
fusion de lumière, par spectrophométrie (détection de l’absorbance de la protéine) et par
réfractométrie. Il apparaît clairement qu’une fraction d’agrégat soluble sort au début du
pic du monomère, en l’occurrence des dimères de BSA. Sur le graphique de droite, sont
représentées les masses des composés analysés, superposées à leur temps de rétention. La
masse du monomère peut donc être obtenue sans pollution due à la présence des dimères,
contrairement à une mesure en batch en lumière statique. Appliquée aux solutions mi-
cellaires de tensioactifs, la technique de SEC-MALLS permet de séparer physiquement la
fraction de monomères de celle des micelles. Contrairement à de la diffusion dynamique
en batch, le signal ainsi mesuré n’est dû qu’à l’excès de micelle et permet d’obtenir en
diffusion statique la masse des micelles.
La masse des composés est obtenue par l’expression :
M =
(
Iθ
I0
)
comp
−
(
Iθ
I0
)
tamp
K
(
dn
dc
)2
(RIcomp − RItamp)
avec K =
2pi2n2
Na λ4
(
1 + cos2 θ
r2
)
(2.11)
où K correspond à une constante optique qui dépend de l’indice de réfraction n du tampon,
λ la longueur d’onde de la lumière, θ l’angle entre le rayon incident (I0) et le rayon diffusé
(Iθ), r la distance entre la molécule et le détecteur, et Na le nombre d’Avogadro.
86 Caractérisation physico-chimique des tensioactifs en solution aqueuse
2.4 La diffusion des rayons X (SAXS)
Pour caractériser les interactions faibles nous préfèrerons l’utilisation de la diffusion
des rayons X aux petit angles (ou SAXS, pour "Small angle X-ray scatering"), car ils
ont l’avantage par rapport à la lumière de permettre le contrôle de la monodispersité des
particules et d’obtenir des indications sur la forme de celles-ci. En effet ces informations
sont données aux grands angles dans la partie inaccessible par diffusion de lumière (voir
figure 2.4).
2.4.1 Amplitude et intensité de diffusion
La diffusion des rayons X aux petits angles est très utilisée pour l’étude des biomo-
lécules en solution. Son principe est décrit dans de nombreux ouvrages comme celui de
Guinier et Fournet [140], pères de cette technique, et dans de nombreux articles [141,142].
Les rayons X interagissent avec la matière en produisant des particules chargées (électrons
et protons) constituant les atomes des macromolécules. La diffusion élastique des rayons
X s’identifie à la diffusion Thomson, pour laquelle l’intensité diffusée est inversement pro-
portionnelle à la masse au carré de l’élément diffusant. La masse des protons étant très
supérieure à celle des électrons, la diffusion des protons sera négligeable, et on pourra
considérer que les rayons X n’interagissent qu’avec le cortège électronique des atomes pré-
sents dans le système. Au sein d’un échantillon placé sous faisceau X, tous les électrons
(de cœur et périphériques) diffusent de façon équivalente et l’intensité diffusée Id à une
distance r par les électrons s’écrit :
Id =
I0
r2
(
e2
4piε0mec2
)2 1 + cos2 2θ
2
(2.12)
avec I0 : l’intensité incidente, me : la masse de l’électron et 2θ : l’angle de diffusion.
L’amplitude A(q) du signal diffusé par un échantillon est la somme des amplitudes dif-
fusées par l’ensemble des électrons qui le compose, en tenant compte des déphasages entre
les ondes diffusées. Elle s’écrit comme la transformée de Fourier de la densité électronique
(ou nombre d’électrons par unité de volume) de la particule en un point r, ρ(r) :
A(s) =
∫
V r
ρ(r) exp(−irq)dr (2.13)
avec Vr : le volume de l’échantillon, et q : le vecteur de diffusion.
L’intensité diffusée I(q) par l’échantillon s’écrit comme le carré du module de l’ampli-
tude A(q) :
I(q) = |A(q)|2 =
∫
V r
g(R) exp(−iRq)dr (2.14)
avec R : la distance ente deux points quelconques de l’échantillon et g(R) =
∫
V r ρ(r)ρ(r +
R)dr : la fonction d’autocorrélation de la densité électronique de la particule.
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Dans le cas de particules en suspension dans un solvant (comme les colloïdes ou les
macromolécules biologiques), la diffusion a pour origine le contraste électronique ∆ρ(r)
entre la particule de densité électronique ρ et le solvant homogène de densité électronique
constante ρ0.
Pour un échantillon isotrope, on peut alors déterminer la moyenne sphérique de l’in-
tensité :
I(q) = 〈I(q)〉 = 4pi
∫ ∞
0
g(R)
sin Rq
Rq
dr, avec g(R) =
∫
V r
∆ρ(r)∆ρ(r + R)dr (2.15)
2.4.2 Diffusion par une solution monodisperse idéale (sans interaction)
❀ Intensité diffusée : le facteur de forme
Dans le cas d’une solution idéale, ou infiniment diluée, il n’y a pas d’interaction entre
les particules. Elles diffusent indépendamment les unes des autres et l’intensité résultante
appelée facteur de forme, et notée I(0,q), est la somme des intensités i1(q) diffusées par
chacune des N molécules .
I(0, q) = Ni1(q) (2.16)
❀ Les différentes représentations graphiques, et détermination de la taille
L’allure de la courbe de l’intensité diffusée en fonction du vecteur d’onde renseigne qua-
litativement sur la forme globale de l’objet (globulaire, allongée ou plate). Dans chacun
des cas, des approximations sur l’intensité aux petits angles permettront la détermination
des dimensions caractéristiques de l’objet.
Pour les molécules globulaires : la "courbe de Guinier", ln I(q) = f(q2). L’in-
tensité diffusée à faible concentration peut s’écrire sous forme d’un développement limité
qui permet d’exprimer l’intensité à l’origine pour q.Rg <1 ("domaine du Guinier") selon :
I(0, q) = I(0, 0)
[
1− (q.Rg)
2
3
+ ...
]
=⇒ I(0, q) ≈ I(0, 0) exp(−R
2
g.q
2
3
) pour q <
1
Rg
(2.17)
avec I(0,0) l’intensité diffusée (lorsque l’angle de diffusion et la concentration tendent vers
0) et Rg, le rayon de giration de la molécule (moyenne des distances par rapport au centre
de gravité de la molécule où chaque point est pondéré par sa masse).
En traçant I(q) = f(q2) sur une échelle logarithmique (approximation du Guinier), on
obtient une droite dont la pente permet de déterminer la valeur du rayon de giration,
Rg. L’ordonnée à origine de cette droite donne l’intensité diffusée I(0,0), qui permet de
déterminer la masse moléculaire de l’objet diffusant en solution comme expliqué à la fin
de ce paragraphe (cf. figure 2.8).
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Figure 2.8 – Détermination du Rg et I(0,0) par SAXS. Courbe SAXS de la BSA à
gauche, et sa courbe de Guinier correspondante, à droite, permettant de déterminer le rayon de
giration, Rg, et l’intensité diffusée, I(0,0).
Pour les molécules allongées ou en forme de bâtonnet : q.I(q) = f(q2). Pour les
molécules allongées en forme de bâtonnet, ou d’un cylindre de longueur L et de rayon Rc,
la diffusion est séparée en deux zones,
– les petits angles (q.Rg<1) : zone qui renseigne sur la longueur du bâtonnet avec
L=
√
12.Rg
– les plus grands angles, pour 2pi
L
< q < 1
Rc
: zone qui renseigne sur rayon du cylindre
par la relation :
q.I(q) ∝ exp(−q
2R2c
2
) (2.18)
Pour les molécules plates ou en forme de disque : q2.I(q) = f(q2) Pour les
molécules en forme de disque de rayon Rt et d’épaisseur T, les petits angles donnent le
rayon par Rt = T√12 et à plus grands angles on a la relation :
q2.I(q) ∝ exp(−q
2R2t
2
) (2.19)
En résumé, la figure 2.9 donne une représentation de l’allure des profils de diffusion
en fonction de la forme de l’objet.
❀ Fonction de distribution de distance de paires, et détermination du Dmax
Dans ces trois cas, une autre longueur caractéristique peut être déterminée par SAXS :
c’est la longueur maximale de l’objet. Ce Dmax est obtenu en traçant la fonction ma-
thématique appelée fonction de distribution des distances de paires et notée p(r). Elle
représente l’histogramme des distances intraparticulaires d’une macromolécule : c’est à
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Figure 2.9 – Courbes SAXS en fonction de la forme des particules. La pente de
l’intensité diffusée en fonction de q, représentée en échelle logarithmique, donne une première
approximation de la forme globale de l’objet en solution.
Figure 2.10 – La fonction de distribution des distances
dire la probabilité de trouver deux diffuseurs à une distance r (figure 2.10). Mathémati-
quement, elle s’obtient par la transformée de Fourier inverse de l’intensité diffusée, I(c,q).
Pour résoudre cette équation nous avons utilisé le programme GNOM [143].
p(r) =
1
2pi2
∫ ∞
0
I(q)
sin qr
qr
q2dq (2.20)
❀ Détermination de la forme de la particule
A partir du facteur de forme, I(0,q), il est possible d’obtenir des informations sur la forme
de la particule. Une première façon, est d’utiliser une méthode de modélisation ab Initio
de la structure de la macromolécules en solution. Plusieurs modèles ab initio existent
(avec différents programme associés) et permettent d’avoir une information sur la forme
à différentes résolutions (figure 2.11 ). Toutefois l’utilisation de ces modèles est souvent
limitée aux particules de densité électronique homogène.
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Figure 2.11 – Modélisation du lysozyme par différentes méthodes. gauche : reconstruc-
tion d’une enveloppe globale par SACHA ; centre : ajustement de pseudo atomes par DAMMIN
ou DAMMIF ; droite : modèle de chaîne par GASBOR.
Pour les particules de densité électronique non homogène, il est préférable d’utiliser
des méthodes de calcul : les conditions initiales sur la forme de l’objet sont fixées initiale-
ment, et le logiciel calcule la courbe SAXS correspondante. Nous avons utilisé pour ceci le
logiciel SASfit, qui génère des courbes de diffusion théoriques à partir d’un certain nombre
de paramètres préétablis, qu’il fait évoluer par itération jusqu’à obtenir une courbe théo-
rique la plus proche possible de la courbe expérimentale (par application de la méthode
des moindre carrés). Les paramètres requis varient en fonction du modèle général choisi
initialement et concernent principalement les distances internes de la structure et les dif-
férentes densités électroniques du système. Par exemple pour une sphère de rayon R, et
de contraste de densité électronique ∆η, l’intensité diffusée sera donnée par l’équation :
Ispère(q, R) =
(
4piR3∆η
sin qR− qR cos qR
(qR)3
)2
(2.21)
En faisant varier R et ∆η, les courbes SAXS de différentes sphères pleines peuvent ainsi
être calculées (figure 2.12).
❀ Détermination expérimentale de la masse d’un composé inconnu
La technique de SAXS permet d’accéder à la détermination de plusieurs paramètres
intrinsèques des objets étudiés, et en particulier leur masse. Toutefois l’intensité diffusée
dépendant aussi bien des propriétés de l’objet que de l’énergie du faisceau incident, il
est donc important de calibrer le faisceau de RX avant chaque utilisation. La méthode
classique de calibration est d’utiliser un composé de masse connue, et de mesurer l’intensité
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Figure 2.12 – Intensité diffusée pour des sphères pleines de rayon R=10nm et R=20nm,
avec un contraste électronique fixé à 1.
diffusée par celui-ci à l’origine, I(0,0), dans les mêmes conditions que les échantillons. C’est
donc un calcul de la masse à partir de I(0) relative. En pratique la BSA est utilisée, lors de
l’analyse de solution de protéines. Le volume partiel spécifique des protéines étant évalué
à vp = 0,74 cm3/g, la masse d’une protéine inconnue est alors donnée par :
Mprotéine ≈ MBSA
I(0)
c
IBSA(0)
c
(2.22)
Cependant lorsque le composé analysé n’est pas une protéine (cas de l’analyse des mi-
celles), les volumes partiels spécifiques ne sont plus identiques, et la masse pourra être
obtenue en faisant intervenir une constante au carré :
Mmacromol ≈ MBSA
I(0)
c
IBSA(0)
c
(
vp|BSA(ρe−BSA − ρtampon)
vp|macromol(ρe−macromol − ρtampon)
)2
(2.23)
avec pour le calcul de la constante :
– vp|BSA=0,74 cm3/g le volume partiel spécifique de la BSA
– ρe−BSA=0,435 e
−/Å3 la densité électronique de la BSA
– ρtampon la densité électronique du tampon (pour l’eau, ρeau=0,334 e−/Å3)
– vp|macromol en cm3/g obtenu par densimétrie ou par simulation sur logiciel (exemple :
chemsketch)
– ρe−macromol en e
−/Å3 la densité électronique de la macromolécule en solution.
Cette dernière est définie par ρe−macromol =
Ne−
Vm
, où N e− est la somme du nombre d’électrons
apportés par chaque atome de la structure (1 par hydrogène, 6 par carbone, 8 par oxy-
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gène, 9 par fluor, 7 par azote, etc), et Vm est le volume moléculaire (en cm3/molécule). Il
s’obtient à partir du volume molaire VM (en cm3/mole), et donc du volume partiel spé-
cifique vp (en cm3/g), d’après les relations : Vm=VMNa et VM=vpMw, où Na est le nombre
d’Avogadro et Mw la masse molaire (en g/mol) de la macromolécule. Ce qui donne en
tenant compte du passage des cm3 aux Å3 :
ρe−macromol =
N e−.10−24
Vm
=
N e−.10−24Na
VpMw
(2.24)
Cette méthode de détermination de la masse d’après l’intensité relative présente cer-
tains inconvénients. La BSA est, comme nous l’avons vu dans le profil d’élution par SEC,
figure 2.7 une protéine qui s’agrège rapidement. Les standards doivent donc être préparés
le même jour que l’analyse et centrifugés pour éliminer au maximum les agrégats. La
présence de ces agrégats solubles, difficiles à éliminer complètement, fausse la valeur du
IBSA(0) obtenue en la surévaluant. Par ailleurs la masse molaire de la BSA, MBSA, varie
dans la littérature, la calibration se fait donc avec un standard dont la masse est connue
avec une incertitude non négligeable. Pour éviter ce problème, nous avons choisi d’adopter
une autre méthode de détermination de la masse qui se base sur l’intensité I(0,0) abso-
lue en utilisant l’eau comme standard comme décrit par Orthaber [144]. Cette méthode
présente l’avantage d’être moins biaisée, puisque la diffusion de l’eau est indépendante
de l’angle de diffusion, et ne dépend que de ses propriétés physiques de compressibilité.
L’intensité de diffusion de l’eau (en nombre d’électrons diffusés par photons incidents) est
donc parfaitement connue : elle est notée dΣ/dΩ|eau, et vaut 1,632.10−2 cm−1 à 20 ◦C.
En pratique, pour calculer l’intensité absolue d’un composé, il faut déterminer l’inten-
sité relative de l’eau et du composé étudié dans les conditions expérimentales. Celle de
l’eau est donnée par l’ordonnée à l’origine de l’asymptote du signal de l’eau auquel on a
retranché celui de la cuve vide. Pour le composé il faut tracer la courbe de Guinier ln I(q)
=f(q2) dans le domaine de Guinier pour obtenir le I(0,0)rel.
L’intensité absolue d’une macromolécule en solution à 20 ◦C peut alors s’exprimer
suivant la relation :
dΣ(q)/dΩ|molécule =
I(0)relmolécule
I(0)releau
dΣ/dΩ|eau (2.25)
et la masse de la macromolécule est obtenue par :
Mmolécule =
dΣ(q)/dΩ|molécule
c
Na
(∆ρ)2v2p
(2.26)
avec
– le nombre d’Avogadro, Na = 6,023.1023
– le volume partiel spécifique vp en cm3/g
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– la différence de densité électronique en cm−2, ∆ρ = (ρe− − ρeau)be−
– ρe− la densité electronique calculée selon l’équation 2.24
– la constante be−= e
2
mec2
=0,28179.10−12 cm/e−
– la densité électronique de l’eau ρe− =3,34.1023 e−/cm3
2.4.3 Diffusion par une solution monodisperse de particules en interactions
Dans une solution idéale, c’est à dire sans interaction, toutes les particules se com-
portent comme si elles étaient seules dans la solution. Dans une solution monodisperse
de particules en interaction, l’intensité diffusée présente un écart à l’idéalité dû aux inter-
actions entre particules. L’intensité totale diffusée I(c,q) est alors exprimée comme étant
l’intensité diffusée par la solution idéale, I(0,q) ou facteur de forme, tel que défini dans
l’équation 2.16, corrigé par le facteur de structure S(c,q).
I(c, q) = Ni1(q)S(c, q) = I(0, q)S(c, q) (2.27)
Le facteur de structure est obtenu par la transformée de Fourier de la fonction de distri-
bution de paires p(r), selon :
S(c, q) = 1 +
N
V
∫
V
r4pir2 (p(r)− 1) sin rq
rq
dr (2.28)
La valeur du facteur de structure lorsque q tend vers zéro, S(c,0), renseigne sur la
nature des interactions entre particules en solution. Il peut se définir comme une fonction
de la pression osmotique, via la compressibilité :
S(c, 0) =
RT
M
(
∂Π
∂c
)−1
(2.29)
La pression osmotique pour une solution non idéale s’exprime, quant à elle, en fonction
du second coefficient du viriel (noté A2 ou B22 en mol.ml.g−2) symbole des interactions
présentes dans la solution par
Π = cRT
( 1
M
+ A2c + A3c2...
)
(2.30)
avec R : constante des gaz parfaits (8.31 J.mol−1.K−1), T : température, c :concentration
massique en colloïde, M : masse moléculaire du colloïde et A2, A3 :les coefficients du viriel.
Les équations 2.30, 2.29 et 2.27 permettent d’obtenir :
S(c, 0) =
I(c, 0)
I(0, 0)
=
1
1 + 2MA2c
(2.31)
Le facteur de structure à l’origine (q→0) peut donc être déterminé expérimentalement
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par le rapport des limites, qui se simplifie en faisant un développement limité (MA2«1)
selon :
S(c, 0) =
lim
q→0
I(c, q)
lim
c→0
I(c, 0)
=
1
1 + 2MA2c
≈ 1− 2MA2c (2.32)
Les interactions en solution peuvent donc être quantifiées par la détermination du
A2. Lorsque ces interactions sont répulsives, les particules sont réparties uniformément,
S(c,0)<1, soit A2>0 . Lorsque les interactions sont attractives, les particules présentent
des variations de concentrations locales, S(c,0)>1, et A2<0 (figure 2.13).
Figure 2.13 – Facteur de structure et interactions
Le second coefficient du viriel peut être déterminé par diffusion des RX aux pe-
tits angles mais aussi par ultracentrifugation analytique [145], chromatographie analy-
tique [146], mesures de pression osmotiques [147], diffusion statique de la lumière [48],
ou diffusion des neutrons aux petits angles. Son expression formelle fait intervenir le po-
tentiel total isotrope U(r) existant entre particules, qui est la résultante des interactions
colloïde/colloïde et colloïde/solvant en solution :
A2 =
2piNa
M2
∫ +∞
0
(
1− e−
U(r)
kBT
)
r2dr (2.33)
Les interactions intermoléculaires (colloïde/colloïde) correspondent à l’action réciproque
qu’exercent deux molécules l’une sur l’autre, et ont été largement étudiées par Israela-
chvili [148]. Elles dépendent de r, la distance interparticulaire, et s’expriment en terme
d’énergie potentielle, aussi appelé potentiel d’interaction U, ou de sa dérivée, la force
F : F (r) = −gradU(r). Par convention, la force est dite attractive lorsqu’elle tend à
rapprocher les particules et correspond à des valeurs de F(r) négatives. La force est ré-
pulsive (F(r)>0) lorsque les molécules ont tendance à s’éloigner. L’intensité de l’énergie
est évaluée en comparaison à kBT qui correspond à l’énergie d’agitation thermique. La
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distance interparticulaire r, jusqu’à laquelle la force est ressentie significativement permet
de qualifier la portée de la force (courte pour une petite distance r, et longue si r est
grand).
Le second coefficient du viriel est un paramètre qui permet donc de quantifier les
interactions globales en solution. Il est particulièrement intéressant dans le cas de l’étude
des conditions de cristallisation des protéines, puisqu’il existe un intervalle de valeurs
de A2, le "crystallization slot", où la protéine a une plus forte probabilité de cristalliser.
Nous allons donc voir quelles sont les différentes composantes qu’il retranscrit, et quels
renseignements il apporte dans le cadre de la cristallisation des protéines.
2.4.4 La mesure des interactions de solutions de PM
Les différentes composantes du potentiel d’interaction. Les forces d’interaction
entre deux particules en solution sont la résultante de la combinaison de trois types
d’interactions élémentaires : les interactions répulsives de volume exclu, les interactions
électrostatiques et celles de polarisation liées à la nature électrostatique des molécules.
Nous allons, dans la suite, détailler ces trois types d’interactions en considérant des par-
ticules sphériques dans un système isotrope, c’est à dire où il n’existe pas de direction
privilégiée pour les interactions, qui dépendent alors uniquement de la distance r. Nous
aborderons ensuite les interactions solvant/colloïde
Les forces de volume exclu traduisent l’effet de répulsion des nuages électroniques de
deux particules qui se rapprochent. Purement répulsives, elles sont aussi appelées forces
de répulsion stérique ou cœur dur. De très courtes portées, ces forces se caractérisent
par une augmentation brusque de leurs intensités lorsque deux molécules s’approchent.
Pour les macromolécules biologiques, le modèle de sphères indéformables est une bonne
première approximation. Dans ce cas l’expression du potentiel, dit de "sphère dure", est
donnée par :
U(r) =
{
+∞ pour r<D
0 pour r>D
(2.34)
avec D : diamètre de la particule
Il faut toutefois noter que d’autres modèles du potentiel de répulsion stérique existe afin
de tenir compte de l’éventuelle compressibilité des particules, mais nous ne les aborderons
pas dans ce travail.
Les interactions électrostatiques - Les forces coulombiennes
(charge/charge)
Entre deux particules de charges Z1 et Z2 situées à une distance r dans un solvant
de constante diélectrique εs, il existe des forces de répulsion électrostatique dites
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coulombiennes dont le potentiel s’écrit :
U(r) =
Z1Z2
4piε0εsr
(2.35)
où ε0 est la permittivité du vide, que pondère la constante diélectrique εs pour tenir
compte du milieu.
Cette interaction à longue portée est attractive pour des particules de charges opposées,
et répulsive pour des charges de même signe.
- Les forces charge/dipôle permanent
Avant de présenter les forces charges/dipôles, il convient ici de définir tout d’abord la
notion de dipôle permanent. Il s’agit en fait d’une particule dont la structure présente deux
pôles ponctuels de charges de signes opposés mais d’intensité égale, notée z. La "force"
du dipôle est caractérisée par son moment dipolaire µ =zl, où l est le vecteur orienté de
la charge négative vers la charge positive. Une molécule est constituée d’un ensemble de
dipôles ui et peut être considérée comme un dipôle unique de moment dipolaire µ =
∑
ui, si ce moment dipolaire est non nul (dans l’espace et dans le temps), la molécule est
dite polaire.
En solution des interactions charges/dipôles vont se créer et dépendent de l’orien-
tation du dipôle par rapport à la charge Z. Dans l’eau, l’interaction charge/dipôle est
généralement d’intensité inférieure à l’énergie d’agitation thermique kBT, ce qui la rend
négligeable. Les dipôles sont donc libres de tourner à peu près librement. En moyen-
nant par une distribution de Boltzmann toutes les orientations de dipôles, le potentiel
d’interaction est donné par :
U(r) = − Z
2µ2
6(4piε0εs)2kBTr4
pour
Zµ
4piε0εsr2
< kBT (2.36)
- Les forces dipolaires (dipôle permanents/dipôle permanents)
L’interaction dipôle/dipôle permanents est encore plus faible que la précédente dans le
cas de macromolécules. Elle n’induit pas d’alignement des molécules polaires, l’utilisation
d’une moyenne de Boltzmann sur toutes les orientations donne l’expression du potentiel
d’interaction entre deux dipôles µ21 et µ
2
2 suivant :
U(r) = − µ
2
1µ
2
2
3(4piε0εs)2kBTr6
pour
µ1µ2
4piε0εsr3
< kBT (2.37)
Ce potentiel variant en 1/r6 est appelé potentiel d’orientation ou de Keesom. Il est l’un des
trois potentiels qui constituent l’interaction de van der Waals entre atomes et molécules
(cf. § 2.4.4, page 97)
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Les interactions de polarisation Tout atome ou toute molécule est polarisable,
c’est à dire que son nuage électronique peut être déformé sous l’action d’un champ élec-
trique E extérieur. Ce champ électrique est créé par la présence des charges et dipôles
permanents dans l’environnement de la particule considérée. Cette dernière présente alors
un moment dipolaire induit µind proportionnel à E : µind = αE, où α est la polarisabilité
de la particule. Il se défini alors trois potentiels d’interaction :
L’interaction charge/dipôle induit, entre une molécule de charge Z et une molécule
non-polaire (dipôle induit) de polarisabilité α :
U(r) = − αZ
2
2(4piε0εs)2r4
(2.38)
L’interaction dipôle permanent/dipôle induit, entre un dipôle permanent µ et
une molécule non-polaire de polarisabilité α :
U(r) = − αµ
2
(4piε0εs)2r6
(2.39)
Appelée interaction de Debye ou induction, c’est la deuxième composante des interactions
de van der Waals (cf. § 2.4.4, page 97)
L’interaction dipôle induit/dipôle induit, entre tous les atomes ou molécules, y
compris celles neutres et apolaire. Les molécules apolaires possèdent un moment dipolaire
en moyenne nul dans le temps, mais présente un moment dipolaire fini à chaque instant,
créé par la position à l’instant t des électrons en rotation autour des protons du noyau. Ce
dipôle instantané génère un champ électrique capable de polariser les atomes ou molécules
voisines, qui deviennent alors à leur tour des dipôles induits. Le potentiel d’interaction
entre deux atomes différents, de polarisabilité α1 et α2, et d’énergie première d’ionisation 2
Ei1 et Ei2 s’écrit :
U(r) = −3
2
α1α2
(4piε0εs)2r6
Ei1Ei2
Ei1 + Ei2
(2.40)
Cette force est appelée force de dispersion ou force de London, et constitue la
troisième et dernière composante des forces de van der Waals (cf. § 2.4.4, page 97)
Les interactions de van der Waals Les interactions de van der Waals caracté-
risent les interactions existantes entre deux entités polaires, ou polarisables. Comme nous
l’avons introduit dans les paragraphes précédents les forces associées regroupent
1. les forces d’orientation, ou de Keesom (dipôle permanent/dipôle permanent)
2. énergie nécessaire pour extraire un électron à un atome
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2. les forces d’induction, ou de Debye (dipôle permanent/dipôle induit)
3. les forces de dispersion, ou de London (dipôle induit/dipôle induit)
toutes variant en 1/r6. L’expression du potentiel de van der Waals peut donc s’écrire :
Uvdw(r) = −Jvdw
r6
= −Jorient + Jind + Jdisp
r6
(2.41)
où Jorient, Jind, Jdisp peuvent être respectivement extraits des équations 2.37, 2.39, et
2.40, aussi bien pour les molécules que les atomes.
Dans le cas de deux macromolécules, l’interaction de van der Waals peut être calculée
à l’aide de la théorie de Lifshitz qui considère les particules comme des milieux continus
caractérisés par leur constante diélectrique statique et leur indice de réfraction. Ainsi pour
deux particules sphériques de rayon R situées à une distance r l’une de l’autre, le potentiel
de van der Waals s’écrit :
Uvdw(r) = − A12
[
4R2
r2 − 4R2 +
4R2
r2
+ 2ln
(
1− 4R
2
r2
)]
(2.42)
où A est la constante de Hamaker qui dépend des constantes diélectriques (ε) et des indices
de réfraction (n) de la particule (indicés p) et du solvant (indicés s) selon l’équation :
A =
3
4
kT
(
εp − εs
εp + εs
)2
+
3Ei
16
√
2
(n2p − n2s)2
(n2p + n2s)3/2
(2.43)
Son premier terme correspond aux interactions de Debye et de Keesom, alors que le second
tient compte des forces de dispersions. En première approximation le potentiel d’ionisation
(Ei = 12 eV), l’indice de réfraction (np = 1.519) et la constante diélectrique (εp = 2) sont
constants d’une protéine à l’autre [149], ce qui permet d’estimer la constante de Hamaker
à 3kBT.
Les interactions solvant/colloïde Comme on le voit par la présence du facteur εs
dans les équations 2.35 à 2.40, les interactions vont subir des modifications, souvent non
négligeables, en fonction du solvant. En effet celui-ci peut moduler les propriétés de la
particule comme sa charge (en fonction du pH ou de la force ionique) ou sa polarisabilité.
De façon réciproque, la présence du colloïde perturbe l’organisation locale du solvant
par le volume qu’il occupe d’une part, et par les forces de solvatation qu’il engendre.
Dans notre étude les particules (tensioactifs, micelles, protéines) étant toujours en solvant
aqueux, les principales forces exercées sont les forces hydrophiles (d’hydratation) et
les effets hydrophobes. Une surface hydrophile (souvent polaire ou chargée) présente
une plus grande affinité pour l’eau que pour les autres surfaces hydrophiles. Elle va donc
préférentiellement s’entourer de molécules d’eau, provoquant une restructuration de celles-
ci (via les liaisons hydrogène) dans la couche d’eau vicinale à la surface. Deux colloïdes
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hydrophiles en solution exercent ainsi une force d’hydratation répulsive l’un envers l’autre.
A l’inverse, une surface hydrophobe montre peu d’affinité pour l’eau, produisant une force
attractive pour les autres surfaces hydrophobes du milieu. Par conséquent, en solution les
surfaces hydrophiles se repoussent et les surfaces hydrophobes s’attirent, ces phénomènes
sont à l’origine de nombreux processus naturels tels que le repliement de protéine ou la
micellisation.
Modulation des interactions et de la solubilité
Les effets de sel Les sels en solution sont des espèces chargées capables d’écranter
les charges de la protéine, ce qui va influer sur la force des interactions existantes, notam-
ment via les forces de Coulomb. Pour des pH éloignés du point isoélectrique, pI, le nombre
de charges des protéines augmente, induisant une plus grande répulsion entre protéines,
et donc une augmentation du second coefficient du viriel. Inversement à pH proche du pI,
les protéines sont faiblement chargées, les interactions coulombiennes répulsives sont plus
faibles. Cependant les protéines étant très sensibles aux variations de pH, la plage où la
protéine reste stable est limitée et dépend de chaque protéine.
Outre l’effet de pH, les sels jouent aussi un rôle par la force ionique qu’ils imposent.
Ainsi les interactions protéine/protéine évoluent de façon continue du répulsif (à faible
force ionique), à moins répulsif, ou attractif, à forte concentration en sel. Il faut toutefois
noter qu’avant cette phase de "salting out", pour les faibles concentrations en sel, la plupart
des protéines connaissent une courte phase de "salting in". Dans ce cas, l’ajout de sel
provoque une augmentation de la solubilité des protéines qui se traduit par l’augmentation
du A2 et des interactions répulsives. La portée de l’attraction amenée par un sel est faible,
et sa force est spécifique de la nature du sel (cf. figure 2.14). L’efficacité d’un anion à
induire des attractions suit l’ordre direct ou inverse de la série de Hofmeister (en fonction
du pH par rapport au pI de la protéine). Dans ces travaux de 1888 [150], repris par
exemple par Zhang en 2006 [151], Hofmeister a classé les ions suivant leur capacité à faire
précipiter les protéines en prenant pour modèle les protéines du blanc d’œuf de poule.
Il a montré que l’effet déstabilisant des anions est supérieur à celui des cations suivant
l’ordre :
• cations : NH+4 <K
+<Na+<Li+<Li+<Mg2+<Ca2+<CH6N+3 (Guanidinium)
• anions : SO2−4 <HPO
2−
4 <CH3CO
−
2 <C6H5O
3−
7 (citrate)<F
−<Cl−<Br−<NO−3
<ClO−3 <I
−<ClO−4 <SCN
−
A pH<pI, la protéine porte une charge globale positive, les anions qui se lient à la
protéine diminuent la charge nette de celle-ci, diminuant ainsi sa solubilité suivant l’ordre
direct de la série de Hofmeister. A pH>pI la protéine est chargée négativement, l’efficacité
des anions à induire la précipitation suit alors l’ordre inverse de la série de Hofmeister
(figure 2.14).
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L’effet de la température Lorsque l’on augmente la température la solubilité de
la protéine est en général augmentée, et le diagramme de phase est décalé vers de plus
grandes concentrations (cf. figure 2.14). Les protéines étant des espèces thermosensibles,
cela limite la possibilité des variations de température. Il existe toutefois des conditions
expérimentales pour lesquelles des protéines vont avoir un comportement inverse. C’est
le cas par exemple de l’inhibiteur de trypsine pancréatique bovin (BPTI) dont le sens de
l’influence de la température sur la solubilité dépend du sel utilisé. Ainsi la BPTI a pu
être cristallisée à chaud [152].
Figure 2.14 – Effet des sels et de la température. Extrait de [50]. Variation du second
coefficient du viriel et de la solubilité du lysozyme en fonction du sel, de sa concentration et de
la température. Le lysozyme montre, dans l’ordre, une meilleure solubilité en présence d’ions
acétate, chlorure, nitrate, et thiocyanate, résultats corrélés aux mesures de A2. Par ailleurs, plus
la température est élevée, plus les valeurs de A2 augmentent.
L’ajout de polymères non-adsorbants à une solution colloïdale produit une séparation
de phase, avec une phase riche en colloïdes, et une phase riche en polymères (et pauvre en
colloïdes). Ce phénomène fut décrit et commenté dès 1954 par Asakura et Oosawa [153],
puis repris et expliqué par Vrij (1976) [154] et Lekkerkerker et coll. (1992) [155]. Il est
le résultat de l’interaction attractive colloïde/colloïde nommée déplétion, provoquée par
l’ajout de polymère. Cette force attractive à courte portée peut être expliquée d’après le
modèle d’Asakura-Oosawa (figure 2.15).
En considérant une seule particule sphérique de rayon R en solution, les molécules de
polymères sont réparties aléatoirement autour de sa surface exerçant sur elle une pression
en moyenne nulle dans l’espace. Les molécules de polymère, considérées sphériques de
rayon Rpol, ne pouvant pénétrer les surfaces des colloïdes, elles se situent au minimum à
une distance R+Rpol de la surface du colloïde (les centres des particules servant de réfé-
rences pour les distances). Le volume situé entre la surface colloïde et la sphère "fictive" de
rayon R+Rpol, est appelé zone de déplétion. Si maintenant on considère deux particules
en solution qui se rapprochent suite aux mouvements browniens, lorsque leurs surfaces
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Figure 2.15 – Pression osmotique et forces de déplétion [153]. a) Les molécules de
polymère (gris clair) sont réparties de façon homogène autour du colloïde (gris foncé). En gris
intermédiaire est définie la zone de déplétion. La pression osmotique (flèches) est globalement
nulle. b) Deux particules se sont rapprochées provoquant le recouvrement de leurs zones de
déplétion. Les molécules de polymère se retrouvent expulsées de cette zone, créant un déséquilibre
de pression osmotique, qui engendre une interaction attractive de déplétion (flèches blanches)
entre les molécules de colloïdes.
se trouvent à une distance inférieure à Rpol, les zones de déplétion des deux particules
se recouvrent et les molécules de polymères se retrouvent exclues de ce volume de recou-
vrement. Cette région présente alors une pression osmotique en polymère plus faible que
le reste de la solution, ce qui engendre une interaction attractive des colloïdes : c’est la
force de déplétion. Par ailleurs ce rapprochement des particules libère dans la solution un
nouveau volume accessible aux polymères, qui voient leur entropie augmenter, ce qui est
thermodynamiquement plus favorable.
Le modèle d’Asakura-Oosawa exprime l’interaction de déplétion de la manière suivante
en fonction de r la distance entre les deux centres des colloïdes de rayon R :
Udepl(r) =


+∞ pour r ≤ 2R
−ΠpolVoverlap(r) pour 2R<r≤2R+Rpol
0 pour r>2R+2Rpol
(2.44)
avec :
– Πpol la pression osmotique exercée par les polymères sur les colloïdes, qui dépend de
la concentration des polymères npol :
Πpol = npolkBT (2.45)
– Voverlap le volume de recouvrement des zones de déplétion, qui fait intervenir la taille
du polymère Rpol :
Voverlap(r) =
4
3
pi(R + Rpol)3

1− 3r
4(R + Rpol)
+
1
2
[
r
2(R + Rpol)
]3 (2.46)
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En pratique les polymères inertes utilisés comme agents cristallisants sont souvent de
type PEG (poly éthylène glycol). Plus leurs masses moléculaires et leurs concentrations
dans la goutte de cristallisation sont élevées, plus les interactions sont attractives (figure
2.16). La déplétion est un phénomène à longue portée. En présence de plusieurs agents
cristallisants, les effets de sels et de PEG ont lieu de façon synergique, sans être additifs
[56].
Figure 2.16 – Effet de PEG A) [156]. Évolution du second coefficient du viriel de l’urate
oxidase (pH 8,5 à 20◦C) en fonction de la taille du PEG (3350, 8000 ou 20000 Da), et de sa
concentration. B) [157]. Évolution du second coefficient du viriel de complexe BR-OG (1,mg/mL
BR, 40 mM OG, 20◦C) en fonction de la taille du PEG (3350 ou 8000 Da) et de sa concentration.
Plus la taille du PEG et sa concentration sont élevées, plus les valeurs de A2 sont faibles, ce qui
est caractéristique d’une plus forte attraction entre molécules de protéine.
Conclusion L’utilisation du second coefficient du viriel pour comprendre les méca-
nismes de cristallisation a mis en évidence que les interactions entre protéines solubles
variaient en fonction du type de sel et du pH, et que les interactions attractives augmen-
taient avec :
– la concentration en agent cristallisant (sel ou polymère non adsorbant)
– la taille du polymère(rayon et masse molaire)
– la diminution de la température, en général.
Peu d’études portent sur le cas des protéines membranaires intégrales. Dans ces systèmes
la proportion de détergent dans le complexe PDL est telle, qu’il a un rôle prédominant dans
la première étape du rapprochement des complexes entre eux. Ainsi il semble important
de réaliser l’étude des interactions sur les micelles libres de détergent, avant même de
vouloir étudier des solutions de complexes PDL.
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3 Études préliminaires à la diffusion des rayonne-
ments
Pour pouvoir interpréter les résultats de l’étude des tensioactifs par diffusion des rayon-
nements, nous avons besoin de déterminer au préalable les propriétés optiques et volumé-
triques des composés (dn
dc
, vp). Le calcul de plusieurs paramètres intrinsèques aux molécules
(nombre d’électrons, densités électroniques, etc) sera aussi utile pour la détermination de
la masse des micelles, et les simulations de forme sous le logiciel SASfit.
3.1 Mesure des dn/dc par réfractométrie pour la diffusion de
lumière
L’indice de réfraction n, est défini comme le rapport de la vitesse de la lumière dans
le vide (c) et dans le milieu étudié (v) : n=c/v. Il résulte d’un phénomène microscopique
de polarisation des atomes sous l’action d’une onde électromagnétique incidente. Plus la
matière interagit avec la lumière, plus l’indice de réfraction aura une valeur supérieure
à 1. L’indice de réfraction est donc directement relié à la polarisabilité de la matière, il
peut d’ailleurs être aussi défini comme le rapport au carré de la permittivité diélectrique
du milieu ε sur celle du vide ε0 : n=( εε0)
2.
Pour des solutés il faut utiliser l’incrément de l’indice de réfraction, noté dn
dc
(en mL/g)
défini comme la variation de l’indice de réfraction en fonction de la concentration du soluté
à température constante. Sa détermination se fait par mesure de l’indice de réfraction,
pour plusieurs concentrations en soluté, à température constante. L’incrément de l’indice
de réfraction est notamment nécessaire pour calculer la masse moléculaire des objets en
solution par la technique de diffusion statique de la lumière (cf. équation 2.7).
DDM PCC-
malt
F2H9-
malt
F4H5-
malt
F6H2-
malt
dn/dc
(mL.g−1)
0,1430
±0,0010
0,1600
±0,0010
0,1179
±0,0011
0,0841
±0,0009
0,0650
±0,0009
Tableau 2.4 – Mesure des incréments d’indice de réfraction
3.2 Mesure des volumes partiels spécifiques par densitométrie
pour le SAXS
Le volume partiel spécifique, vp s’exprime en cm3.g−1, et correspond au volume occupé
par le composé dans un mélange. Les volumes étant non additifs, le volume, Vsolution, d’une
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Figure 2.17 – Détermination des incréments d’indices de réfraction des tensioactifs
à température ambiante
solution à N composants se calcule alors par :
Vsolution = Vsolvant +
N∑
i=1
vpimi (2.47)
avec Vsolvant : le volume du solvant, vpi et mi : le volume partiel et la masse du iième
composé. Le volume partiel spécifique est nécessaire dans l’exploitation des résultats de
nombreuses techniques comme l’ultracentrifugation, ou la diffusion des rayons X ou neu-
trons aux petits angles. Il peut être déterminé à partir de la variation de la densité d’une
solution en fonction de la concentration, selon l’équation donnée dans la littérature [158] :
vp =
1
ρsolvant
(
1− ∂ρ
∂c
)
(2.48)
où ρsolvant est la densité du solvant, et ρ la densité de la solution, et c sa concentra-
tion en soluté. En mesurant la densité d’une solution à différentes concentrations en
tensioactif, la courbe de la densité en fonction de la concentration donne une droite de
pente (1- vp.ρsolvant) qui permet de déduire expérimentalement la valeur du volume partiel
spécifique. Les mesures ont été réalisées sur le DDM, le PCC-malt, le F2H9-malt, et le
F4H5-malt (figure 2.18), et les résultats sont repris dans le tableau 2.5.
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Figure 2.18 – Détermination des volumes partiels spécifiques
DDM PCC-malt F2H9-malt F4H5-malt
vp (mL.g−1) 0,819 0,799 0,749 0,632
Tableau 2.5 – Mesure des volumes partiels spécifiques
3.3 Calculs des densités électroniques
Le volume partiel spécifique sert à la détermination de la densité électronique dont
les résultats, donnés dans le tableau 2.6, servent au calcul de la masse par SAXS. Pour
les composés dont le vp n’a pas été déterminé expérimentalement, nous avons utilisé les
valeurs de volume partiel estimées par le logiciel Chemsketch.
Par ailleurs pour les simulations SASfit faites sur le DDM, le PCC-malt et le F2H9-
malt, nous avons eu besoin d’estimer les différentes densités électroniques des micelles.
Nous avons choisi pour cela de calculer séparément la densité du cœur hydrophobe et
celle de la couronne hydrophile (cf. tableau 2.7). Nous avons calculé le volume d’une
tête maltoside à partir du DDM en retranchant au volume moléculaire du tableau 2.6,
le volume moléculaire de la chaîne hydrophobe. Celui-ci peut être calculé par l’équation
Vchaine = 27,4 + 26,9 nc, où nc est le nombre d’atome de carbones dans la chaîne [22].
Pour le DDM à 12 carbones, le volume de sa chaîne est de 350,2 Å3, et le volume de la
tête maltoside de 344,1 Å3. Avec ce volume de tête, il est alors possible de déterminer le
volume de la chaîne des autres composés dont nous avions mesuré le vp.
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Tensioactif Vp VM Vm Ne− ρe−
cm3/g cm3/mole Å3/molécule e− e−/Å3
Tripode C3* 0.592 661.3 1098.5 594 0.5397
Tripode C4* 0.613 709.3 1178.2 618 0.522
Tripode C5* 0.629 757.2 1257.8 642 0.5105
F8TAC* 0.644 872.3 1448.3 704 0.486
DDM 0.819 4.180 694.3 278 0.400
PCC-malt 0.799 438.4 727.8 298 0.409
F2H9-malt 0.750 439.3 729.4 310 0.425
F4H5-malt 0.632 398.4 661.5 326 0.492
F6H2-malt* 0.578 397.2 659.5 350 0.531
F6-Diglu* 0.593 521.6 866 452 0.522
Tableau 2.6 – Table des densités électroniques des tensioactifs. Vp : Volume partiel
spécifique ; VM =Vp.Mw (ou donnée Chemsckecht si *) : Volume molaire ; Vm=VM /Na (ou
donnée Chemsckecht si *) : Volume moléculaire ; Ne− : Nombre d’électron de la molécule calculé
à partir du nombre d’électrons par atomes (C 6e− ; H 1e− ; O 8e− ; N 7e− ; S 16e− ; F 9e−) ;
ρe−=Ne−/Vm : Densité électronique.
Formule VM Vm Ne− ρe−
cm3/mole Å3/molécule e−/Å3
tête malt C12H21O11 207.1 344.1 181 0.526
chaîne dodécyl C12H25 210.8 350.2 97 0.277
chaîne PCC C15H27 231.0 383.7 117 0.305
chaîne F2H9 C11H18F5 232.0 385.3 129 0.335
Tableau 2.7 – Table des densités électroniques pour une structure cœur/couronne.
VM : Volume molaire ; Vm :Volume moléculaire ; Ne− : Nombre d’électron ; ρe− : Densité élec-
tronique
3.4 Mesure de la taille par DLS (Rh)
Comme nous l’avons vu dans le § 2.2, la technique de diffusion dynamique de la lu-
mière permet d’estimer le rayon hydrodynamique des objets en solution monodisperse.
Nous l’avons utilisé pour mesurer la taille des micelles en solution du DDM, du PCC-
malt, et des FH-malt. Pour exemple, les courbes d’auto-corrélation du DDM présentées
figure 2.19, sont superposées et ont la forme globale de mono-exponentielles qui décroissent
rapidement aux temps courts, signe que nous sommes en présence d’une population majo-
ritaire homogène de particules de petite taille. Le décollement de la courbe par rapport à
l’axe des abscisses en fin de décroissance indique toutefois la présence de quelques agrégats
résiduels minoritaires, malgré les précautions prises lors de la préparation des échantillons
(centrifugation de 2h). La mesure des tailles des micelles est cependant possible (figure
2.20). La valeur du rayon hydrodynamique obtenue pour le DDM est de 3,4 ± 0,1 nm, ce
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Figure 2.19 – Courbes d’auto-corrélation obtenue par diffusion dynamique de la
lumière sur 8 mesures du même échantillon de DDM à 20 mg/mL
qui est en accord avec la littérature (3,42 ± 0,03 nm) [159].
Figure 2.20 – Distribution de tailles des micelles de DDM et PCC-malt sur 8 mesures
de solutions à 20 mg/mL
Pour les micelles de PCC-malt nous obtenons une taille équivalente (Rh=3,4 ± 0,2
nm), et l’étude de la famille des FH-malt montre que le F6H2-malt forme de grosses
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micelles d’un rayon d’environ 10 nm. Le F4H5-malt possède des micelles d’un rayon situé
entre 3,8-4,1 nm, légèrement supérieur aux micelles de DDM alors que le F2H9-malt
forme de plus petites micelles (2,65 nm). L’ensemble des résultats de mesures du rayon
hydrodynamique des micelles par rapport à la distribution de tailles en volume est donné
dans le tableau 2.8
Tensioactif Rh (nm)
DDM 3,4 ± 0,1
PCC-malt 3,4 ± 0,2
F6H2-malt 9,5 ± 0,3
F4H5-malt 4,1 ± 0,05
F2H9-malt 2,65 ± 0,05
Tableau 2.8 – Mesure des tailles de micelles par DLS d’après la distribution de tailles en
volume, pour des solutions de tensioactif à 20 mg/mL à température ambiante
Au sein de la famille des FH-malt, la taille de la micelle augmente avec le nombre
d’atomes de fluor présents sur la chaîne hydrophobe. La tête polaire maltoside étant
identique entre ces composés, la présence d’une quantité variable de fluor sur la chaine
influe directement sur le paramètre d’empilement, déterminant de la forme des micelles.
En augmentant le volume de la chaîne par ajout de fluor, la forme du monomère passe de
conique pour une chaîne aliphatique à une forme de plus en plus cylindrique. La courbure
de la surface de la micelle est de moins en moins importante, la micelle présente donc un
rayon hydrodynamique plus grand.
3.5 Mesure de la masse par SEC-MALLS
Cette étude a été réalisée sur le DDM et le PCC-malt. La figure 2.21 montre les
profils d’élution des micelles de DDM et PCC-malt détectées en sortie de colonne par un
réfractomètre, ainsi que la masse mesurée en chacun des points. Les masses des micelles
ainsi estimées sont de 90±1 kDa pour le PCC-malt contre 65±3 kDa pour le DDM. Avec
une masse molaire de 548,66 g/mol, pour le PCC-malt, et 510,6 g/mol pour le DDM,
les nombres d’agrégation déterminés par cette technique sont de 164 pour la micelle de
PCC-malt, et 127 pour celle de DDM. Nous n’avons malheureusement pas eu le temps
d’étudier les composés de la famille des FH-malt par cette technique.
La diffusion de la lumière nous a donnée des indications sur la taille (Rh) et la masse des
micelles des différents composés. Nous allons à présent chercher à confirmer et compléter
ces informations grâce à la diffusion de RX aux petits angles par l’étude de la forme de ces
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Figure 2.21 – Comparaison des tailles de micelles de PCC-malt et DDM : Profils
d’élution en colonne de SEC du PCC-malt à 3,2 g/L (rouge) et 6,8 g/L (rose) et du DDM à 3,93
g/L (bleu) et 6 g/L (vert), et calcul des masses des micelles correspondantes (lignes horizontales)
assemblages en solution. Par ailleurs, en vue de l’utilisation des ces tensioactifs pour la
cristallisation des protéines membranaires, nous nous intéresserons aussi aux interactions
entre leurs micelles en solution puisqu’elles renseignent sur le potentiel du tensioactif à
conduire à la cristallisation [67, 69].
4 Étude SAXS des micelles de tensioactifs
Les analyses SAXS ont été réalisées sur la ligne ID14eh3 de l’ESRF (European Syn-
chrotron Radiation Facility) à Grenoble. Elles ont été réalisées sur les quatre familles de
tensioactifs retenues pour la comparaison au DDM, à savoir les tripodes, le F8TAC, le
PCC-malt et les FH-malt.
4.1 Les tripodes faciaux
4.1.1 Résultats
Les courbes SAXS des différents tripodes en fonction de leurs concentrations (figure
2.22) montrent deux comportements différents. D’un côté le C3Glu3 et le C4Glu3 pré-
sentent des courbes décroissantes monotones, dont le profil évolue en fonction de la concen-
tration, et qui ont la particularité de se croiser en un point unique, à des valeurs intermé-
diaires de q. De l’autre côté le C5Glu3 montre un comportement plus "classique" avec des
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courbes superposables, dans la majorité du domaine angulaire, et la présence d’un second
maximum entre 2 et 3 nm−1, zone qui correspond à la structure générale de la micelle en
solution (le premier maximum est obtenu à q=0 nm−1).
Figure 2.22 – Courbes SAXS du C3Glu3 (A), C4Glu3 (B) et C5Glu3 (C) en fonction
de la concentration. Les courbes de Guinier sont données dans les inserts.
Les C3- et C4Glu3 La présence d’un point d’intersection unique des courbes SAXS
est généralement caractéristique d’un équilibre entre deux espèces en solution : l’une pré-
dominante à faible concentration, et l’autre majoritaire aux fortes concentrations. Il faut
bien noter que dans ce cas, l’analyse SAXS ne permet que d’analyser une population
moyenne, qui ne représente pas tout à fait la réalité puisque les solutions sont alors poly-
disperses. L’approximation du Guinier des C3- et C4Glu3 a donc été réalisée pour chaque
concentration afin de déterminer, la masse, le rayon de giration et le nombre d’agrégation
de l’agrégat "moyen" à chaque concentration. La plus faible concentration (respectivement
2,4 et 2,6 mg/mL) donne le signal d’un monomère pour le C3Glu3, et celui d’un dimère
pour le C4Glu3. L’approximation du Guinier pour les concentrations supérieures montre
que lors de l’ajout de tensioactifs les agrégats en solution grossissent avec la concentration,
et le fait que les courbes SAXS ne soient pas superposables indique un changement net
de leur forme générale. Aux plus fortes concentrations testées le C3Glu3 (44 mg/mL) est
sous forme d’un trimère et le C4Glu3 (42mg/mL) sous forme d’heptamère. En calculant
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mathématiquement les courbes SAXS données pour des équilibres entre un monomère et
un trimère de C3Glu3 et entre un dimère et un heptamère de C4Glu3, on s’aperçoit que
les courbes se superposent parfaitement aux courbes SAXS expérimentales, confirmant
la probable présence d’un équilibre entre une forme monomérique et trimérique pour le
C3Glu3, et dimérique (ou monomérique) et heptamérique pour le C4Glu3. Des courbes
à plus fortes concentrations auraient peut être permis de voir une stabilisation du signal
avec l’obtention d’une forme finale.
Le C5Glu3 Le composé C5Glu5 présente un comportement micellaire moins atypique,
puisque les courbes SAXS présentent toutes la même allure, et se superposent sur la
majorité du domaine des q. A la plus faible concentration (2,51 g/L), le signal enregistré
lorsque q tend vers zero reste croissant, et ne tend pas vers l’horizontal, ce qui plaide en
faveur d’une micelle allongée. Pour vérifier cette tendance, nous avons tracé la fonction de
distribution de paire du C5Glu3 à trois concentrations (figure 2.23). Elle met en évidence
une évolution de la taille de cet agrégat en fonction de la concentration en tensioactif. A
5,6 g/L sa longueur maximale est de 11 nm alors qu’elle est deux fois plus grande à 42
g/L. De tels profils de la fonction de distribution de paire P(r), sont en général obtenus
en présence d’objets allongés, c’est pourquoi nous avons tracé q.I(q) en fonction de q2
(figure 2.24). L’obtention d’une relation linéaire entre q.I(q) et exp(q2), confirme l’aspect
cylindrique (en forme de bâtonnets) de ces micelles.
Figure 2.23 – fonction de distribution de pair du C5Glu3 à différentes concentrations
Les équations des courbes de tendance obtenues sur la figure 2.24 permettent de cal-
culer le rayon du cylindre. Par ailleurs, en réalisant l’approximation du Guinier, le rayon
de giration permet d’estimer la longueur du cylindre (L) selon L=
√
12.RG, l’intensité
diffusée à l’origine donne la masse (Mw) et le nombre d’agrégation (Nagg) de la micelle.
Ces valeurs caractéristiques de la micelle de C5Glu3 sont répertoriées dans le tableau
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Figure 2.24 – q.I(q)=f(g2) pour le C5Glu3. L’existence d’une relation de type exponentielle
entre ces deux valeurs est caractéristique d’objets allongés de type cylindrique en solution
2.9. Ainsi il est possible de voir que la micelle cylindrique du C5Glu3 s’allonge lorsque la
concentration en tensioactif augmente mais que son rayon n’évolue pas. L’évolution de la
masse et de la longueur de la micelle varie linéairement avec la concentration en tensio-
actif, sans atteindre de plateau à la plus forte concentration testée. Il est donc possible
qu’à des concentrations supérieures, la micelle de C5Glu3 continue de grossir.
Conc (g/L) Rg (nm) L (nm) Rc (nm) I(0) (u. a.) Mw (kDa) Nagg
2,81 3,61 12.5 1,45 13426 16,244 13
5,60 3,76 13 1,48 15997 19,355 16
11,20 4,19 14.5 1,52 20659 24,995 20
22,50 4,85 16.8 1,49 26822 32,452 27
42,00 5,67 19.6 1,49 37617 45,513 38
Tableau 2.9 – Caractéristiques de la micelle de C5Glu3 en fonction de la concentra-
tion
4.1.2 Conclusion
Les tripodes à chaînes courtes à trois carbones présentent une hydrophobie trop faible
pour que les molécules puissent correctement s’associer entre elles sous forme de mi-
celles. L’observation de la structure 3D du C3Glu3 donnée par Chemdraw (figure 2.25),
laisse penser que ces chaînes très courtes ont peut être des difficultés à créer des interac-
tions latérales. Seules des interactions ponctuelles au niveau des extrémités des chaînes
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se créeraient, limitant ainsi le nombre d’agrégation du C3Glu3. La formation de ces agré-
gats composés de 2 ou 3 unités est thermodynamiquement favorable puisqu’elle permet
d’éviter le contact entre l’eau et la face hydrophobe de l’amphiphile. Une concentration
d’agrégation critique est donc mesurable en tensiométrie de surface, mais les agrégats
sont à peine plus gros que le monomère. C’est probablement pour cela que le signal SAXS
présente un point d’intersection des courbes aux différentes concentrations, témoin d’un
possible équilibre entre deux espèces.
Figure 2.25 – Structure 3D du C3Glu3
L’augmentation du nombre de carbones augmente le caractère hydrophobe des tripodes
comme en atteste l’abaissement des concentrations d’agrégation critique pour le C4Glu3 et
C5Glu3. Les interactions hydrophobes sont facilitées et l’on observe une augmentation du
nombre d’agrégation. Les interactions ne se feraient plus uniquement par l’extrémité des
chaînes, mais aussi latéralement. Plusieurs molécules de tensioactif peuvent se retrouver
"côte à côte" pour limiter aussi l’exposition à l’eau de la surface hydrophobe latérale.
Toutefois avec le C4Glu3, les agrégats restent petits, la chaîne ne semble pas suffisamment
longue pour optimiser les interactions, et avoir un agrégat dont la géométrie est bien
définie. Une chaîne à cinq carbones semble être le minimum pour obtenir des interactions
suffisamment importantes pour générer des agrégats de forme définie, avec un nombre
d’agrégation plus important (Nagg=13 à 15 fois la concentration d’agrégation critique)
que l’on peut considérer comme des micelles. Il est intéressant de remarquer que pour les
tensioactifs à tête sucre, il est d’usage de considérer que la chaîne alkyle doit comporter
au moins 6 ou 7 carbones, pour observer un comportement tensioactif. Finalement ce
rapport est à peu près respecté dans les tripodes, puisque pour trois têtes glucose, il
faut trois chaînes comportant au moins cinq carbones. Toutefois la grande différence se
joue au niveau du paramètre de packing puisque dès le C5Glu3, les micelles obtenues
sont cylindriques avec l’inconvénient d’avoir une taille qui évolue avec la concentration en
tensioactif. Or pour obtenir des micelles stables il faut tendre vers des micelles sphériques,
et donc faire varier le paramètre de packing.
La géométrie particulière des tripodes permettait d’envisager que leur paramètre de
packing puisse évoluer en allongeant les longueurs de chaîne. En effet pour une seule
chaîne aliphatique, le rapport V/L reste constant (0,21 nm2) quelque soit le nombre de
carbone, mais le résultat peut être différent lorsque l’on considère un composé à trois
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chaînes parallèles. Des tripodes en C6, C7 et C8 ont été synthétisés par Julien Dauvergne
pour augmenter les surfaces d’interaction hydrophobes, mais ces composés ont montré des
solubilités faibles, qui limitent leur usage comme tensioactif. Une voie d’optimisation de
ces amphiphiles faciaux seraient donc de travailler sur leur tête polaire avec deux objectifs
majeurs : (i) améliorer la solubilité des ces composés, et pouvoir ainsi avoir une plus grande
souplesse quant à la longueur des chaîne alkyles et (ii) diminuer le paramètre de packing,
en augmentant la section de la tête, afin d’obtenir des micelles de type ellipsoïdale, plutôt
que cylindrique, qui risquent moins d’évoluer avec la concentration en tensioactif.
4.2 Le F8TAC
4.2.1 Facteur de forme
Figure 2.26 – Profils de diffusion du F8TAC en tampon Tris/HCl 20 mM pH8
La figure 2.26 présente l’intensité des rayons X aux petits angles diffusée par des
solutions de F8TAC dans un tampon Tris/HCl 20 mM pH8. Les profils de diffusion du
F8TAC sont décroissants sur tout le domaine des q, et sont relativement "plats" au niveau
du domaine angulaire correspondant au facteur de forme de la micelle (1,5-2,5 nm−1).
L’absence de second maximum peut être le signe que l’objet présente une forme allongée
plutôt que globulaire, et/ou que l’objet possède une homogénéité de contraste électronique.
Nous verrons figure 2.27, que le tracé de la fonction de distribution des distances de paires
confirme l’aspect globulaire de la micelle de F8TAC, et permet d’attribuer l’origine de
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l’absence de second maximum dans le profil de diffusion, à la densité électronique de ce
composé.
En absence de second maximum, le signal diffusé pour q compris entre 1,5 et 2,5
nm−1 est tellement faible par rapport à celui du solvant, que les courbes ne s’ajustent
pas exactement aux grands angles. Toutefois elles se superposent relativement bien juste
avant cette zone, pour q compris entre 0,5 et 1,5 nm−1, ce qui indique que la micelle
est bien stable en solution, sa forme et sa taille ne dépendent pas de la concentration en
F8TAC. Aux très petits angles, lorsque q tend vers 0, il apparaît que l’intensité diffusée
diminue lorsque la concentration en tensioactif diminue, ce qui est caractéristique de
micelles exerçant entre elles des forces répulsives comme nous le verrons lors de l’étude
des interactions.
Figure 2.27 – Fonction de distribution de pair du F8TAC
La fonction de distribution des distances du F8TAC, donnée dans la figure 2.27, montre
que la longueur maximale de la micelle est de 8,2 nm. La p(r) présente un seul pic,
relativement symétrique ce qui indique d’une part que la micelle de F8TAC possède une
forme globulaire (sphère ou une ellipsoïde), et d’autre part que sa densité électronique
est homogène. Le contraste électronique entre le cœur hydrophobe de la micelle et sa
partie polaire constituée de têtes poly THAM apparait comme étant très faible. Cette
caractéristique "l’emporte" sur la forme globulaire de la micelle lors de la diffusion des
RX, puisque le profil de diffusion ne présente pas de second maximum.
La micelle de F8TAC étant homogène elle peut être modélisée par une forme globulaire
uniforme ou par un modèle ab initio. De par la polydispersité du F8TAC, imposant une
erreur sur la détermination de sa densité électronique, nous avons préféré utiliser un
modèle ab initio qui ne nécessite la détermination d’aucun paramètre préalable. La forme
générale de la micelle de F8TAC obtenue (figure 2.28) donne un objet de type ellipsoïdal.
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Ce modèle ne permet cependant pas de déduire les dimensions de la micelle. Ceci peut
être fait par l’analyse de Guinier qui donne le Rg et la masse de la micelle. Les résultats
indiquent une masse de la micelle de F8TAC à environ 73 kDa, soit un nombre d’agrégation
d’un cinquantaine d’unités et un rayon de giration d’environ 2,9 nm.
Figure 2.28 – Modèle ab initio de la micelle de F8TAC par DAMMIN. Le résultat indique
une micelle de forme ellipsoïdale.
4.2.2 Facteur de structure
Afin d’étudier les interactions entre micelles, des données de SAXS ont été collectées
pour des solutions de F8TAC à différentes concentrations et dans différentes conditions
de solvant : avec ou sans sel, et avec ou sans PEG. La figure 2.29 montre l’évolution du
facteur de structure de ces solutions pour trois conditions (Tris, Tris + sel, et Tris + sel +
PEG). Il apparaît ainsi très clairement que le facteur de structure reste toujours inférieur
à 1, et évolue en fonction de la concentration de façon similaire dans les trois cas, ce qui
signifie que les micelles exercent des forces de répulsion les unes par rapport aux autres.
La pente de la droite donne une valeur de A2 de 0,43.10−4 mol.mL.g−2 pour la solution
de F8TAC en Tris, sans ajout d’agent précipitant (PEG, sel).
Les micelles de F8TAC présentent donc la particularité d’être répulsives entre elles
malgré la présence de 6% de PEG 3350. Dans les gammes de concentrations testées en
agent cristallisant (≤100 mM pour Nacl, et ≤6% pour le PEG), il n’a pas été possible
d’obtenir une régime attractif, favorable à la cristallisation.
4.2.3 Conclusion
L’intérêt du F8TAC dans le domaine des protéines membranaires n’est plus à démon-
trer [118–121]. Son principal inconvénient est sans doute la polydispersité de sa structure
engendrée par son mode de synthèse (télomérisation radicalaire). Cependant par l’ana-
lyse SAXS nous avons pu observer que malgré la polydispersité de ses têtes polaires, le
F8TAC s’organise sous la forme de micelles ellipsoïdales oblates monodisperses, dont la
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Figure 2.29 – Évolution du facteur de structure du F8TAC en tampon Tris/HCl 20 mM
pH8 (ligne continue), Tris/HCl 20 mM pH8, NaCl 100 mM (ligne en pointillés), Tris/HCl 20
mM pH8, NaCl 100 mM, PEG 3350 6% (ligne discontinue)
taille n’évolue pas en fonction de la concentration en tensioactifs. Leur masse est d’environ
73 kDa, et leur longueur maximale de 8,2 nm. Chaque micelle est donc composée d’un
mélange de tensioactifs de différents DPn.
Au niveau des interactions, les micelles de F8TAC sont plus répulsives que celles du
DDM par exemple (A2=0,43.10−4 mol.mL.g−2, contre 0,28.10−4 mol.mL.g−2). Ce qui si-
gnifie d’après la corrélation A2/solubilité que le F8TAC est plus soluble que le DDM,
mais aussi qu’il aurait une meilleure capacité à solubiliser des protéines membranaires
en solution concentrée. Il faut cependant faire attention à la lecture de ce résultat : un
paramètre de A2 positif ne préjuge en rien de la capacité du tensioactif à éviter la dé-
naturation de la protéine, ni de sa capacité à maintenir la protéine en solution dans le
temps. Nous parlons ici du fait que pour une protéine qui ne serait pas déstabilisée par
le DDM et le F8TAC, la courbe de solubilité du complexe PDL serait plus haute (on
pourrait atteindre des concentrations plus fortes) dans le cas du F8TAC. Il est d’ailleurs
connu que les protéines solubilisées en F8TAC ont une tendance à agréger sur une échelle
de temps de l’ordre de la semaine, à cause de la faible interaction de la chaîne fluorée avec
la partie transmembranaire de la protéine. C’est pour éviter ce phénomène d’agrégation
que les HFTAC, surfactants hémifluorés, ont été mis au point [122].
Cette aptitude à la solubilisation se retrouve lors de l’ajout de PEG, puisque le F8TAC
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oppose une forte résistance à l’effet de déplétion. Il y a deux façons d’expliquer qu’à 6%
PEG les micelles de F8TAC restent répulsives :
1. Les forces de répulsion sont si importantes que deux micelles n’arrivent jamais à se
rapprocher à une distance inférieure au diamètre du PEG. Or comme nous l’avons
vu, c’est en dessous de cette distance critique que se crée le volume inaccessible au
PEG, qui initie l’effet de déplétion par différence de pression osmotique. Dans ce
cas de figure, il aurait fallu augmenter la taille du PEG pour augmenter le volume
de recouvrement des zones de déplétion (équation 2.46) et donc le potentiel de
déplétion, d’après l’équation 2.44.
2. Il se crée un effet de déplétion qui partitionne le PEG d’un côté et les micelles de
l’autre mais le potentiel de déplétion serait trop faible pour contrebalancer totale-
ment les forces de répulsion des micelles qui auraient alors tendance à se disperser
dès qu’elles se rapprochent. L’équilibre entre regroupement des micelles par effet de
déplétion et dispersion de celles-ci par les forces répulsives serait en faveur de la
dispersion. Dans ce cas, pour obtenir un effet de déplétion et atteindre un régime
attractif entre micelles, il faudrait augmenter le potentiel de déplétion, c’est à dire,
d’après l’équation 2.44 augmenter la taille du PEG, et/ou augmenter la concentra-
tion en PEG.
Chercher à comprendre la cause des interactions répulsives particulièrement impor-
tantes pour le F8TAC est plus compliqué, car en l’état actuel des travaux il est impossible
de dire si la répulsion caractéristique de ses micelles, vient de la structure de la tête polaire
et/ou de celle de la chaîne hydrophobe fluorée.
Si on essaie de mieux analyser les phénomènes mis en jeu qui pourraient intervenir sur
la répulsion du F8TAC, on s’aperçoit qu’au niveau des têtes polaires, leur polydispersité
va donner un aspect beaucoup moins uniforme de la surface de la micelle. Dans le DDM
par exemple tous les tensioactifs présentent une tête maltoside de configuration identique,
qui vont pouvoir s’organiser de façon très ordonnée dans la micelle. A l’inverse le F8TAC
exhibe au solvant des chaînes poly-Tris plus ou moins longues, avec une organisation très
aléatoire. Ceci peut avoir une influence sur (i) les forces d’hydratation, certainement non
uniforme à la surface de la micelle en fonction du DPn de chaque tensioactif de la micelle ;
et sur (ii) les interactions en général puisqu’il est difficile d’imaginer que les interactions
soient optimales lorsque la surface de la micelle est formée de chaînes hydrophiles poly-Tris
dont la conformation peut fluctuer considérablement.
L’autre caractéristique fondamentale du F8TAC est la présence d’atomes de fluor en
grande quantité dans son cœur hydrophobe. Il n’est pas exclu que cela contribue à la
répulsion des micelles de tensioactifs, mais il est difficile à ce stade d’estimer dans quelle
mesure le fluor peut avoir une influence sur les interactions micellaires. Le groupe de
Riess a montré le caractère ambigu des chaînes perfluorées au cœur de la micelle, qui
seraient capables de créer des interactions plus fortes que les chaînes hydrogénées, malgré
des forces de van der Walls plus faibles [139]. L’impact du fluor sur les interactions entre
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micelles n’est donc pas clair à ce jour. L’étude des interactions entre micelles de H12TAC,
analogue hydrogéné du F8TAC permettrait sans doute de statuer sur ce point.
Toutefois l’analogie avec les liposomes "furtifs" qui sont rendus invisibles vis à vis du
système immunitaire, grâce à leur surface greffée par des chaînes PEGylées, nous laisse
penser que la répulsion entre micelles de F8TAC serait due à la nature de sa tête polaire.
Dans ces systèmes, les chaines PEGylées seraient responsables d’une répulsion stérique
importante entre la surface du liposome et les protéines du complément, qui dominerait les
forces d’attractions dues aux interactions hydrophobes et interactions de van der Waals.
L’adsorption des protéines à la surface du liposome (phénomène d’opsonisation) est alors
fortement limitée [160].
4.3 Deux tensioactifs au comportement similaire : le DDM (β)
et le PCC-malt (α)
4.3.1 Évolution en concentration
Les courbes de diffusion des rayons X aux petits angles du DDM et du PCC-malt dans
l’eau sont données dans la figure 2.30 en fonction de la concentration en tensioactif.
Dans les deux cas les courbes aux différentes concentrations se superposent sur tout le
domaine angulaire, sauf aux très petits angles qui correspond à la zone où se traduisent les
interactions. Les micelles sont donc stables en solution, leur forme n’évolue pas en fonction
de la concentration en tensioactif. Elles présentent toutes deux, un second maximum dans
le domaine des q correspondant à la forme globale de l’objet. Plus ce second maximum
est décalé vers les grands angles, plus l’objet en solution est petit. La position de ce
second maximum pour le DDM et le PCC-malt ne diffère que très légèrement entre les
deux tensioactifs (1,51 vs. 1,57 nm−1), semblant indiquer que leurs micelles présentent des
micelles de tailles relativement similaires. Enfin l’évolution de la diffusion lorsque q tend
vers 0 en fonction de la concentration, plus marqué pour le DDM que pour le PCC-malt,
montre dans les deux cas, une diminution de l’intensité diffusée lorsque la concentration
en tensioactif augmente. Ce phénomène caractérise la présence d’interactions répulsives
entre les micelles en solution qui trouvent leur origine dans les forces de volumes exclus.
L’observation préliminaire des profils de diffusion des rayons X indique donc d’ores et
déjà que (i) les micelles de PCC-malt et du DDM semblent avoir des tailles à peu près
équivalentes, ce qui est cohérent avec les résultats de DLS montrés précédemment, et qui
n’évoluent pas avec la concentration en tensioactif, et que (ii) dans l’eau, les micelles de
DDM et de PCC-malt exercent entre elles des forces de type répulsif. Nous allons donc
vérifier ces interprétations qualitatives en réalisant une analyse plus complète des données
de SAXS pour déterminer la taille et la masse des micelles et quantifier les interactions
par la détermination des A2.
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Figure 2.30 – Courbes SAXS du DDM (A) et du PCC-malt (B) dans l’eau en fonction de
leurs concentrations
4.3.2 Masse et nombre d’agrégation
La masse de la micelle est estimée grâce à l’approximation du Guinier, comme ex-
pliqué au paragraphe 2.4.2, en prenant en compte une courbe de SAXS obtenue à faible
concentration pour s’affranchir des interactions. Ainsi la masse de la micelle de DDM a
été mesurée par SAXS à 63 ± 0.5 kDa, ce qui équivaut à un nombre d’agrégation de 124,
et celle du PCC-malt à 89 ± 0.5 kDa, soit un nombre d’agrégation de 162. Ces résultats
sont en accord avec les résultats obtenus en SEC-MALLS page 108.
4.3.3 Taille des micelles (Rg, Dmax)
L’étude SAXS permet de déterminer deux longueurs caractéristiques des objets en
solution : leur rayon de giration (Rg), par l’analyse du Guinier, et leur distance maximale
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Figure 2.31 – Fonction de distribution de pair pour le DDM et le PCC-malt
(Dmax) grâce à la fonction de distribution de paires comme expliqué au paragraphe 2.4.2.
Les rayons de giration trouvés sont de 3,2-3,3 nm, pour les deux tensioactifs. Les fonctions
de distribution des distances de paires, données dans la figure 2.31, montrent que la micelle
de PCC-malt présente une longueur maximale (Dmax) de 9 nm contre 8 nm pour la micelle
de DDM. Par ailleurs il est intéressant de remarquer que ces P(r) présentent deux pics,
signe que les micelles observées possèdent des compositions non homogènes. La micelle
peut alors être envisagée comme un système cœur/courone, où les chaînes hydrocarbonées
forment une unité appelé le cœur, et les têtes maltosides une seconde : la couronne. Les
deux pics de la P(r) étant plus marqués dans le cas du DDM, le contraste électronique
entre les deux "compartiments" de la micelle du DDM est plus important que pour celle
du PCC-malt.
4.3.4 Les simulations SASfit
Figure 2.32 – Définition des paramètres SASfit. La figure de gauche montre les différentes
longueurs, a, b et t, du modèle ellipsoïde cœur/couronne de sasfit pour un modèle en 2D. Pour
le modèle triaxial, la longueur c correspond à la longueur b dans la troisième dimension. L’axe
de révolution de l’ellipsoïde est selon l’axe de longueur a. Si a<b (et c) l’ellipsoïde est oblate
(figure au centre), si a>b (et c) l’ellipsoïde est prolate (figure de droite). Extrait de [161]
122 Caractérisation physico-chimique des tensioactifs en solution aqueuse
La géométrie de la micelle de DDM a déjà été simulée sur logiciel de calcul, notamment
par Lipfert [162], avec un modèle de type "ellipsoide cœur-couronne". Ce modèle se justifie
au regard de la fonction de distributions des distances de paire du DDM. Comme le PCC-
malt présente une P(r) d’allure générale similaire au DDM, nous avons choisi d’utiliser
ce même modèle pour déterminer la forme de ses micelles. Nous avons toutefois réalisé
ces simulations aussi bien dans un référentiel biaxial [162], que dans un référentiel triaxial
[163]. En fonction du modèle bi- ou triaxial, six ou sept paramètres sont pris en compte
pour le calcul de la courbe SAXS. Trois d’entre eux concernent les densités électroniques
des différentes parties : le cœur, la couronne et le solvant (dans notre cas il s’agit de
l’eau, la densité électronique du solvant peut donc être fixée à 0,334 e−/cm3). Les autres
paramètres correspondent aux différentes distances de la micelle comme schématisé dans la
figure 2.32. Dans le cas du modèle triaxial il y a une distance supplémentaire correspondant
à b (notée c) dans la troisième dimension.
Avant de commencer les simulations nous avons choisi de poser l’hypothèse de l’absence
de molécule d’eau au sein du cœur hydrophobe de la micelle en fixant dans un premier
temps sa densité électronique à la valeur déterminée par le calcul dans le tableau 2.7. La
densité électronique de la couronne a quant à elle été laissée libre pour tenir compte de
l’éventuelle hydratation des têtes polaires. Une fois les distances et la densité électronique
de la couronne déterminées, nous avons laissé libre la densité électronique du cœur pour
affiner l’ajustement des courbes théorique et expérimentale, ce qui n’a pas modifié gran-
dement sa valeur. Les simulations des micelles du PCC-malt et du DDM obtenues pour
les modèles bi- et triaxial sont données figure 2.33.
Pour les deux tensioactifs, les modèles biaxiaux permettent d’obtenir des courbes
théoriques relativement bien ajustées aux courbes expérimentales et nous retrouvons bien
des paramètres équivalents à ceux qui ont été publiés pour le DDM [162]. Cependant
l’emploi du modèle triaxial permet dans les deux cas un meilleur ajustement de la courbe
théorique dans le domaine des très petits angles. Or c’est dans ce domaine angulaire
qu’est contenue l’information sur la masse de l’objet (obtenue grâce à I(0,0)), propriété
dont dépendent forcément les paramètres de taille de la micelle. Par ailleurs ce modèle
impose moins de symétrie à la micelle (dans le modèle 2D, b=c), ce qui semble plus correct
pour représenter une micelle qui est un système dynamique. Ces deux raisons nous font
préférer l’usage du modèle triaxial pour caractériser la structure des micelles de DDM
et de PCC-malt avec les paramètres recensés dans le tableau 2.10. Il faut toutefois noter
à ce stade, que l’ajustement des simulations sur les courbes expérimentales, et donc la
précision des résultats est de meilleure qualité pour le DDM que pour le PCC-malt.
Les premiers chiffres du tableau donnent les densités électroniques estimées du cœur
et de la couronne. Les résultats sont cohérents avec les fonctions de distribution de paire
obtenues puisque la différence de densité électronique entre le cœur et la couronne est
moins importante pour le PCC-malt que pour le DDM (∆ρ=0,133 e−/Å3 contre 0,169),
ce qui pourrait être à l’origine de l’allure plus "lissée" de la P(r) du PCC-malt.
Les différentes longueurs données peuvent être utilisées pour calculer les volumes du
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Figure 2.33 – Simulations SASfit du DDM (A) et du PCC-malt (B)
Tensioactif Forme ρcouronne ρcoeur a b c t Vcoeur Vtotal
e−/Å3 e−/Å3 Å Å Å Å Å3 Å3
DDM Oblate 0,446 0,277 15,26 22,02 34,08 8,35 47968 127439
PCC-malt Oblate 0,438 0,305 13,98 25,93 37,55 8,27 57017 146049
Tableau 2.10 – Résultats des simulations SASfit 3D pour le DDM et le PCC-malt
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cœur et de la couronne de la micelle et ainsi remonter à une estimation du nombre d’agré-
gation. Le volume du cœur hydrophobe est déterminé par le calcul du volume d’une
ellipsoïde (Vcoeur=43piabc). En divisant ce volume de cœur par le volume d’une chaîne hy-
drophobe du tensioactif, il est possible d’obtenir une estimation du nombre d’agrégation
de la micelle (Nagg= Vcoeur
Vchaine
).
Ainsi avec les volumes de chaîne estimés dans le tableau 2.7, les simulations SASfit
donnent un nombre d’agrégation de 137 pour la micelle de DDM, et de 151 pour la
micelle de PCC-malt. Ces valeurs sont du même ordre de grandeur que celles obtenues
par l’analyse du Guinier ce qui tend à valider les résultats de cette simulation sous SASfit.
Il est alors possible de calculer le volume de la couronne par soustraction du volume
du cœur au volume total de l’ellipsoïde, avec Vtotal=43pi(a+t)(b+t)(c+t), pour estimer
l’hydratation de ces micelles. En effet la volume de la couronne correspond à Nagg fois
le volume d’un motif maltose (344,1 Å3), auquel s’ajoute le volume des molécules d’eau
contenues dans la couche d’hydratation. Sachant qu’une molécule d’eau a un volume de
29,9 Å3, les caractéristiques structurales obtenues par SASfit pour le PCC-malt et le
DDM indiquent une hydratation de 9 molécules d’eau par tête maltoside pour le DDM,
et 8 pour le PCC-malt. Ce résultat pour le DDM est en accord avec la littérature et la
différence de conformation anomérique entre le DDM et le PCC-malt peut être à l’origine
de la différence de leur taux d’hydratation de la tête polaire, comme c’est le cas entre le
DDM α et le DDM β [164].
Nous l’avons évoqué lors de l’observation préliminaire des courbes SAXS de la figure
2.30, la décroissance de l’intensité diffusée à l’origine du domaine angulaire, est le signe
de la présence d’interactions répulsives entre les micelles pour le DDM et le PCC-malt.
Celles-ci peuvent être comparées et quantifiées par le second coefficient du viriel A2.
Influence du PEG Tout d’abord en analysant les valeurs de A2 du DDM et du PCC-
malt dans l’eau (0,28 .10−4 mol.mL.g−2 contre 0,11.10−4 mol.mL.g−2), il apparaît que le
DDM présente une plus grande capacité que le PCC-malt à augmenter la solubilité du
complexe PDL. Ce surplus d’attraction du PCC-malt par rapport au DDM, se retrouve
aussi lors de l’ajout de PEG (figure 2.34). Ces mesures ont été réalisées dans un tampon
Tris pour se placer dans des conditions similaires à celles des solutions de complexes de
RC-LH1-puf X.
Comme dans l’eau (cf. figure 2.30), les micelles de DDM et de PCC-malt en Tris (figure
2.32) exercent entres elles des forces répulsives. Les A2 mesurés sont positifs et en moyenne
de 0,25.10−4 mol.mL.g−2 pour le DDM et 0,10.10−4 mol.mL.g−2 pour le PCC-malt. Ces
interactions répulsives sont la conséquence des forces de volume exclu. En revanche en
présence de PEG, le A2 change de signe, le système passe en régime attractif. Pour les
deux tensioactifs, plus la quantité de PEG augmente, et plus le A2 devient négatif, signe
que l’attraction s’intensifie. Ce phénomène, déjà observé sur des micelles de détergent est
dû à l’effet de déplétion induit par la présence de PEG [68,165].
Les courbes d’évolution des A2 du DDM et du PCC-malt sont globalement parallèles.
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Figure 2.34 – Second coefficient du viriel des micelles de DDM et de PCC-malt
en fonction de la concentration en PEG 3350. Les mesures ont été réalisées en tampon
Tris/HCl 20 mM pH8, conformément aux conditions d’élution du complexe protéique RC-LH1-
pufX
Le PCC-malt est donc plus attractif que le DDM, mais ce surplus d’attraction n’est pas
amplifié avec l’augmentation de l’effet de déplétion (lors de l’augmentation de la concen-
tration en PEG). Ces deux tensioactifs, possèdent donc des propriétés relativement simi-
laires, mais le DDM permettra la solubilisation d’une plus grande quantité de complexes
PDL, alors que le PCC-malt induira plus facilement la cristallisation. La cristallogénèse
en présence de PCC-malt devrait donc pouvoir être initiée avec des concentrations plus
faibles en PEG.
Cette modification de l’interaction entre les micelles de DDM et le PCC-malt, provient
d’une modification des forces de van der Waals, via la constante de Hamaker et l’indice
de réfraction (équation 2.43). L’augmentation de l’indice de réfraction (dn
dc
|P CC>dndc |DDM),
induit une augmentation de la constante de Hamaker, et donc une augmentation des forces
de van der Waals entre les micelles de PCC-malt.
Influence du tampon Le tampon est un autre paramètre pouvant moduler les inter-
actions entre complexes protéiques dans le cadre de la cristallisation. C’est pourquoi nous
avons testé trois milieux choisis en fonction des conditions de cristallisation du complexe
RC-LH1-pufX sur les micelles de DDM et de PCC-malt : en tampon Tris/HCl 20 mM
pH8, en tampon Tris/HCl 20 mM pH10 et dans l’eau. Ces changements n’ont provoqué
aucun changement sur la valeur du A2 du DDM et du PCC-malt, comme le montre la
figure 2.35.
Ce résultat est logique si l’on se réfère au cas des protéines solubles où l’influence du pH
et du tampon est expliquée par un changement des interactions répulsives coulombiennes.
126 Caractérisation physico-chimique des tensioactifs en solution aqueuse
Figure 2.35 – Influence du tampon sur le A2 de la micelle de DDM et du PCC-malt.
A gauche : dans l’eau. Milieu : en tampon Tris/HCl 20 mM pH8. A droite : en tampon Tris/HCl
20 mM pH10. Le graphique est tracé avec la même échelle que le graphique montrant l’influence
du PEG, pour mieux estimer les variations significatives de A2
Ce phénomène peut être causé soit par (i) une baisse de la charge nette de la protéine,
lorsque le pH se rapproche du pI, ou que les sels écrantent les charges, soit par (ii)
une augmentation de sa charge nette lorsque des ions se lient à la protéine à proximité
du pI [61]. Or les tensioactifs que nous étudions ici sont non ioniques, les micelles non
chargées n’exercent entres elle pas de forces coulombiennes, et il est donc normal de ne pas
observer de variation d’interaction (et donc de A2) lors du changement de pH. Ce résultat
pourrait être en revanche être différent sur l’étude de complexes PDL puisque le domaine
extramembranaire de la protéine se retrouve hors de la bouée, au contact du solvant. Si
les résidus d’acides aminés qui le composent sont chargés, les interactions entre complexes
PDL auront une composante de type électrostatique, et des modifications d’interactions,
par variation de pH ou de sel, pourront être remarquées.
Influence du sel sur le DDM Le sel est un autre composé utilisé comme agent de
cristallisation, qui est capable de modifier le A2 des protéines et des micelles de détergents.
Nous avons testé son influence sur les interactions entre micelles de DDM, cependant
aucune évolution significative du A2 n’a été obtenue sur la gamme de concentration testée,
comme le montre la figure 2.36.
Comme le pH, le sel impacte les interactions via une modification des charges locales
de la macromolécule (forces de Coulomb), mais il possède aussi une influence sur les
forces d’hydratation. Il est probable que les concentrations testées de NaCl (de 0 à 500
mM) n’aient pas été suffisantes pour modifier l’hydratation des micelles de PCC-malt et
de DDM. En effet ce phénomène de déshydratation de micelles par l’ajout de sel a déjà
été observé sur les tensioactifs à têtes sucre, avec l’octyl-glucoside [163]. Le groupe du Pr
Zemb a montré que cette déshydratation se passerait en trois temps. Pour les faibles forces
ioniques (<1M de sel) aucun effet de déshydratation de têtes glucosides n’est détectable.
Pour une concentration comprise entre 1 et 1,3 M les micelles subissent un effet de salting-
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Figure 2.36 – Influence de la variation en sel sur le A2 de la micelle de DDM Le
graphique est tracé avec la même échelle que le graphique montrant l’influence du PEG, pour
mieux estimer les variations significatives de A2
in (augmentation de leur solubilité), et pour des concentrations supérieures à 1,8M se
produit un effet de salting-out causé par la diminution importante de l’hydratation des
têtes polaires de la micelle. Leurs résultats confirment qu’en limitant notre étude à des
faibles concentrations en sel, nous serions restés à des forces ioniques trop faibles pour
que la micelle des maltosides perçoivent des changements d’hydratation.
4.3.5 Conclusion sur la relation structure/propriétés physico-chimiques
Les mesures de tailles des micelles du DDM et PCC malt indiquent que leurs micelles
présentent des rayons de giration et des rayons hydrodynamiques identiques (Rg=3,2-3,3
nm et Rh=3,4 nm). La forme générale et la taille des deux micelles sont relativement
similaires, même si la micelle de PCC-malt présente une longueur maximale légèrement
plus grande que le DDM (Dmax=9 nm pour le PCC-malt contre 8 nm pour le DDM).
Maintenant si l’on regarde les masses et les nombres d’agrégation de ces micelles, la
première chose à dire est que, pour le DDM, il y a bien concordance entre les nombres
d’agrégation de la littérature où le nombre d’agrégation du DDM est donné entre 110 et
140 [25,166] et ceux que nous avons déterminés par trois méthodes différentes : l’approxi-
mation du Guinier (Nagg=124), la mesure SEC-MALS (Nagg=127), et la simulation sur
SASfit (Nagg=137). Pour le PCC-malt, nous obtenons une légère variation du nombre
d’agrégation en fonction de la méthode utilisée : 162 par l’approximation du Guinier,
164 par mesure SEC-MALS et 151 pour la simulation SASfit. Ces résultats restent tou-
tefois du même ordre de grandeur, et cohérents lorsqu’on regarde la variation du nombre
d’agrégation donnée dans la littérature pour le DDM. La qualité de l’ajustement SASfit
laisse toutefois penser que la valeur à 151 est sans doute la moins précise des trois es-
timations. Les deux autres mesures ont été obtenues à partir de la mesure de la masse
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de la micelle, qui a été très reproductive entre la détermination par SAXS (90kDa) et
celle par SEC-MALS (91 kDa). La micelle de PCC-malt présente donc une masse et un
nombre d’agrégation plus importants que la micelle de DDM, estimée à 65 et 63 kDa par,
respectivement, SEC-MALLS et SAXS.
La micelle de PCC-malt serait donc plus dense que celle de DDM. Cette compacité
accrue peut trouver son origine dans deux phénomènes puisqu’elle contient un plus grand
nombre de molécules de tensioactifs (nombre d’agrégation plus grand) pour une taille de
micelle équivalente. Comme ils possèdent tous les deux une tête maltoside, cette différence
est la conséquence directe de leur partie hydrophobe : soit par leur différence de position,
imposée par l’anomérie du sucre (α pour le PCC-malt, et β pour le DDM), soit par leur
différence de rigidité.
Une première hypothèse serait que l’anomérie α du PCC-malt permette un empilement
plus resserré des tensioactifs dans la micelle avec une meilleure interaction des chaînes
hydrophobes entre elles, par rapport à l’anomérie β du DDM. Une seconde hypothèse
serait que la présence du groupement bicyclohexyl sur la chaîne hydrophobe du PCC-malt,
rende cette chaîne moins fluide qu’une chaîne aliphatique classique et force le système a
être plus organisé. Les chaînes ayant moins de degrés de liberté adoptent toutes la même
orientation préférentielle dans la micelle, contrairement aux chaînes alkyles qui gardent la
libre rotation de leurs liaisons σ. Dans la micelle de DDM il y aurait donc un mélange de
chaînes aliphatiques possédant plusieurs conformations possibles (alignées et "coudées")
ce qui limiterait la compacité de l’agrégat. Prochainement, les interactions des micelles
de DDM α vont donc être analysées par SAXS, pour déterminer la part de l’influence de
la position anomérique α du PCC-malt, par rapport à celle de la rigidité de sa chaîne.
Dans les deux hypothèses, le résultat est l’obtention d’une micelle de PCC-malt où
l’empilement des surfactants est plus ordonné, ce qui permet d’accroître les interactions de
van der Waals entre les chaînes (dues à l’effet hydrophobe). Ainsi dans la micelle l’agen-
cement des tensioactifs les uns par rapport aux autres serait en quelque sorte optimisé.
Une autre façon d’aborder ce résultat serait de regarder la dynamique de ces systèmes. Le
PCC-malt plus rigide s’échange moins vite que le DDM, les interactions créées entre les
tensioactifs sont plus importantes. Alors que dans le cas du DDM les échanges fréquents
et rapides des molécules de DDM avec le milieu extérieur semblent "gonfler" la micelle.
Les interactions Bien que le DDM et le PCC-malt possèdent la même tête polaire,
l’interaction entre leurs micelles diffèrent légèrement. Ce résultat indique que les interac-
tions entre micelles, mais aussi la déplétion, ne sont pas uniquement des phénomènes de
surface. Alors qu’elles exhibent aussi des têtes maltoside au solvant, les micelles de PCC-
malt sont plus attractives que celles du DDM. Ces forces d’interaction sont influencées par
l’ensemble de la structure de la micelle, y compris son cœur hydrophobe. Il devient donc
indispensable, lors du développement de nouveaux amphiphiles, de réfléchir au design de
la partie hydrophobe en terme d’interactions et non plus uniquement en fonction de son
caractère non déstabilisant vis à vis de la protéine. Cela requiert de réaliser à l’avenir
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un nombre important d’études qui permettrait de mieux comprendre la contribution des
chaînes hydrophobes, dans les interactions entre micelles de tensioactif. En ce qui concerne
le PCC-malt et le DDM, ce supplément d’attraction du PCC-malt pourrait trouver son
origine dans le caractère plus dense de sa micelle.
4.4 Les FH-malt
Figure 2.37 – Profils SAXS des différents tensioactifs dans l’eau
La figure 4.12 montre les profils de diffusion des FH-malt à des concentrations proches
de 10 mg/mL dans l’eau en comparaison de ceux du DDM et du PCC-malt. Les courbes
sont normalisées par rapport à la concentration et à l’énergie du faisceau de rayon X afin
de pouvoir les comparer. L’intensité diffusée à l’origine est un indicateur de la masse des
micelles, il apparait ainsi clairement que le F2H9-malt constitue des micelles plus légères
que le DDM et le PCC-malt, alors que les F4H5-malt et F6H2-malt s’organisent sous la
forme de plus gros assemblages, avec toutefois une remontée aux petits angles pour le
F6H2-malt certainement accentué par la présence d’agrégats de plus grandes tailles en
plus des micelles. La masse plus faible de la micelle de F2H9-malt est cohérente avec le
décalage du second maximum de sa courbe de diffusion aux grands angles, qui indique
une micelle de forme globulaire et de taille inférieure à celles du DDM et du PCC-malt.
La faible intensité de ce second maximum, est liée à la faible différence de contraste
électronique de la micelle, puisque la tangente à l’origine de la courbe SAXS du F2H9-malt
est horizontale, prouvant l’aspect sphérique de sa micelle. Cette diminution de contraste
électronique par rapport à la micelle de DDM pourrait être dû à la présence de fluor
dans le cœur hydrophobe, ce qui expliquerait pourquoi les composés contenant plus de
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fluor (F4H5-malt, F6H6-malt mais aussi le F8TAC) ne présentent pas de second maximum.
Pour le F4H5-malt et le F6H2-malt, cette contribution des atomes de fluor à l’absence de
second maximum, s’ajouterait à l’aspect allongé, plutôt cylindrique, de leurs micelles qui
se dessine dans la pente de l’intensité à l’origine. Nous allons à présent réaliser l’étude plus
approfondie des données SAXS pour chacun des tensioactifs de la famille des FH-malt, car
leurs micelles montrent des formes et des comportements différents. Pour une meilleure
comparaison des résultats les courbes de diffusions et les fonctions de distribution des
distances pour le F2H9-malt, le F6H2-malt et le F4H5-malt ont toutes été regroupées sur
la figure 2.38, et sont commentées dans le paragraphe suivant.
4.4.1 Étude du F2H9-malt
L’évolution des profils de diffusion du F2H9-malt en fonction de sa concentration (figure
2.38, page 131, en haut à gauche) montre qu’au dessus de 8 mg/mL toutes les courbes de
diffusion sont parfaitement superposables sur toute la fenêtre angulaire.
En dessous de 8 mg/ml en revanche le signal de l’intensité diffusée diminue abrup-
tement aux petits angles, et est plus bruité pour q>1,3 mm−1, mais il semble, tout de
même, se dessiner un second maximum entre 1,5 et 2 nm−1. Le fait que les courbes à 2
et 4 mg/mL, correspondant respectivement à 3,2 et 6,4 fois la CMC, ne se superposent
pas à celles des concentrations plus élevées pourrait alors être attribué à la contribution
des tensioactifs libres en solution. Problème que nous ne rencontrions pas avec les tensio-
actifs précédents (DDM, PCC-malt, et F8TAC) donc la CMC est très basse. Une autre
explication pourrait être la mise en évidence d’une instabilité de la micelle aux petites
concentrations, avec la formation de petites micelles qui grossiraient en fonction de la
concentration, jusqu’à ce qu’elles atteignent une valeur seuil (située entre 4 et 8 mg/mL)
au delà de laquelle leur taille n’évoluerait plus. Aucune donnée ne nous permet d’éliminer
cette possibilité mais il n’existe dans la littérature que peu d’études SAXS de tensioactifs
dont les micelles évoluent avec la concentration. Et à notre connaissance, aucune ne fait
référence à des micelles globulaires qui grossiraient en fonction de la concentration pour
se stabiliser sous une forme elle aussi globulaire.
Quoi qu’il en soit le F2H9-malt forme une micelle stable au moins à partir de 8 mg/mL
(soit 12,7 fois la CMC), que nous avons étudié plus en détail. La fonction de distribution de
paire de cette micelle (figure 2.38, page 131, en haut à droite) indique qu’elle est homogène
et relativement sphérique avec un diamètre maximal de 6,5 nm. La détermination de la
masse par la méthode du Guinier donne une micelle de F2H9-malt de 33 kDa, pour un
nombre d’agrégation de 56 unités.
Comme nous l’avons vu, la courbe SAXS présente un second maximum dans le domaine
des q correspondants à la forme globale de l’objet, mais celui-ci est de faible intensité en
comparaison de celui du DDM ou du PCC-malt. C’est certainement cette particularité
qui explique la difficulté rencontrée par le logiciel SASfit pour calculer une courbe ajustée
à la courbe expérimentale (figure 2.39). L’ajustement optimal de la courbe expérimentale
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Figure 2.38 – Résultats SAXS de l’étude des FH-malt pour le F2H9-malt (haut), le
F6H2-malt (centre), et le F4H5-malt (bas). A gauche : Courbes de diffusion en fonction de la
concentration. A droite : Fonction de distribution des distances en fonction de la concentration
pour celles qui évoluent.
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a été obtenu selon un modèle biaxial, mais avec un petit décalage au niveau du second
maximum. L’emploi d’un modèle triaxial n’a pas permis d’améliorer significativement ce
résultat, ce qui n’est pas illogique compte tenu de la forme plus sphérique de la micelle
de F2H9-malt par rapport à celle de DDM.
Figure 2.39 – Simulation SASfit pour la micelle de F2H9-malt
Pour ce tensioactif, les courbes calculées en fixant la densité électronique du cœur de la
micelle se retrouvaient toutes très loin de la courbe expérimentale. Tous les paramètres ont
donc été laissés flottants. Pour ajuster sa courbe, SASfit n’a pas trouvé d’autre solution que
de réduire très fortement les contrastes électroniques au sein de la micelle et entre la micelle
et le solvant (inférieur à 0,0005 e−/Å3). L’utilisation d’autres modèles plus homogènes,
sphérique ou ellipsoïdal, n’ont pas permis de meilleures simulations, montrant les limites
de telles méthodes de calcul qui essaient de déterminer 3 à 5 inconnues avec une seule
équation. Le tableau 2.11 donne les valeurs des différents paramètres calculés par SASfit
pour la simulation de la micelle de F2H9-malt. Le calcul du nombre d’agrégation à partir
du volume de cœur donné dans ce tableau et du volume de chaîne du tableau 2.7 donne
un résultat de 118, ce qui est plus de deux fois supérieur au nombre d’agrégation obtenu
par l’approximation du Guinier. Cet écart est certainement lié aux difficultés rencontrées
lors de l’ajustement de ce modèle et que nous venons d’exposer. Les résultats de cette
simulation sont d’ordre indicatifs de la forme globale de la micelle, mais il serait déplacé
de vouloir en tirer des informations sur la structure interne de la micelle (épaisseur de la
couronne, hydratation des têtes maltose, nombre d’agrégation) comme cela avait pu être
le cas pour les micelles de DDM et PCC-malt.
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Tensioactif Forme ρcouronne ρcoeur a (Å) b (Å) t (Å) Vcoeur
(Å3)
Vtotal
(Å3)
F2H9-malt Oblate 0.334 0.334 15.233 26.674 4.395 45400 79366
Tableau 2.11 – Résultat des meilleurs paramètres des simulations SASfit pour le
F2H9-malt
4.4.2 Étude du F6H2-malt
Les profils de diffusion des RX aux petits angles pour le F6H2-malt (figure 2.38, page
131, au centre à gauche) montrent des courbes superposées à partir de 8 mg/mL. Les
courbes à 2 et 4 mg/mL sont, comme pour le F2H9-malt, de plus faible intensité aux
petits angles (q<1,5 nm−1) que les courbes des concentrations supérieures. La courbe
à 0,5 mg/mL, concentration en dessous de la CMC (0,702 mg/mL), est donnée à titre
d’information pour illustrer le changement d’allure entre le signal du tensioactif libre et
celui de la micelle. Il est par conséquent possible d’affirmer qu’à 2 et 4 mg/mL il y a
bien formation de micelles en solution, mais qu’encore une fois il est difficile de dire si
elles sont différentes de celles observées à partir de 8 mg/mL ou s’il s’agit d’un artefact
causé par l’expérimentation. Par ailleurs la présence d’une forte remontée aux très petits
angles (q<0,2 nm−1) est le signe de la présence d’agrégats dans les solutions analysées,
certainement due aux conditions d’expérimentation puisque pour l’analyse du F6H2 les
solutions avaient dû être préparées trois jours avant l’analyse, et non le jour même comme
ce fut le cas pour tous les autres composés.
La micelle de F6H2-malt est donc stable en concentration, au moins à partir de 8
mg/mL. Malgré la présence d’agrégats biaisant la pente à l’origine les profils semblent
indiquer la présence d’objets allongés cylindriques ou sous forme de disque. Ainsi la figure
2.40, donnant q.I(q) en fonction de q2 pour le F6H2-malt, suggère la forme cylindrique
de ses micelles, par l’obtention de relations linéaires pour chacune des concentrations. Le
coefficient à l’intérieur de l’exponentielle reste constant aux différentes concentrations et
équivaut à la moitié du rayon du cylindre, ce qui donne un diamètre du cylindre de la
micelle à environ 5,5 nm. Par ailleurs, le rayon de giration moyen mesuré est de 15,5 nm,
ce qui fait une longueur du cylindre de 54 nm.
Les courbes des fonctions de distribution de paires tracées pour chaque concentration
(figure 2.38, page 131, au centre à droite) présentent bien l’allure des P(r) obtenues pour
des micelles de type cylindrique, avec une longueur prédominante et une lente décroissance
de la probabilité de toutes les tailles supérieures jusqu’à la longueur maximale. Celle-ci
paraît fixe pour les concentrations supérieures à 8 mg/mL, aux alentours de 55 nm. En
dessous de 8 mg/mL, la fonction de distribution de paire retranscrit l’incertitude sur les
courbes de diffusion, avec un cylindre plus court dont on ne peut dire si c’est la réalité ou
un artefact.
Le F4H5-malt montre un comportement plus complexe (figure 2.38, page 131, en bas
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Figure 2.40 – Détermination de la forme cylindrique des micelles de F6H2-malt par
le tracé de q.I(q) en fonction q2
à gauche) que les deux autres FH-malt avec des courbes aux différentes concentrations
qui sont non superposables et se croisent toutes en un point unique. Elles peuvent être
réparties en trois groupes selon leur allure générale :
1. de 0,5 à 1,25 mg/mL : pour ces concentrations proches de la CMC (0,315 mg/mL),
les courbes SAXS sont convexes aux petits angles.
2. de 4 à 80 mg/mL les courbes sont concaves aux petits angles, mais ne se superposent
dans aucun domaine des q.
3. à 2 et 2,5 mg/mL les courbes sont entre les deux courbures.
Cette observation est en faveur d’une évolution d’une espèce à une autre en fonction de
la concentration. Toutefois la réalisation d’une simulation mathématique d’un équilibre
entre l’espèce de la plus faible concentration et celle de la plus forte concentration,comme
pour les Tripodes, n’a cette fois pas été concluante. Il est donc impossible de déterminer
avec les seules données SAXS quelles seraient les populations en présence lors de cette
évolution.
Aux fortes concentration, le F4H5-malt semble adopter, une forme allongée, comme
le F6H2-malt, mais qui évoluerait avec la concentration. Les fonctions de distribution de
paire tracées sur la figure 2.38, page 131 (en bas à droite), soutiennent cette observation,
et tendent à préciser que la forme reste globalement identique mais que la dimension de
la micelle augmente au fur et à mesure que la concentration en F4H5-malt augmente.
Les courbes de q.I(q) en fonction de q2 pour les fortes concentrations en F4H5-malt
(figure 2.41) donnent une relation de type exponentielle, qui atteste de la forme cylindrique
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de ces micelles. Le calcul du rayon de la micelle cylindrique à partir du coefficient interne
de l’exponentiel (=-R2c/2), donne une valeur de 1,53 nm à 5 mg/mL qui augmente pour
se stabiliser à 1,62 nm pour les concentrations supérieures à 16 mg/mL. Le F4H5-malt
formerait donc une micelle cylindrique qui grossirait dans les trois directions (rayon et
longueur) jusqu’à une concentration au delà de laquelle le rayon reste constant mais où
le cylindre continue de s’allonger.
Figure 2.41 – Détermination de la forme cylindrique des micelles de F4H5-malt par
le tracé de q.I(q) en fonction q2
4.4.3 Conclusion
Au niveau des résultats de SAXS il apparait clairement que le F2H9-malt et le F6H2-
malt présentent un comportement micellaire classique contrairement au F4H5-malt, avec
cependant un bémol pour les concentrations inférieures à 8 mg/mL. A ces concentrations
il subsiste un doute sur la taille des micelles formées. La lecture sans précaution des
résultats SAXS indique la formation dans cette gamme de concentration de petites mi-
celles dont la forme évolue avec la concentration. Pour le F2H9-malt qui forme une micelle
globulaire stable avec un nombre d’agrégation d’une cinquantaine d’unités à partir de 8
mg/mL, cela signifie qu’avant d’atteindre cette concentration seuil, le tensioactif préfère
former de plus petites micelles (Nagg<50) moins stables, à la place de moins de micelles
de taille "optimale". N’ayant pas trouvé de référence bibliographique décrivant ce type
de comportement, nous avons cherché à étudier ces petites concentrations par une autre
technique que le SAXS. Nous avons donc fait réaliser une analyse par AUC (ultracen-
trifugation analytique) des F2H9-malt et F4H5-malt, afin de vérifier que ce phénomène
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n’était pas le fruit d’un artefact de mesure. Les rapports complets de ces analyses faites
par le Dr. Christine Ebel (IBS, Grenoble) sont donnés en annexe de ce manuscrit, nous
n’en faisons ici qu’un résumé qui nous permet de conclure sur la qualité des assemblages
formés aux faibles concentrations pour ces deux tensioactifs.
Figure 2.42 – Profils AUC des micelles de F2H9-malt. Une population homogène (les
micelles) est retrouvée en plus des monomères de F2H9-malt
Figure 2.43 – Profils AUC des micelles de F4H5-malt. Aux plus fortes concentrations, la
population apparaît polydisperse.
Six concentrations, comprises entre 0,5 et 8 g/L, du F2H9-malt ont donc été analysées
par AUC, et les résultats (figure 2.42 et partie expérimentale) indiquent qu’à partir de 2
mg/mL, les micelles sont globulaires, de tailles identiques quelque soit la concentration. Il
semblerait donc que le F2H9-malt ait le comportement classique d’un tensioactif, avec la
formation dès sa CMC de micelles globulaires dont les caractéristiques n’évoluent pas avec
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l’augmentation de la concentration en tensioactif. L’analyse UCA du F4H5-malt (figure
2.43 et partie expérimentale) permet de visualiser une hétérogénéité de la population à
partir de 2 g/L (en dessous de cette concentration, le signal est trop faible pour pouvoir
détecter d’autres espèces que le monomère). La distribution des micelles s’étend sur un
large domaine de coefficient de sédimentation, décrivant une population de micelles hété-
rogènes dont la taille augmente avec la concentration en tensioactif. Ces résultats d’UCA
sont donc tout à fait cohérents avec les résultats de SAXS et permettent (i) d’éliminer l’hy-
pothèse d’un équilibre entre deux espèces majoritaires pour le F4H5-malt, au profit d’une
micelle cylindrique qui grossit avec la concentration en tensioactif, et (ii) de ne considé-
rer que les courbes supérieures à 8 mg/mL comme représentatives du signal des micelles
des FH-malt. La "chute" des courbes SAXS des FH-malt pour les petites concentrations
pourrait être causée par la présence des groupements -CF2 plus riches en électrons que les
groupements -CF3 qui comme on l’a évoqué semblent masquer le contraste électronique
de la micelle.
Une fois le problème des petites concentrations analysé, la forme générale de la mi-
celle peut être obtenue par SAXS par les mesures à fortes concentrations. Le F2H9-malt
est relativement sphérique, alors que les F4H5-malt et F6H2-malt sont cylindriques. En
effet l’incorporation de fluor sur la chaîne hydrophobe augmente sa section, plus la chaîne
dispose de carbones fluorés plus son volume et donc son paramètre de packing sera aug-
menté. Toutefois au regard des courbes SAXS, la forme des micelles est stable pour le
F2H9-malt et le F6H2-malt, et beaucoup plus fluctuante pour le F4H5-malt. Ce caractère
atypique du F4H5-malt, dû à la polydispersité de ces assemblages mis en évidence par
UCA, se retrouve dans sa courbe de tensiométrie de surface où son comportement est
nettement moins net que pour les deux autres FH-malt. Il semblerait que ce composé
présente bien plus de difficultés à créer des interactions entre ses chaînes hémifluorées
que le F2H9-malt ou le F6H2-malt. Ce résultat tend à démontrer qu’un ratio à peu près
équivalent de carbones fluorés et de carbones hydrogénés représente la conformation la
plus défavorable pour qu’un tensioactif hémifluoré en solution puisse former des micelles
bien définies. En revanche si l’une des deux parties est majoritaire sur l’autre, le tensio-
actif présente une micellisation "classique". La contribution des parties hydrocarbonée et
fluorocarbonée n’est cependant pas additive comme en atteste leur CMC, certainement
à cause de la contribution enthalpique défavorable du mélange de groupes hydrogénés et
fluorés dans le cœur de la micelle (prouvées par la difficulté d’obtenir un mélange idéal
de micelles mixtes de tensioactifs fluorocarbonés et hydrogénés [167, 168]).
5 Intérêt des tensioactifs étudiés pour la cristallisa-
tion des protéines membranaires
L’intérêt des tensioactifs pour la cristallisation des protéines membranaires sera discuté
sur trois points :
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1. leur aptitude à former des micelles stables
2. leur aptitude à former des complexes protéiques homogènes
3. la qualité des interactions générées entre leurs micelles
5.1 La stabilité des micelles
Les tensioactifs classiques utilisés pour la cristallisation des protéines membranaires
forment pour la plupart des micelles, de forme globulaire, stables avec la concentration.
Ce choix n’est peut être pas indispensable, mais paraît plus favorable à la cristallisation
que l’utilisation de tensioactifs s’organisant sous forme de micelles cylindriques de gros
volumes. En effet, un tensioactif possédant de petites micelles globulaires est capable de
s’agencer avec un rayon de courbure très faible, il aura donc tendance à former des bouées
moins volumineuses qu’un tensioactif à micelles cylindriques. La taille et la forme de la
bouée ne sont pas primordiales dans le cadre de la solubilisation des protéines membra-
naires, en revanche ce sont des paramètres clés pour la cristallisation : plus la bouée est
petite (i) plus les interactions protéine/protéine sont favorisées lors de la cristallisation et
(ii) plus faible est le risque d’hétérogénéité de la bouée, qui pourrait altérer la qualité du
réseau cristallin.
L’autre inconvénient des micelles cylindriques est leur plus grande tendance à s’allonger
avec la concentration en tensioactif. Tenter de cristalliser une protéine avec un tensioactif
dont les micelles évoluent avec la concentration, c’est se placer dans des conditions à priori
moins favorables. Le principe même de la cristallisation impose des variations importantes
des concentrations locales en protéine et par voie de conséquence des autres espèces de la
solution, micelles de tensioactif compris. Un système évolutif au cours de cristallisation
pourrait gêner la cristallisation avec la formation de micelles de plus en plus volumineuses
au cours du processus de cristallisation. Le risque est que la présence de ces grosses mi-
celles empêche la formation des contacts cristallins, en bloquant le transfert des protéines
jusqu’au noyau cristallin, et/ou modifie l’équilibre de répartition du tensioactif entre sa
forme micellaire et sa forme liée à la protéine, au point de générer une hétérogénéité de
la bouée dans le temps au fur et à mesure de leur incorporation dans le réseau cristallin.
Pour ces raisons, nous préfèrerons nous placer pour le cadre de cette étude dans des
conditions que nous jugeons plus favorables à la cristallisation de type II, en travaillant
avec les tensioactifs dont la taille et la forme des micelles n’évolue pas en fonction de la
concentration.
De ce point de vue, l’étude physico-chimique nous permet de faire un premier tri,
puisqu’elle a mis en évidence les limites de stabilité des micelles de certains composés de
la famille des tripodes et des FH-malt.
– le C3Glu3 et C4Glu3 sont d’ores et déjà hors course car ils ne forment pas de mi-
celles mais de petits agrégats, signe de la difficulté de ces composés à créer des
contacts hydrophobes pour s’auto-associer. Un tensioactif ayant une faible capacité
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à créer des interactions hydrophobes, aura une faible affinité pour la région trans-
membranaire de la protéine membranaire et ne sera donc pas capable d’éviter son
agrégation.
– le F4H5-malt forme des micelles cylindriques hétérogènes qui ont tendance à s’allon-
ger avec la concentration en tensioactif.
– Le tripode C5Glu3, et le F6H2-malt forment des micelles cylindriques qui s’allongent
avec la concentration. Leur formation est toutefois relativement contrôlée puisque
pour une concentration donnée, la micelle semble homogène.
5.2 Test de stabilisation de protéines membranaires
5.2.1 Principe
Les tensioactifs développés au sein de l’équipe CBSA ont pour vocation première d’être
utilisés pour la manipulation des protéines membranaires. Parallèlement à leur caractéri-
sation physico-chimique, il est donc indispensable de vérifier leur capacité à maintenir les
protéines membranaires en solution sous forme native. Ces tests sont réalisés par d’autres
laboratoires que l’équipe CBSA sur la bactériorhodopsine (BR) (à l’IBS de Grenoble).
Les tests de stabilité ont été réalisé sur le F2H9-malt et le F4H5-malt. Ils consistent à
extraire la protéine de la membrane par un détergent classique (type OG ou DDM), et à
échanger celui-ci par le tensioactif à tester lors d’un gradient de sucrose (10-30% w/w). La
protéine solubilisée dans le tensioactif, peut alors être prélevée, et utilisée pour un suivi
de sa stabilité au cours du temps. Pour le PCC-malt nous citerons les résultats du test
de stabilisation du cytochrome b6f publié en 2011 dans l’article [114].
5.2.2 Résultats
La figure 2.44 montre les gradients de sucrose de cytochrome b6f. L’inactivation du
cytochrome b6f se traduit par sa monomérisation, visible sur le gradient, ou la perte de
son activité de transfert d’électron. A faible concentration (0,2 mmol/L) en tensioactif
la stabilité du cytochrome b6f est identique en DDM ou en PCC-malt. En revanche à
forte concentration (5 mmol/L) le PCC-malt apparait beaucoup moins déstabilisant que
le DDM, puisqu’il induit une monomérisation beaucoup moins importante et que l’activité
du cytochrome b6f reste stable sur les 10 jours de tests alors qu’elle chute rapidement en
DDM.
La photo des gradients de BR, obtenus pour le DDM, le F4H5-malt et le F2H9-malt
sont montrés dans la figure 2.45 (Dr. Cécile Breyton, communication personnelle). Dans
les trois cas la BR se retrouve bien maintenue en solution dans le gradient, sous la forme
d’une bande de couleur violacée dans le cas du DDM, et bleue en présence des FH-malt.
L’obtention d’une bande de BR absorbant dans le bleu (λmax ≈ 615nm) en présence des
composés hémifluorés, et l’abaissement de la bande en F4H5-malt sont les preuves que
l’échange a bien été réalisé. Ce changement de couleur par rapport à la bande obtenue en
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Figure 2.44 – Stabilité du cytochrome b6f en DDM (C12-b-M) et PCC-malt (PCC-
a-M) en fonction de la concentration. Figure reprise de [114]. En haut : migration du complexe
b6f en gradient de sucrose. Bas : Évolution de l’activité d’oxidoréductase du complexe b6f au
cours du temps en fonction du tensioactif et de sa concentration
Figure 2.45 – Migration de la bactériorhodopsine en gradient de sucrose 10-30% en
présence de DDM, F4H5-malt, ou F2H9-malt
DDM (absorbant dans le violet à λmax = 554− 560nm) a déjà été observé en présence de
tensioactifs fluorés [125, 126]. Il est interprété comme le changement de l’environnement
du rétinal sans clivage de celui-ci. Le F4H5-malt et le F2H9-malt permettent donc bien de
maintenir la BR sous forme native en solution.
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L’étroitesse des bandes de BR obtenues sont le signe que les complexes formés entre
les différents tensioactifs et la protéine, sont homogènes d’un point de vue colloïdal, dans
les limites de la résolution de la technique de séparation par gradient de saccharose. Le cas
du F4H5 malt démontre bien que l’hétérogénéité des micelles à différentes concentration
n’induit pas forcément une hétérogénéité importante du complexe protéique en solution.
C’est un résultat qui n’avait jusqu’à présent jamais été observé avec les tensioactifs fluorés.
Habituellement en effet, les tensioactifs formant des micelles allongées forment avec la
protéine membranaire des complexes dont la taille est très hétérogène. Cela se traduit par
des bandes très larges et diffuses en gradient de sucrose comme pour le F6H3-malt (voir
figure 2.46 extraite de [125]).
Le suivi au cours du temps de la stabilité de la BR sur 80 jours a montré des résultats
similaires pour le DDM et le F4H5-malt. En présence de F2H9-malt la protéine se dégrade
un peu plus rapidement, mais dans des proportions très faibles, qui sont acceptables
pour l’utilisation de ce composé lors d’essais de cristallisation. Le nombre restreint de
carbones fluorés du F2H9-malt pourrait être à l’origine de cette légère diminution de la
stabilisation de la BR par rapport aux tensioactifs à 6 carbones fluorés (F6DiGlu) [126]
ou à 4 carbones fluorés (F4H5-malt) qui maintiennent la BR en solution aussi bien que
le DDM. En effet compte tenu de la couleur bleue de la BR lors de la solubilisation
en FH-malt les interactions protéine/tensioactif ont lieu majoritairement par l’extrémité
de la chaîne fluorée quelque soit la longueur du segment fluoré. Cette instabilité de la
BR en F2H9 est donc liée à la plus faible concentration en fluor dans ce tensioactif. La
dénaturation de la BR avec ce tensioactif, peut s’opérer de deux façons :
– par insertion de la chaîne fluorée dans le domaine transmembranaire. Mais cette
option est peu vraisemblable étant donné le caractère lipophobe du fluor.
– par une interaction de moins bonne qualité entre le tensioactif et la protéine qui
conduit à une exposition du domaine hydrophobe de la protéine à l’eau.
Toutefois la stabilisation de la protéine dans le temps est suffisante pour envisager la
réalisation d’essais de cristallisation en F2H9-malt. Et ces interactions protéine/F2H9-
malt plus faibles pourraient devenir un atout pour la formation du cristal, en permettant
la libération d’une nouvelle surface accessible pour la création de contacts cristallins.
Le test de stabilité n’a malheureusement pas pu être réalisé avec le F6H2-malt, mais il
est donné dans la littérature pour un composé à tête maltose, et une chaîne composée de 6
carbones fluorés et 3 carbones hydrogénés (équivalent du F6H3-malt selon la nomenclature
adopté dans ce manuscrit) [125], pour lequel une bande très diffuse avait été obtenue
(cf. 2.46). Comme le F6H2-malt, le F6H3-malt forme de grosses micelles en solution qui
semblent grossir avec la concentration (pour le F6H3-malt : Rh=10 nm à 2 CMC à 4 ◦C, et
12.5 nm à 25 CMC à 4 ◦C), et ce sont ces caractéristiques qui avaient été pointées du doigt
par les auteurs pour expliquer l’obtention de ces complexes protéiques très hétérogènes.
Il est donc possible que le F6H2-malt produise des résultats similaires au F6H3-malt en
présence de protéine avec la formation de complexes hétérogènes en taille.
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Figure 2.46 – Migration de la bactériorhodopsine en gradient de sucrose 10-30% en
présence de DDM, F6H3-malt. Repris de [125].
5.2.3 Conclusion
Le F2H9-malt, le F4H5-malt et le PCC-malt sont tous les trois capables de se lier à la
partie hydrophobe des protéines membranaires, et de les maintenir en solution sous leur
forme native. Les durées de stabilisation de protéines modèles avec ces tensioactifs sont
comparables à celles obtenues en présence de DDM, voire même supérieure dans le cas
du PCC-malt utilisé à forte concentration. Ces trois tensioactifs apparaissent donc tout à
fait adaptés pour la manipulation des protéines membranaires.
La relation entre hétérogénéité de la micelle et hétérogénéité du complexe protéique
ne semble pas évidente d’un point de vue colloïdal, avec la technique de gradient qui
est cependant peu résolutive. Mais puisque ce n’est pas la protéine qui s’insère dans la
micelle, mais le tensioactif qui vient former une bouée autour de la protéine, il est possible
que ce nouvel assemblage soit mieux défini, comme ça à l’air d’être le cas pour le F4H5-
malt. La forme de la bouée va donc dépendre de la forme et de la taille de la micelle
initiale (une grosse micelle a plus de chance de former une grosse bouée), mais aussi de
la surface hydrophobe de la protéine à couvrir. Nous n’avons pas eu l’occasion d’effectuer
les essais de stabilisation de la BR avec le F6H2-malt. Il forme de grosses micelles dont
la masse augmente avec la concentration en tensioactif, mais dans une moindre mesure
que le F6H3-malt, puisque cette évolution n’est pas visible en DLS. Il est donc difficile de
prédire quel sera son comportement lors de la formation du complexe PDL avec la BR.
5.3 Les interactions
Les critères de stabilité des micelles en solution et de stabilisation des protéines mem-
branaires modèles nous permettent, à ce stade, de définir en plus du DDM, les meilleurs
candidats pour la cristallisation parmi les tensioactifs étudiés comme étant le PCC-malt,
le F8TAC et le F2H9-malt. Malheureusement, suite aux difficultés rencontrées lors de la
synthèse des FH-malt, nous n’avons pas eu le temps d’étudier les interactions du F2H9-
malt, mais cette étape a pu être réalisée sur les deux autres tensioactifs et le DDM.
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Les résultats obtenus lors de l’étude des interactions du DDM par SAXS sont cohérents
avec cette théorie puisque ce détergent classique de la cristallisation des protéines mem-
branaires, présente des micelles qui deviennent de plus en plus attractives lors de l’ajout
de PEG. Ce comportement est bien une caractéristique inhérente du détergent puisque
nous avons montré avec le F8TAC, que tous les tensioactifs ne donnaient pas forcément
un régime attractif en PEG, ou du moins, pas sur les mêmes gammes de concentrations
en tensioactif et/ou en agent cristallisant. Dans ces conditions, le PCC-malt qui pos-
sède une évolution de ses interactions similaires au DDM, apparaît être un bon candidat
pour les essais de cristallisation de protéines membranaires. A l’inverse la capacité du
F8TAC à augmenter la solubilité des complexes PDL est mise en avant par ses interac-
tions répulsives en présence de PEG. De tels tensioactifs sont donc moins favorables à
la cristallisation des PM. A notre connaissance, la seule référence bibliographique faisant
état d’essais de cristallisation avec un composé de la famille du F8TAC (le F6TAC qui
possède deux carbones fluorés de moins) indique que ceux-ci ont été infructueux [119].
En terme d’interaction, de tels tensioactifs répulsifs pourraient toutefois être utilisés
en partenariat avec un autre tensioactif, favorable lui à la cristallisation, pour permettre
d’atteindre des concentrations plus fortes en protéine avant les essais de cristallisation. Une
meilleure solubilisation de la protéine a l’avantage d’augmenter la sursaturation (c’est à
dire de se placer dans des conditions initiales plus éloignées de la courbe de solubilité dans
le diagramme de phase) avant cristallisation. Il y a alors plus de marge de manœuvre pour
tomber sur les conditions de nucléation, puisque le "chemin parcouru dans le diagramme
de phase" est plus grand. L’objectif serait alors de trouver un mélange de tensioactifs
qui permettrait une meilleure répulsion en absence d’agent cristallisant, pour pouvoir
concentrer au maximum la protéine purifiée, mais qui resterait sensible au phénomène de
déplétion, pour passer en régime attractif en condition de cristallisation.
L’aspect quantitatif de la mesure du A2 permet d’aller encore plus loin dans l’analyse
en remarquant que les interactions attractives sont légèrement plus fortes dans le cas du
PCC-malt que dans le cas du DDM. Ce résultat signifie que pour une protéine cristallisant
en DDM, il est fortement probable qu’elle cristallise aussi en PCC-malt dans des conditions
similaires (composition du tampon), mais avec des concentrations en agent cristallisant
moins importantes. Nous allons donc nous appuyer sur cette hypothèse pour mener des
essais de cristallisation du RC-LH1-puf X en PCC-malt. Ces essais se placent dans le
cadre d’une étude biochimique détaillée dans la deuxième partie de ce manuscrit ayant
pour objectif d’améliorer la qualité des cristaux du RC-LH1-puf X par l’optimisation de
la bouée en tensioactif. Les deux voies envisagées sont :
– la modulation de la bouée du DDM avec lequel des cristaux à 8 Å de résolution ont
déjà été obtenus
– l’échange du DDM par un tensioactif aux caractéristiques voisines.
Dès lors pour pouvoir contrôler la modification de la bouée, il est apparu indispensable
de pouvoir quantifier la quantité de détergent (et/ou tensioactif, dans le cas de l’échange)
liée à la protéine. Le chapitre suivant présente donc le développement d’une méthode de
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dosage des tensioactifs par HPTLC.
CHAPITRE 3
Mise au point d’une méthode de dosage des tensioactifs par
HPTLC
La quantité de détergent est un paramètre très important à prendre en compte lors
de la manipulation des protéines membranaires. En effet, une trop forte concentration
en détergent peut causer la dénaturation de la protéine ou gêner les contacts entre pro-
téines lors de la formation de cristaux [44, 169, 170]. A l’inverse une trop faible quantité
de détergent ne permettra pas le maintien en solution de la protéine. Mais connaître
exactement la concentration en détergent dans une solution de protéines est de prime
abord compliquée puisqu’elle évolue au cours des étapes de purification. Ainsi lors de
la réalisation de chromatographie d’affinité, ou lors de la concentration de la protéine,
via des concentreurs d’ultrafiltration, la quantité de détergent est modifiée dans des pro-
portions souvent inconnues. Différentes stratégies ont déjà été développées pour pouvoir
déterminer la concentration en détergent et tensioactif dans les solutions de protéines
membranaires comme par exemple l’utilisation de détergent radiomarqué [171], la spec-
troscopie infrarouge à transformée de Fourier [172], un dispositif de mesure des angles de
contact [173], un dosage des détergents glycosilés par spectrophotométrie [174, 175], un
dosage colorimétrique dérivé de la méthode de Bradford [176], une méthode par chroma-
tographie gazeuse [177], ou une méthode par chromatographie sur couche mince (CCM
ou TLC en anglais) [178]. Toutefois ces différentes techniques nécessitent souvent de longs
pré-traitements d’échantillons avant l’analyse, ou des volumes importants de protéine ce
qui limite fortement leur utilisation. Avec nos tensioactifs dérivés du DDM, la méthode du
dosage des détergents glycolsylés qui ne nécessite qu’une simple dérivation des sucres, par
de l’acide sulfurique à chaud, pouvait sembler être adaptée et relativement facile à mettre
en œuvre. Mais dans notre cas, nous avions deux contraintes majeures supplémentaires :
(i) nous voulions réaliser des échanges de détergents et pouvoir doser indépendamment
les deux tensioactifs en cas d’échange partiel et (ii) le complexe protéique RC-LH1-pufX
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contient des pigments dont les spectres d’absorption spectrométrique interfèrent avec le
dosage des détergents glycosilés à 490 nm.
Nous avons donc cherché à développer une nouvelle méthode avec pour objectif de
mettre au point un dosage à la fois simple, pour être utilisé "en routine", performant,
pour ne consommer que de faibles volumes d’échantillon, mais aussi efficace, pour obtenir
des résultats significatifs et comparables d’un essai à l’autre. Nous allons dans ce chapitre
exposer la démarche qui a permis d’aboutir à la mise au point d’une méthode de dosage des
détergents et tensioactifs par HPTLC (High performance Thin Layer Chromatography).
Après avoir déterminer la méthode de révélation la plus appropriée pour la quantification
de tensioactifs sur plaque HPTLC, nous nous sommes employés à trouver la composition
de la phase mobile et les conditions de migration optimales pour la séparation de deux
tensioactifs qui ne varient structurellement que par leur partie hydrophobe. Enfin nous
avons dû adapter le système de dépôt automatique de échantillons aux contraintes par-
ticulières des solutions aqueuses de tensioactifs (dissolution de la silice, diffusion dans la
plaque, présence de mousse) pour obtenir une bonne reproductibilité de cette méthode
quantitative. Ces résultats ont par ailleurs fait l’objet d’un article publié dans Journal of
Chromatography A [179], qui se trouve en annexe de ce manuscrit.
1 La technique HPTLC
1.1 Principe
La technique de "high performance thin layer chromatography" (HPTLC) ou chroma-
tographie sur couche mince haute performance est une forme automatisée et standardisée
de la CCM classiquement utilisée dans les laboratoires de chimie. Elle repose donc sur les
mêmes principes chromatographiques, avec en particulier, l’utilisation d’une phase sta-
tionnaire déposée sur plaque. Dans la pratique, l’échantillon est déposé sur la bas de cette
plaque qui est ensuite placée dans une cuve contenant la phase mobile. Celle-ci monte à
travers la phase stationnaire par capillarité, provoquant la migration de l’échantillon. Il
se produit alors des équilibres d’adsorption/désorbtion entre l’échantillon et la phase sta-
tionnaire avec des fréquences spécifiques pour chaque constituant de l’échantillon. Chaque
espèce migre ainsi à sa propre vitesse en fonction de son affinité pour la phase mobile (so-
lubilité) et la phase stationnaire (forces électrostatiques). Au final ceci se traduit par une
différence de distance de migration des composés sur la plaque et donc à leur séparation
qui peut être visualisée après révélation de la plaque.
L’HPTLC permet ensuite de quantifier chacune des espèces à l’aide de standards.
En effet, l’automatisation des dépôts ainsi que le contrôle systématique des conditions de
migration et de révélation permettent d’obtenir pour chaque espèce, des spots (ou bandes)
dont l’intensité est proportionnelle à la quantité présente initialement dans le dépôt.
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1.2 Schéma de montage
Par rapport à la CCM, l’HPTLC utilise des plaques de silice dont la granulométrie
est plus fine et plus homogène. Les dépôts manuels sous forme de spots, sont remplacés
par des dépôts automatisés en bandes par pulvérisation sous flux azote pour limiter la
diffusion des composés dans la plaque. La cuve de migration fixe les temps de saturation,
la hauteur de migration du solvant et le taux d’humidité de la cuve, afin de travailler dans
des conditions similaires d’une plaque à l’autre. L’appareillage d’HPTLC est complété par
un dispositif qui permet de contrôler la vitesse et le temps d’immersion de la plaque dans
le réactif de révélation et par une plaque chauffante calibrée pour chauffer uniformément la
plaque HPTLC lors de sa révélation. Enfin un densitomètre permet de scanner la plaque
et de mesurer la densité optique de chaque point. Les résultats sont alors enregistrés
par l’ordinateur et permettent de tracer les gammes d’étalonnage ainsi que de réaliser la
quantification de chaque espèce. La figure 3.1 présente les différents appareils CAMAG
utilisés pour la réalisation d’une plaque HPTLC. La liaison entre chaque appareil (flèches
bleues) se fait par l’opérateur, l’HPTLC est donc une technique séquentielle ("off-line")
où s’enchaînent plusieurs étapes automatisées élémentaires.
1.3 Pourquoi avoir choisi l’HPTLC ?
L’HPTLC offre beaucoup d’avantages d’ordre général par rapport aux autres tech-
niques analytiques comme par exemple sa simplicité, sa rapidité ou encore son faible
coût de revient par analyse, tout en permettant la quantification de substances avec une
grande sensibilité (en terme de quantité détectable) et une bonne sélectivité entre espèces.
Dans notre cas, trois autres arguments majeurs nous ont fait opter pour le choix de cette
technique :
– L’HPTLC ne requiert pas de pré-traitement des échantillons. Ils peuvent être ap-
pliqués même s’ils sont aqueux ou si leur matrice est complexe (cas des échantillons
biologiques). Cette particularité est la conséquence de l’utilisation de phase station-
naire à usage unique.
– La grande flexibilité de l’HPTLC nous permettait d’envisager de trouver rapidement
une méthode pour séparer deux tensioactifs de structures proches et de les quantifier
indépendamment (en cas d’échange non total du détergent par un tensioactif)
– L’utilisation de l’HPTLC étant déjà décrite dans la littérature pour doser les lipides
[180], nous doter de cette technique nous donnait la possibilité de quantifier à la fois
le détergent et les lipides de la bouée entourant le complexe RC-LH1-puf X.
Par ailleurs le dosage de la bouée de DDM d’une protéine de transport du citrate dans
la mitochondrie, réalisé par Eriks [178] par chromatographie sur couche mince, validait
la faisabilité d’une méthode HPTLC pour le dosage de détergent dans les échantillons
de protéines membranaires. Cet article montrant aussi les limites de la CCM pour une
telle analyse (nécessité d’une grande quantité de protéine et sélectivité insuffisante pour
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Figure 3.1 – Appareillage HPTLC de chez CAMAG tel que disponible au labora-
toire LBC : les échantillons sont déposés par un automate ("automatic TLC sampler, ATS-4)
sur une plaque de silice HPTLC. La plaque est ensuite placée dans la cuve de migration ("au-
romatic developing chamber, ADC-2), qui contrôle les conditions d’élution de la plaque. Le
"chromatogram immersion device" permet d’imbiber la plaque de la solution de révélation de
façon reproductible, avant l’étape de révélation par chauffage sur le "TLC plate heater". Enfin
le scanner permet la mesure de la densitométrie de la plaque, pour le traitement informatique
par le logiciel "winCats".
les tensioactifs de structures proches), la mise au point d’une méthode de dosage des
détergents sur HPTLC semblait être la meilleure des solutions pour s’affranchir de ces
difficultés.
2 Détermination du système chromatographique
2.1 Détermination de la phase stationnaire
2.1.1 Objectifs et choix possibles
Notre objectif étant de séparer des tensioactifs de structure chimique proches (DDM
vs. PCC-malt et DDM vs. FH-malt), à partir d’échantillons aqueux, le choix de la phase
stationnaire s’est porté sur 3 types de silice :
– Les plaques à phase "normale" de gel de silice HPTLC 60 Å, les plus couramment
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utilisées.
– Les plaques de silice de type WR ("wettable und reinst") mouillables et prénettoyées
qui résistent mieux à l’eau que les phases de silice classiques. Elles permettent ainsi
une meilleure définition des bandes sur la plaque notamment dans la partie supé-
rieure de la migration où s’accumulent les impuretés lors de l’utilisation de plaques
non prénettoyées.
– Les plaques de silice "inverse" de type RP qui utilisent du gel de silice 60 Å modifié,
greffé par des hydrocarbures aliphatiques. Ces plaques ont une haute tolérance à
l’eau (jusqu’à 60-80%, voir 100% pour le plaque RP-W). Elles sont mieux adaptées
pour les séparations complexes ou l’élution de composés non polaires.
2.1.2 Résultats
Deux raisons principales ont guidé notre choix vers l’utilisation de plaques de silice
à phase normale. Tout d’abord parce que celles-ci sont les plus courantes, et les moins
chères ce qui est un paramètre important lorsque le but est de pouvoir utiliser cette
méthode pour des dosages en routine. Par ailleurs Eriks a montré [178] qu’il était tout
à fait possible d’utiliser ce type de plaque pour doser des tensioactifs en solution dans
l’eau sans devoir les extraire au préalable. Dès lors l’utilisation d’échantillons aqueux ne
semblait pas imposer de précautions particulières dans le choix de la phase stationnaire.
2.2 Détermination de la méthode de révélation
2.2.1 La démarche adoptée
Bien qu’étant l’étape finale du processus d’HPTLC, la méthode de révélation a très
vite nécessité d’être étudiée. Il était en effet primordial d’avoir une bonne visualisation
des composés sur la plaque pour pouvoir envisager l’optimisation de la migration et la
séparation de deux tensioactifs proches. Le seul pré-requis pour tester les différentes mé-
thodes de révélation est d’obtenir une ou plusieurs bandes de tensioactifs purs et séparées
ce qui a pu être réalisé en utilisant un standard de DDM seul en solution dans l’eau.
Ainsi il a été possible de travailler avec une phase mobile non optimisée et composée de
chloroforme/méthanol (20/18 : v/v). La migration du DDM dans la plaque ainsi obtenue,
était suffisante pour permettre les essais de coloration.
Comme les suivis de synthèse par CCM des PCC- et FH-malt ont été réalisés en
utilisant une révélation à l’acide sulfurique dans l’eau, l’utilisation de cet acide pour la
révélation des plaques HPTLC semblait logique. En effet que ce soit le DDM, les FH-malt
ou le PCC-malt, ces tensioactifs présentent tous un motif de type sucre au niveau de leur
tête polaire qui est révélé par une coloration brune après pulvérisation d’acide sulfurique
et chauffage. Ainsi trois solutions ont été testée :
1. une solution d’acide sulfurique à 50% dans l’eau
2. une solution d’acide sulfurique à 10 % dans l’éthanol
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3. une solution de sulfate de cuivre à 10% dans le méthanol, contenant 0,4% d’acide
sulfurique et 0,4% d’acide ortho-phosphorique, utilisée pour la révélation des lipides
[180].
2.2.2 Résultats et discussion
Figure 3.2 – Comparaison des différentes méthodes de révélation du DDM sur
plaques HPTLC A : Pulvérisation d’une solution à 50% d’acide sulfurique dans l’eau, suivi
d’un chauffage à 120◦C pendant 10 minutes. B : Immersion dans une solution à 10 % d’acide
sulfurique dans l’éthanol, suivi d’un chauffage à 120◦C pendant 10 minutes. C : Immersion dans
une solution acidifiée de sulfate de cuivre (II) dans du méthanol, et chauffage à 120◦C pendant
6 minutes.
La figure 3.2 montre les plaques HPTLC obtenues pour des gammes de DDM avec
les trois méthodes de révélation. L’utilisation de la pulvérisation de l’agent de coloration
donnant un aspect granuleux au chromatogramme (figure 3.2 A), cette méthode a rapi-
dement été abandonnée au profit de l’immersion dans la solution de révélation. Toutefois
l’emploi de plaque de silice "normale" nécessitait alors le remplacement de l’eau, diluant
du premier réactif de coloration, par un solvant organique. Ainsi l’immersion dans une so-
lution d’acide sulfurique dans l’éthanol (figure 3.2 B) donne de bien meilleurs résultats, en
terme d’homogénéité des bandes et de quantités détectables. Dans l’optique d’améliorer
encore les résultats, la solution de révélation non spécifique utilisée usuellement pour les
lipides a aussi été testée car elle contient de l’acide sulfurique en solution dans un solvant
organique mais aussi du cuivre (II) qui peut apporter un gain d’intensité de coloration.
Au final la solution de révélation offrant les meilleurs résultats est celle utilisée pour
les lipides (figure 3.2 C), nous avons choisi d’adopter ce réactif avec les mêmes conditions
d’immersion des plaques que celles optimisées au laboratoire pour l’analyse de lipides, à
savoir une immersion de 6 secondes avec une vitesse de descente de 2,5 cm/s. En revanche
contrairement à la révélation des lipides, la coloration des tensioactifs apparait rapidement
sur la plaque lors du chauffage. Nous avons donc choisi d’utiliser un chauffage plus doux
(120 ◦C au lieu de 140) et plus court (6 à 10 minutes au lieu de 30) afin de limiter un
bruit de fond trop important.
La longueur d’onde permettant d’obtenir le maximum d’absorption pour les bandes
du F4H5-malt et du DDM après révélation a été déterminée grâce au TLC scanner 3. Nous
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avons choisi de retenir la longueur d’onde de 366 nm qui peut être sélectionnée en utilisant
la lampe à mercure du densitomètre. Les paramètres d’intégration accessibles sur le logiciel
winCats (vitesse de scan, fenêtre de scan, type de filtre, et résolution) ont été testés en
analysant des plaques en faisant varier ces critères, mais aucune différence significative
dans les résultats n’a été obtenue. Les valeurs par défaut ont donc été conservées comme
indiqué dans le tableau récapitulatif global de la figure 3.6.
2.3 Détermination de la méthode d’élution
2.3.1 Détermination de la phase mobile
Principe de la méthode : Pour séparer deux substances par HPTLC, la méthode
classique de recherche de la phase mobile se base sur le triangle de Snyder [181, 182]
qui classe les solvants en fonction de leur sélectivité. Pour ce classement trois critères
entrent eu jeu : la capacité du solvant à accepter des protons, sa capacité à en donner,
et sa capacité à créer des interactions dipolaires. Les huit groupes obtenus peuvent être
visualisés aisément en représentant ces trois caractéristiques par un diagramme en triangle
(figure 3.3). Les solvants d’un même groupe auront la même aptitude à séparer deux
composés.
Figure 3.3 – Les groupes de sélectivité des solvants selon le triangle de Snyder. Le
classement des solvants, selon leur caractère de dipôle et de donneur ou accepteur de proton,
permet de séparer huit groupes.
Pour déterminer la composition d’une phase mobile, la première étape revient à faire
un "screening" rapide des solvants, en faisant migrer les composés à séparer avec des
solvants purs, en utilisant au moins un représentant de chaque groupe de Snyder. La
deuxième étape consiste à réduire (ou respectivement augmenter) la force éluante des
solvants pour lesquels les composés ont migré au niveau du front de migration (ou sont
restés au niveau du dépôt) par ajout d’hexane ou cyclohexane (ou d’eau ou méthanol).
A la fin de ces deux étapes, les solvants permettant une séparation, même légère, des
composés sur la plaque HPTLC sont sélectionnés ainsi que ceux donnant des bandes non
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diffuses. La troisième étape consiste alors à tester des mélanges de ces "meilleurs" solvants
dans différentes proportions, avec l’ajout éventuel de modificateur de pH (acide ou base).
Au bout de quelques essais il est alors possible de déterminer le "meilleur" mélange.
Figure 3.4 – Détermination de la phase mobile selon le principe du triangle de Sny-
der. Solvants : éther diéthylique (Et2O), méthanol (MeOH), 2-butanol (2-but.), tétrahydrofu-
rane (THF), dichlorométhane (CH2Cl2), acétate d’éthyle (EtOAc), acétonitrile (ACN), toluène
(Tol.), chloroforme (CHCl3), cyclohexane (Cyclo), hydroxyde d’ammonium 37 % (NH4OH), et
acide acétique (Ac. Ac.). Les compositions sont données en volumes.
Résultats et discussion : La figure 3.4 montre les principaux résultats obtenus
lors de la mise au point de la phase mobile pour la séparation du DDM et du F4H5. Les
solvants purs testés lors de la première étape de la mise au point sont : l’éther diéthylique
(groupe I), les 1-butanol, 2-propanol, 2-butanol et le méthanol (groupe II), le tétrahy-
drofuran (groupe III), le dichlorométhane (groupe V), acétonitrile et l’acétate d’éthyle
(groupe VI), le toluène (groupe VII) et le chloroforme (groupe VIII). Lors de la première
étape quatre de ces solvants ont été éliminés à cause de la diffusion des bandes obte-
nues, il s’agit du 2-butanol, 2-propanol, 1-butanol et le tetrahydrofuran. L’eau n’étant
pas miscible avec la plupart des solvants organiques nous avons utilisé le méthanol pour
augmenter la force éluante des solvants n’ayant pas permis la migration des composés.
Ainsi à l’étape 2 le dichlorométhane et, dans une moindre mesure le chloroforme en pré-
sence de méthanol, sont apparus comme les solvants les plus adaptés pour obtenir la
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séparation de nos deux tensioactifs. Lors de l’étape 3, l’ajout de 1% d’acide acétique ou
d’hydroxyde d’ammonium en tant que modificateur de pH a permis de sélectionner le mé-
lange dichlorométhane/méthanol/acide acétique comme étant le solvant le plus efficace
pour la séparation par HPTLC du DDM et du F4H5-malt.
La figure 3.4 montre que la phase mobile utilisée par Eriks et al. en CCM (chloro-
forme/méthanol/hydroxyde d’ammonium 63/35/5) permet d’obtenir des bandes de ten-
sioactifs sans diffusion par HPTLC. Toutefois la séparation obtenue n’est pas suffisante
dans l’optique d’une quantification de ces deux tensioactifs testés.
2.3.2 Détermination des conditions de migration
Méthode : L’utilisation d’une chambre de migration automatisée permet le contrôle
des paramètres de saturation de la cuve et de la plaque de façon à travailler dans des
conditions similaires d’un essai à l’autre. Les conditions utilisées peuvent par ailleurs, en
fonction des composés à analyser, influer sur la qualité de leur séparation et sur leur diffu-
sion dans la plaque. L’ADC-2 offre la possibilité de contrôler cinq paramètres : l’humidité
de la cuve, le temps de saturation de la cuve, la méthode de saturation de la cuve (avec
ou sans papier absorbant de saturation), le temps de pré-conditionnement de la plaque et
la hauteur de migration.
Dans un premier temps, trois plaques furent préparées avec des dépôts identiques de
DDM et F4H5-malt seuls ou en mélange afin de tester les conditions de saturation. Pour la
plaque A de la figure 3.5, la cuve a simplement été laissée 15 minutes en saturation avant
l’introduction de la plaque. Pour la plaque B de la figure 3.5, la saturation a aussi été de 15
minutes mais avec utilisation cette fois d’un papier de saturation dans la cuve. La plaque
C de la figure 3.5 a, quant à elle, été introduite dans la partie supérieure de la cuve au
début des 10 minutes de saturation de celle-ci (sans papier de saturation), afin de réaliser
un pré-conditionnement de la plaque avant la migration. La migration de chacune de ces
plaques s’est faite sur 7 cm, paramètre que nous avons amélioré dans un second temps
en réalisant une double migration de 5 cm pour la plaque D de la figure 3.5. L’utilisation
d’une distance de migration plus courte est en effet un moyen de limiter la diffusion de
bandes sur la plaque, mais peut aussi réduire aussi la qualité de leur séparation. C’est
pourquoi il est souvent préférable de réaliser alors deux migrations identiques consécutives.
Résultats : Les résultats présentés sur la figure 3.5 indiquent que la réalisation
d’un pré-conditionnement de la plaque avec les vapeurs du solvant de migration (plaque
C) diminue fortement les interactions des tensioactifs avec la phase stationnaire. Ces
derniers sont alors très peu retenus ce qui augmente leurs distances de migration et les
phénomènes de diffusion. Cette étape est donc à éviter pour le dosage de tensioactifs par
HPTLC. La saturation de la cuve avec ou sans papier (plaque A et B) de saturation
est un choix moins évident car les deux permettent la séparation de nos deux composés.
Dans le cas où la saturation se fait en présence d’un papier absorbant (plaque B), les
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Figure 3.5 – Optimisation des conditions de migration HPTLC. A : saturation de la
cuve de 15 minutes. B : saturation de la cuve de 15 minutes en présence d’une papier absorbant.
C : saturation de la cuve pendant 10 minutes avec préconditionnement de la plaque. D : double
migration avec saturation de la cuve.
tensioactifs migrent à des distances plus faibles sous forme de bandes bien focalisées. Sans
le papier de saturation (plaque A), la diffusion des bandes est plus importante mais leur
séparation est meilleure car la distance de migration est plus grande. Ce désavantage a
pu être contourné en réalisant une double migration sur une plus faible distance dans
une cuve saturée sans l’utilisation de papier de saturation (plaque D). Comme la phase
mobile utilisée est la même pour les deux migrations, la saturation de 15 minutes de la
première migration peut être réduite à 5 minutes pour la seconde migration. De plus afin
d’éviter de retrouver les phénomènes résultant d’un pré-conditionnement de la plaque au
cours de la deuxième migration, il a été choisi de sécher la plaque 5 minutes par flux
d’air entre les deux migrations. Les bandes obtenues sont alors parfaitement définies et
séparées. Cette séparation étant suffisante pour permettre la quantification indépendante
des deux espèces, ces conditions de double migration ont été retenues.
Par ailleurs lors de la répétition des plaques, il a été remarqué que bien que les dis-
tances relatives de migration des composés variaient en fonction de l’humidité ambiante,
la séparation restaient tout à fait satisfaisante. Nous avons donc décidé de ne pas fixer ce
paramètre d’humidité, dont l’optimisation par la recherche de la nature du sel adéquat et
de sa concentration d’usage, peut être assez longue. Au final sur la plaque D, les distances
de migration relatives obtenues sont de 0,37 et 0,44 pour respectivement le F4H5-malt et
le DDM, avec une première migration qui a été réalisée à 23,5◦C et 54,8 % d’humidité
relative et une seconde migration à 27,3◦C et 46,17% d’humidité relative dans la cuve de
migration.
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3 Optimisation des conditions d’utilisation du robot
déposeur d’échantillons et de la reproductibilité
Malgré la détermination des paramètres chromatographiques les résultats obtenus à
ce niveau de développement ne permettaient qu’une analyse qualitative des résultats,
les quantifications de tensioactifs donnant des résultats non reproductibles. Nous avons
donc cherché la cause de ce problème au niveau du dépôt des échantillons, seule étape du
procédé d’HPTLC que nous n’avions pas encore optimisé.
3.1 Méthode de lavage de la seringue
Problématique L’observation du fonctionnement du robot ATS-4 nous a permis
de cibler deux anomalies occurrentes lors du prélèvement de l’échantillon que nous avons
dû corrigé avant de pouvoir obtenir des dépôts reproductibles : lorsque la seringue se
remplissait, (i) elle se chargeait également en bulles d’air et (ii) présentait une certaine
turbidité de la solution, notamment au début du prélèvement. Or le premier solvant de
lavage utilisé était composé d’un mélange chloroforme/méthanol (1/1 : v/v) qui permet-
tait un compromis entre une bonne volatilité pour un séchage efficace de la seringue après
lavage (par le chloroforme) et un bon pouvoir solubilisant des tensioactifs pour une éli-
mination complète des traces de tensioactifs entre deux prélèvements (par le méthanol).
L’observation de ce trouble dans l’échantillon aqueux lors de son prélèvement semblait
donc être la conséquence de la présence, dans la seringue, de chloroforme de lavage rési-
duel, non miscible dans l’eau et donc dans les échantillons. Ce solvant de rinçage a donc
été remplacé par un mélange eau/méthanol (1/1 : v/v).
Résultats La présence de l’eau dans ce nouveau solvant de lavage rend le solvant
miscible aux échantillons ce qui permet d’obtenir une meilleure solubilisation des résidus
de sels, protéines et tensioactifs et donc un meilleur nettoyage. Avec ce solvant de lavage,
plus aucun trouble n’est détectable dans les échantillons prélevés par la seringue. En
revanche ce mélange eau/méthanol présente une très mauvaise volatilité et une quantité
non négligeable reste sur les parois de la seringue après lavage ce qui dilue le prélèvement
suivant. L’ATS-4 ne disposant malheureusement pas de système de séchage de la seringue
après lavage, nous avons été obligé de programmer un premier chargement de l’échantillon
dans la seringue dans le seul but de mettre celle-ci en équilibre de concentration. Le
volume d’échantillon nécessaire à cette précaution d’usage (environ 40 µL) est ainsi jeté
à la poubelle et ne peut servir pour réaliser un dépôt sur la plaque.
3.2 Méthode de prélèvement
Problématique Si la présence du trouble dans la seringue a pu être rapidement
reliée à l’utilisation d’un solvant de lavage inapproprié, plusieurs hypothèses, quant à
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l’origine des bulles d’air dans le corps de la seringue, ont été formulées :
– une obstruction de l’aiguille
– une mauvaise étanchéité du piston de la seringue
– un mauvais positionnement de l’aiguille dans le vial (plaquée contre la paroi du vial)
– une trop grande vitesse de prélèvement
– la présence de bulles au sein des solutions de tensioactifs
Nous avons donc, après avoir changé la méthode de lavage de la seringue, étudié ces
différentes hypothèses pour cibler les corrections à réaliser afin d’éviter la présence de ces
bulles d’air dans la seringue.
Résultats Pour pallier aux problèmes d’ordre matériel, l’aiguille a été soumise aux
ultrasons dans l’eau pendant plusieurs heures, afin d’éliminer d’éventuels bouchons et la
seringue a été vérifiée par un test automatique proposé par l’ATS-4. Ce test consiste à
plaquer l’embout de l’aiguille sur une bande de silicone et l’ATS-4 remonte alors le piston
de la seringue sur toute sa longueur. Cette opération lui permet d’évaluer l’étanchéité de la
seringue et de signaler à l’opérateur si celle-ci nécessite d’être remplacée ou non. L’appareil
jugeant l’état de la seringue comme satisfaisant, nous avons orienté nos investigations sur
le positionnement de l’aiguille dans la solution à prélever.
En effet les échantillons de protéines étant obtenus en quantité limitée, nous avons
dès le début miniaturisé les volumes des échantillons nécessaires à l’analyse HPTLC par
l’utilisation d’inserts à l’intérieur des vials HPTLC. Pour éviter que l’aiguille ne soit trop
près du fond de l’insert lors du prélèvement, sa position a été réajustée de façon à avoir au
moins 1 mm entre la paroi inférieure interne de l’insert et l’extrémité de l’aiguille. Cette
opération a permis de réduire la quantité de bulles lors du prélèvement d’échantillon
mais pas de les éliminer totalement. Il n’a en revanche pas été remarqué de différence en
fonction de la géométrie de l’insert utilisé (fond plat ou conique, avec ou sans ressort en
plastique, diamètre de 5 ou 6 mm).
Les paramètres d’appareillage ayant été mis hors de cause ou rectifiés, la présence de
ces bulles d’air résiduelles était donc aussi la conséquence des caractéristiques inhérentes
des échantillons. Bien que peu concentrées, ces solutions de tensioactifs dans l’eau ont
tendance à mousser dans des conditions de manipulations trop vigoureuses. Ainsi il a été
possible d’éliminer la formation de ces bulles d’air en réduisant fortement la vitesse de
prélèvement (3 µl/s) et en forçant l’automate à reverser, dans le vial, le surplus d’échan-
tillon prélevé qu’en toute fin de dépôt et non après chaque prélèvement. La réalisation des
dépôts immédiatement après leur préparation ou après 2 heures de repos, n’a pas apporté
d’amélioration particulière.
L’ensemble de ces changements a abouti à l’élimination des bulles d’air visibles dans
la seringue. Toutefois par crainte de la présence de micro-bulles invisibles à l’œil, un
délai de 2 secondes a été ajouté, pour le remplissage de la seringue, afin de permettre
l’élimination de la partie supérieure du prélèvement où s’accumulent les bulles d’air. Ce
délai supplémentaire de remplissage et la mise en équilibre de concentration de la seringue
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sont des précautions consommatrices d’échantillons (environ 40 à 50 µL par échantillon,
sont ainsi "jetés") mais néanmoins nécessaires pour obtenir des dépôts reproductibles.
3.3 Méthode de dépôt des échantillons sur la plaque
Problématique : Après avoir lavé et rincé le système puis chargé l’échantillon dans
la seringue, le robot se déplace pour effectuer le dépôt sur la plaque par pulvérisation sous
flux d’azote. L’ATS-4 permet de réaliser cette étape en chauffant l’extrémité de l’aiguille
afin d’éliminer plus rapidement le solvant de dilution des échantillons et de limiter la
diffusion dans la plaque. Bien que travaillant avec des échantillons dans l’eau, propice à
la diffusion de par sa faible volatilité, nous avons choisi de ne pas utiliser cette option car
les protéines aussi bien que nos détergents glycosylés risquaient de se détériorer lors du
chauffage et donc de fausser les résultats du dosage. En revanche il fallait déterminer le
volume de rétractation, le volume de prédosage et les conditions de répartition des échan-
tillons sur la plaque qui permettaient d’obtenir la meilleure reproductibilité des résultats.
Cette reproductibilité est estimée par le logiciel winCats avec le calcul du coefficient de
variation (CV) des résultats obtenus pour 6 ou 12 dépôts de 2 µL de standard de DDM
à 0,1 mg/mL sur une même plaque.
Résultats : Le volume de rétractation permet de remonter légèrement de l’échan-
tillon dans la seringue avant son déplacement, pour éviter la concentration locale des
substances au bout de l’aiguille par évaporation du solvant. Réglé par défaut à 200 nL,
sa diminution a entrainé une très faible augmentation du CV et l’augmentation de ce vo-
lume n’a pas modifié de façon significative la reproductibilité des résultats. Pour limiter
la consommation inutile d’échantillon, le volume de rétractation a donc été fixé à 200 nL.
Le volume de prédosage correspond au volume déposé sur la plaque "poubelle" du robot
pour enlever la première goutte d’échantillon qui a pu subir une variation de concentration
locale malgré l’usage d’un volume de rétractation. Sa valeur par défaut est de 200 nL et
des volumes de 600 nL et 800 nL ont aussi été testés. Si le prédosage de 600 nL améliore
sensiblement la reproductibilité des résultats, l’augmenter à 800 nL n’a pas montré de
gain supplémentaire. La valeur de 600 nL a donc été retenue. Concernant la répartition
des dépôts, l’obtention systématique de premiers dépôts hors de gamme lorsque ceux-ci
étaient situés à moins de 20 mm du bord de la plaque a mis en évidence la présence
"d’effets de bords" dans nos conditions chromatographiques. Il a donc été choisi de laisser
au minimum 2 cm entre les dépôts et les bords latéraux de la plaque. Un dépôt à 8 mm
du bas de plaque est apparu adéquat. Ainsi sur une plaque HPTLC de 20 cm de large,
22 à 23 dépôts, en bandes de 6 mm, peuvent être réalisés sans perturbation inter-bande.
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4 Résultats
4.1 Tableau récapitulatif des conditions HPTLC
Figure 3.6 – Paramètres HPTLC pour la méthode de dosage des tensioactifs
La figure 3.6 reprend l’ensemble des paramètres HPTLC déterminés après optimisation
de la méthode de dosage des tensioactifs et détergents.
4.2 Gamme étalon du DDM dans l’eau
La figure 3.7 A montre la plaque HPTLC d’une gamme étalon de DDM dans l’eau.
Le standard est à 0,1 mg/mL et la gamme est réalisée par dépôt de volumes croissants de
cette solution. Le premier dépôt à droite sur la plaque A, de 0,05 µg de DDM, est à peine
visible à l’œil mais donne un signal qui sort du bruit de fond sur le scan du densitomètre.
Cette quantité représente donc la limite de détection de la méthode. En traçant l’aire ou
la hauteur de pic estimée sur le logiciel d’intégration winCATS en fonction de la quantité
de DDM déposée sur la plaque, une droite de calibration est obtenue entre 0,1 et 1,6 µg.
L’écart à la linéarité donné par la déviation standard calculée par le logiciel est de 2,2%,
ce qui est tout à fait acceptable.
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Figure 3.7 – Gamme étalon et plaques HPTLC obtenues pour des standards de DDM
(0,05-1,8 µg) dans l’eau ou en tampon
4.3 Influence des sels : gamme étalon du DDM dans les condi-
tions d’élution du RC-LH1-puf X
Dans notre étude les échantillons analysés par HPTLC sont des solutions de protéines
directement issues de colonne échangeuse d’anions. Le solvant de ces fractions n’est donc
pas de l’eau mais un tampon Tris-HCl 20 mM pH 8 auquel s’ajoute 375mM de chlorure
de sodium. Ces conditions salines sont imposées par le processus d’élution du complexe
protéique RC-LH1-pufX lors de sa purification sur colonne FPLC. Or la présence de sel
peut perturber les interactions de type électrostatiques entre les composés et la phase
stationnaire des plaques HPTLC et ainsi modifier les résultats chromatographiques. Une
gamme étalon de standard de DDM a donc été réalisée dans ces conditions de salinité,
figure 3.7 B, afin de connaître l’influence de la présence de ces sels. Au niveau de la
plaque HPTLC après révélation, le sel cause un blanchiment de la position du dépôt et
une modification de la distance relative de migration. Les composés sont moins retenus
par la phase stationnaire et migrent plus loin. La courbe de calibration tracée dans ces
conditions peut être modélisée par une équation de type Mickaëlis-Menten, en tenant
compte des phénomènes de saturation de la silice, sur une gamme allant de 0,1 à 1,4 µg
de DDM avec une déviation standard de 3,97 %. Les tests de reproductibilité réalisés
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pour du DDM à 0,1mg/mL dans du tampon (Tris-HCl 20 mM pH 8 375 mM NaCl)
ont donné des CV similaires à ceux obtenus dans l’eau (4,5 %). Cette étude montre
que cette méthode de dosage est applicable pour quantifier les tensioactifs des solutions
de protéines membranaires mais qu’il est nécessaire de préparer des standards dans des
conditions similaires à celles des échantillons.
5 Conclusion
5.1 Un exemple de dosage de la bouée de détergent
5.1.1 Principe
Figure 3.8 – Principe du dosage de la bouée avec ou sans échange du détergent. La
protéine, immobilisée sur colonne dans sa bouée initiale, est éluée de la colonne avec un tampon
de concentration connue en tensioactif et une gradient de sel.
La figure 3.8 montre le principe de dosage de la bouée de détergent ou du tensioactif
après échange pour des échantillons en sortie de colonne échangeuse d’anions. Dans le cas
d’une simple purification, la protéine solubilisée grâce à une bouée de DDM, est introduite
dans un tampon Tris-HCl 20 mM pH 8, DDM 0,15 mg/mL et est retenue sur la colonne
grâce à ses groupements anioniques. La colonne est lavée avec le même tampon de façon
à éliminer les liaisons non spécifiques. Puis un gradient de sel permet d’éluer les protéines
à des concentrations en sel précises et différente. Le dosage de la fraction contenant la
protéine d’intérêt permet de déterminer la quantité de DDM total (DDM libre et lié à
la protéine). La quantité de DDM en micelles libres peut être analysée par dosage d’une
fraction éluée ne contenant pas de protéine. Sa valeur doit être proche de la concentration
du tampon d’élution préparé. Par soustraction de ces deux résultats il est alors possible
d’estimer la quantité de DDM formant la bouée de détergent entourant la protéine.
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Lors de l’échange du détergent par un tensioactif, on procède de la même façon sauf
que le lavage et l’élution de la protéine est réalisé avec le deuxième tensioactif : le PCC-
malt. Le DDM minoritaire est échangé avec le PCC-malt et est relargué au fur et à
mesure en sortie de colonne jusqu’à son retrait total. Ainsi l’échange pourra être complet
ou partiel, et la bouée finale contenir ou non une portion de DDM. Le principe de dosage
par HPTLC est alors le même que précédemment. Le dosage de la fraction contenant la
protéine donne la quantité totale de chacun des tensioactifs. Le DDM correspond alors
directement à la quantité liée à la protéine. Pour la quantité de PCC-malt liée, il faut
retrancher la quantité de PCC-malt libre dosée à partir d’une fraction sans protéine ni
DDM.
5.1.2 Résultats
Figure 3.9 – Dosage de la bouée de détergent du RC-LH1-Puf X. Courbes de calibration
(cercles) avec les points correspondant au dosage du tampon d’élution en sortie de colonne en
absence de protéine (triangles), et de la fraction du dimère de RC-LH1-puf X après dilution
(carrés).
La figure 3.9 indique le positionnement dans la gamme étalon de DDM des mesures
tripliquées faites sur une fraction de RC-LH1-puf X purifiée en DDM (correspondant au
DDM total) et sur une fraction sans protéine représentant la quantité des micelles libres
de DDM. Les résultats ainsi obtenus estiment un tampon à 0,096 mg/mL (en accord avec
le tampon à 0,1 mg/mL de l’élution) et une bouée de DDM de 1070 (± 160) molécules
par dimère de RC-LH1-puf X, soit 1,1 gramme de détergent par gramme de protéine. Ce
ratio d’un gramme de détergent par gramme de protéine est en accord avec les ordres de
grandeur obtenus sur d’autres protéines membranaires [173, 183].
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L’insert de cette figure montre le type de plaque HPTLC obtenue lors du dosage de
la bouée de détergent d’une solution. Il permet de vérifier que la distance relative de
migration du DDM est bien la même entre le standard préparé dans un tampon similaire
à la protéine, la fraction de tampon élué et la fraction de RC-LH1-pufX. Il est aussi
important de remarquer qu’aucune autre bande n’apparait sur la plaque, ce qui signifie (i)
que la totalité du DDM migre au niveau de la bande analysée et que (ii) la bande du DDM
ne subit pas d’interférence de la part d’autres espèces (l’absence d’un second composé
migrant au même niveau que le DDM a été vérifiée par ailleurs en variant la composition
de l’éluant). Ce résultat améliore de façon significative la technique CCM développée
Ericks où une partie du DDM reste associée à la protéine au niveau du dépôt [178]. Ce
défaut est certainement la cause de la grande quantité devant être chargée sur la plaque
CCM par rapport à l’HPTLC.
5.2 Comparatifs avec les autre méthodes de dosage de déter-
gents
Méthode
Dosage
colori-
mé-
trique
GC FTIR
Angle
de
contacta
CCM HPTLC
Référence
bibliographique
[176] [177] [172] [173] [178] [179]
Pré-traitement
échantillon
Non Oui Non Non Oui Non
Volume minimal
requis (µL)
50 - 10 20 - 150
Domaine de
quantification (µg)
4-20 0,01-2,5 18-584b 0,2-2 10-350 0,1-1,4
Limite de
détection (µg)
2,45 0,01 3 - - 0,05
Détection des
échanges
Non Non Non Non Oui Oui
Tableau 3.1 – Comparatif des caractéristiques des principales méthodes de dosage
des détergents en routine a dispositif non commercialisé, b gamme sur l’octylglucoside au
lieu du DDM
Plusieurs méthodes de dosage ont été développées pour déterminer la quantité de
détergent liée aux protéines membranaires, comme par exemple la spectroscopie infra
rouge [172], la chromatographie gazeuse [177] ou sur couche mince [178], dosage colori-
métrique [176] ou la mesure de l’angle de contact [173]. Le tableau 3.1 présente un rapide
survol des caractéristiques de ces techniques en terme de limites de détection, domaine de
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quantification, qualité de la préparation des échantillons et de leur aptitude à doser les
échange de détergent.
Ce tableau met en lumière que les méthodes déjà publiées sont souvent moins rapides
à cause de l’étape de pré-traitement de l’échantillon que l’HPTLC. Elles présentent aussi
des domaines de quantification qui nécessitent de travailler sur des concentrations plus
élevées en tensioactifs. Par ailleurs l’HPTLC est la seule méthode avec la CCM qui offre
la possibilité de doser, en routine, deux tensioactifs simultanément et indépendamment
dans une même solution lors d’échange de détergents. Toutefois la méthode HPTLC per-
met de quantifier des quantités 100 fois plus faibles que la CCM classique. A priori, le
seul désavantage de l’HPTLC est qu’elle requiert un volume plus grand d’échantillon de
protéine, à cause des précautions de rinçage et de mise en équilibre de concentration du
robot déposeur d’échantillon. Mais cette contrainte est contrebalancée par le domaine de
quantification qui permet travailler sur de très faibles concentrations. Ce sont bien des
contraintes de volume, et non de quantité de matière. Ainsi il est bien souvent possible
d’utiliser des fractions de protéine diluées, alors que d’autres méthodes imposent de les
concentrer. Les quantités de protéines sont donc au finale similaires, voire inférieures aux
autres méthodes. La méthode HPTLC de dosage des tensioactifs présentée dans ce cha-
pitre est une méthode de routine permettant l’analyse directe d’échantillons de protéines
en sortie de colonne de purification et pourra donc être utilisée pour une étude plus ap-
profondie de la composition de la bouée de détergent en fonction des conditions initiales
de solubilisation des protéines.

CHAPITRE 4
Étude des lipides et tensioactifs liés au complexe RC-LH1-puf X de
Rhodobacter blasticus
Dans le chapitre 2, nous avons étudié une série de tensioactifs seuls en solution ce qui
nous a permis de cibler deux d’entre eux, le DDM et PCC-malt, comme étant les plus
intéressants pour la cristallisation de protéines membranaires. Nous allons dans ce cha-
pitre, les tester sur le complexe RC-LH1-pufX en déterminant la quantité de tensioactifs
et de lipides liés au complexe RC-LH1-pufX lorsque celui-ci est purifié en présence de
DDM ou de PCC-malt. Ce résultat devrait nous permettre de mieux contrôler les condi-
tions de cristallisation de ce complexe de façon à pouvoir optimiser la bouée autour de
la protéine, dans le but d’améliorer la qualité de la diffraction des cristaux du complexe
RC-LH1-pufX.
Pour caractériser le complexe PDL, il faut tout d’abord identifier les différents com-
posés en présence et choisir une méthode analytique qui nous permet de les doser indé-
pendamment. Dans notre cas, nous avons :
– le complexe protéique RC-LH1-pufX quantifiable par la méthode classique du dosage
de Bradford (kit commercial),
– le tensioactif (DDM ou PCC-malt), quantifiable par HPTLC avec la méthode déve-
loppée au chapitre de ce manuscrit.
– les lipides qui peuvent être quantifiés indépendamment les uns des autres par
HPTLC selon une méthode décrite dans la littérature [180]. Toutefois la compo-
sition en lipides des membranes de Rb. basticus n’ayant pas été décrite dans la
littérature, nous avons donc cherché dans un premier temps à identifier les lipides
constitutifs des membranes de cette bactérie.
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1 Étude de la composition en lipides chez Rb. blas-
ticus
Cette étude a été réalisée en collaboration avec le Dr. Frédéric Beisson et M. Stéphan
Cuiné du laboratoire LB3M du CEA-Cadarache qui ont accepté de mettre à notre dis-
position les appareillages nécessaires à l’extraction et à la transméthylation des lipides,
ainsi que leurs équipements de chromatographie en phase gazeuse couplée à la spectro-
mètrie de masse (GC-MS). Ils ont par ailleurs pris en charge l’analyse de nos échantillons
par chromatographie en phase liquide couplée à la spectromètrie de masse (HPLC-MS).
Avant de présenter nos résultats, nous allons brièvement présenter les différentes tech-
niques que nous avons utilisées pour l’étude des lipides pour bien comprendre quelles sont
les informations auxquelles elles donnent accès.
1.1 Les techniques utilisées pour l’étude des lipides
1.1.1 L’HPTLC
L’utilisation de l’HPTLC pour l’analyse de lipides a fait l’objet de plusieurs revues
scientifiques [180,184]. Avant d’être déposés sur plaque HPTLC, les échantillons sont ex-
traits dans une phase organique par des techniques du type Bligh and Dyer [185]. Diverses
phases mobiles, décrites dans ces revues, peuvent alors être utilisées en fonction des classes
de lipides à séparer et à analyser. Les distances de migrations obtenues étant spécifiques
de chaque classe de lipide, la quantification peut être réalisée grâce à des solutions de
lipides standards. Il est cependant difficile d’identifier un lipide inconnu directement par
HPTLC puisque cela suppose de trouver un standard qui migre exactement à la même
position quelque soit le solvant de migration. L’analyse de lipides par HPTLC est donc
une méthode simple et rapide pour la quantification des lipides mais nécessite souvent
l’identification au préalable de ceux-ci pour travailler avec les bons standards.
1.1.2 La GC-MS
La chromatographie en phase gazeuse couplée à la spectromètrie de masse (GC-MS)
permet l’identification et la quantification des acides gras des lipides. Elle requiert un
pré-traitement des échantillons où les lipides en milieux aqueux sont traités par de l’acide
sulfurique en présence de méthanol pour cliver et transméthyler les chaînes d’acide gras.
Les méthylesters ainsi formés sont des espèces suffisamment volatiles pour pouvoir être
séparées par GC après leur extraction en milieu organique. A la sortie de la colonne de GC
chaque fraction est divisée en deux. La première est analysée par le spectromètre de masse.
La seconde moitié de la fraction passe devant un détecteur à ionisation de flamme (FID,
en anglais) : les composés sont brûlés dans une flamme air-hydrogène, et une électrode
collecte les ions carbone formés ce qui génèrent un courant d’ionisation. L’amplification
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de ce courant permet de détecter un signal proportionnel à la masse du soluté. Lorsqu’un
étalon interne est ajouté en quantité connue aux échantillons avant transméthylation, le
FID permet d’obtenir la quantité de chaque type de méthylester en tenant compte du
rendement de transméthylation. En pratique les TAG (triacylglycérol) avec des chaînes
de 15 ou 17 carbones (C15 ou C17) sont souvent utilisés en étalon interne car les chaînes
d’acide gras à nombre de carbones impair étant très rares à l’état naturel dans le monde
bactérien, elles ne vont donc pas interférer avec les chaînes constitutives des membranes
de bactéries. Les profils de fragmentation obtenus en masse sont caractéristiques quant à
eux de chaque chaîne d’acide gras et permettent de différencier deux chaînes similaires à
une insaturation près.
1.1.3 L’HPLC-MS
La technique de choix pour l’identification de la composition en lipide d’un échantillon
inconnu est sans doute la chromatographie liquide haute performance couplée à la spec-
trométrie de masse (HPLC-MS) qui renseigne aussi bien sur la structure de la tête polaire
que sur celle des chaînes d’acide gras. En pratique, les lipides extraits des échantillons
sont séparés sur colonne de chromatographie liquide. Pour chaque composé en sortie de
colonne HPLC, la masse de l’ion moléculaire est mesurée et les ions les plus abondants sont
fragmentés pour obtenir leurs spectres de masse. La comparaison de ces spectres, à des
banques de données permet l’identification des lipides. En résumé, la figure 4.1 représente
les différentes sous unités structurelles des lipides analysées par GC-MS et HPLC-MS.
Figure 4.1 – Analyse des lipides par GC-MS vs. HPLC-MS : l’information est obtenue
sur les fragments des lipides. La tête polaire du lipide n’est pas analysée par GC-MS.
1.2 Identification des lipides liés au RC-LH1-puf X de Rb. blas-
ticus
1.2.1 Analyse HPTLC d’extraits de dimères
Dans un premier temps, pour identifier les différents lipides associés aux dimères de
RC-LH1-pufX, nous avons testés différentes conditions d’élution décrites dans la littéra-
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ture. Par analogie au complexe protéique RC-LH1-pufX de Rb. sphaeroïdes, nous nous
attendions à retrouver dans la composition des membranes de Rb. Blasticus quatre lipides
majoritaires : le PC(Phosphatidylcholine) , PE (Phosphatidylethanolamine), PG (Phos-
phatidylglycerol) et CL (cardiolipine) [186]. Les résultats obtenus (figure 4.2) montrent
que les distances de migration de standards de ces 4 phospholipides ne correspondent
pas à celles des lipides contenus dans nos échantillons. Par conséquent, seule la bande du
DDM peut être identifiée directement par HPTLC. Par ailleurs, ces résultats indiquent
que la condition "migration acide" présente la meilleure séparation des différents lipides,
elle a donc été retenue pour la suite des expériences par HPTLC.
Figure 4.2 – Identification des lipides par variation de la phase mobile sur
HPTLC. Profils d’élution HPTLC d’extraits de dimères RC-LH1 puf X purifiés (pistes
à gauche), et de standards de PE, PG, PC et CL (pistes à droite). Les phases mobiles
sont issus de la littérature pour l’analyse de lipides polaires [180] : "Migration acide" :
chloroforme/méthanol/acide acétique/eau (30/5,2/3,6/1,6 : v/v/v/v). "Migration basique" :
Chloroforme/méthanol/eau/hydroxyde d’ammonium (24/13,6/1,6/0,8 : v/v/v/v). "Migration
KCl" : Acétate de méthyle/propan-1-ol/chloroforme/méthanol/chlorure de potassium 0,25%
(10,5/10,5/11,8/4,2/3 : v/v/v/v).
Cette bande de DDM étant très intense, nous avons cherché à vérifier que sa présence
n’affectait pas les distances de migration des composés dans l’échantillon de dimères par
un effet matrice. Ce phénomène pourrait, en effet, expliquer la différence de migration
observée entre les standards et les échantillons. Pour vérifier cette hypothèse, l’analyse
HPTLC a été réalisée sur des extraits de membranes photosynthétiques qui présentent
l’avantage de ne pas contenir de DDM.
1.2.2 Analyse HPTLC d’extraits de membranes
Les profils d’élution sur plaque HPTLC d’extraits de membranes et de complexes de
RC-LH1-pufX (figure 4.3) présentent des bandes aux mêmes niveaux de migration. La
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Figure 4.3 – Plaque HPTLC de l’analyse des lipides chez Rb. blasticus. Profils d’élution
HPTLC d’extraits de dimères RC-LH1 pufX purifiés (gauches) et de membranes après cassage
des cellules (droite). Phase mobile : chloroforme/méthanol/acide acétique/eau (30/5,2/3,6/1,6 :
v/v/v/v)
migration des lipides n’est donc pas modifiée par la présence du DDM dans les échan-
tillons de dimères. Par ailleurs, ce résultat indique clairement que bien qu’il puisse y
avoir un enrichissement local de la quantité de certains lipides au contact de la protéine
membranaire [187], il n’y a pas d’exclusion totale d’un lipide particulier. Tous les lipides
composant la membrane se retrouvent bien associés au dimère purifié dans la bouée. Iden-
tifier les lipides liés au RC-LH1-puf X revient donc à identifier les lipides composant les
membranes invaginées de Rb. blasticus.
Nous observons toutefois qu’une bande supplémentaire (marquée ∗ sur la figure) est
obtenue dans les échantillons de membranes extraites qui n’apparait pas (ou peu) dans
les échantillons de dimères extraits puisqu’elle est masquée par la bande du DDM. Nous
avons donc choisi de continuer la recherche de l’identification des lipides sur des extraits
de membranes, plutôt que de dimères, de façon à travailler sur des extraits plus riches
en lipides et avoir accès sur HPTLC, à cette nouvelle bande qui est aussi, sans doute, un
lipide.
L’identification des lipides présents chez Rb. blasticus n’ayant pas été possible par
HPTLC, nous avons utilisé les techniques de GC-MS et d’HPLC-MS.
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Figure 4.4 – Résultats de l’analyse GC-MS. Le profil d’élution en sortie de colonne de
chromatographie gazeuse (haut), et le profil de détection par FID (milieu) indiquent la présence
de 5 composés notés de a à e, qui peuvent être identifiés par fragmentation en spectrométrie de
masse (bas) et comparaison à la base de donnée (spectre dans l’insert). Les composés sont des
méthylesters en C15:0 (a), C16:0 (b), C16:1 (c), C18:0 (d) et C18:1 (e).
1.2.3 Analyse GC-MS
Les échantillons biologiques étant souvent de composition complexe avec la présence
de multiples espèces, l’usage direct d’une technique aussi performante que l’HPLC-MS
aboutit à l’obtention d’une multitude d’informations qu’il est parfois difficile d’analyser
lorsque les espèces chimiques recherchées n’ont pas été ciblées au préalable. C’est pourquoi
nous avons dans un premier temps réalisé uniquement l’étude des acides gras par GC-MS.
En effet l’étape de transméthylation et d’extraction permet d’isoler et de recueillir uni-
quement les acides gras de l’échantillon biologique initial, ce qui simplifie grandement le
système à analyser et donc les résultats obtenus. Dans notre cas c’est un moyen de s’affran-
chir du signal des différentes protéines des membranes et de leurs cofacteurs (pigments,
quinones, etc).
La figure 4.4 montre les résultats obtenus à partir d’un extrait de membranes trans-
méthylé de Rb. blasticus auquel a été rajouté un étalon interne d’acide gras C15:0. Sur le
profil GC il est possible de remarquer la simplicité du signal obtenu en sortie de colonne,
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avec la présence de seulement cinq espèces chimiques, identifiables par spectrométrie de
masse. Le composé a correspond à l’étalon interne en C15:0 alors que les autres espèces
proviennent de l’échantillon qui contient des acides gras en C16:0 (composé b), en C16:1
(composé c), en C18:0 (composé d) et en C18:1 (composé e). La détection par ionisa-
tion de flamme permet de conclure que les chaînes d’acides gras en C18:1 sont largement
majoritaires devant les chaîne en C18:1 puis en C16. Ce résultat obtenu pour les lipides
membranaires de l’espèce Rb. blasticus est cohérent avec la composition en acides gras
des membranes d’autres bactéries pourpres [188].
1.2.4 Analyse HPLC-MS
Une fois la composition en acide gras déterminée, nous avons pu analyser des extraits
de membranes totales par HPLC-MS et rechercher un certain nombre de lipides que
nous avions prédéfinis : des glycerophospholipides (PC, PE, PG, PI, PS et CL) 1, des
sphingolipides (SM, Cer) 2 et des glycerolipides (MAG, DAG, TAG, MGDG, DGDG,
SQDG) 3.
La figure 4.5 (en haut) donnant le chromatogramme HPLC obtenu pour un échan-
tillon de membranes extraites superposé à celui d’un échantillon "blanc" montre bien la
complexité du signal obtenu par rapport au profils GC des acides gras. Un scan auto-
matique des résultats a été réalisé dans les régions du chromatogramme où le signal de
l’échantillon se différencie du blanc. La recherche se fait par comparaison des profils de
fragmentation obtenus lors de l’analyse de l’échantillon avec les profils théoriques des
composés prédéfinis, répertoriés dans la base de donnée.
Ainsi la présence de trois lipides, PE (Phosphatidylethanolamine), PG (Phosphati-
dylglycerol) et PC (Phosphatidylcholine) a été mise en évidence, avec majoritairement
des chaînes globales en C36:2 (histogramme en bâton de la figure 4.5) qui peuvent être
interprétées comme deux chaînes C18:1 en accord avec les résultats de GC-MS.
1.2.5 Identification des bandes HPTLC par HPLC-MS
L’analyse HPLC-MS d’un extrait total de membrane n’ayant permis de déceler que
3 types de lipides (PE, PC et PG) alors que 5 composés sont révélés lors de l’élution
HPTLC, il a été décidé de réaliser une HPLC-MS de chacune de ces 5 bandes présentes
sur plaque HPTLC. L’objectif est de, non seulement confirmer la présence des trois phos-
pholipides déjà identifiés, mais également de déterminer la nature des deux autres bandes.
L’analyse nous permettra ainsi de conclure si l’obtention de ces cinq bandes correspond
1. PC : Phosphatidylcholine , PE : Phosphatidylethanolamine, PG : Phosphatidylglycerol, PI : Phos-
phatidylinositol, PS : Phosphatidylserine, CL : cardiolipine
2. SM : sphingomyéline, Cer : céramide
3. MAG, DAG, TAG : mono-, di- et tri-acylglycérol, MGDG, DGDG : mono- et di-galactosyl digly-
cerides, SQDG : sulfoquinovosyl diglycerides
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Figure 4.5 – Résultats HPLC-MS de l’analyse de membranes de Rb. blasticus. Haut :
Profils d’élution HPLC d’un extrait de membrane (bleu) par rapport au blanc (rose). Bas : histo-
gramme en bâton représentant la fréquence d’identification des structures des lipides recherchés
lors du scan automatique des résultats (l’échantillon gris clair est 10 fois plus dilué que le gris
foncé).
à la séparation de ces trois lipides en fonction de leurs chaînes d’acides gras (hypothèse
peu probable) ou si nous sommes en présence d’autres lipides.
L’exemple de l’analyse de la bande 2 (figure 4.6) montre que cette bande contient
du PG avec différentes compositions en acide gras. Chaque bande correspond donc bien
à une classe de lipide. La séparation se fait selon la nature de la tête polaire et non
en fonction des chaînes d’acide gras. Cette analyse sur chacune des 5 bandes a permis
d’attribuer la bande 1 (la plus basse) au PC, la bande 2 au PG et la bande 4 au PE
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Figure 4.6 – Analyse par HPLC-MS de la bande 2 de l’HPTLC. Gauche : profil d’élution
HPTLC d’extraits de membranes de Rb. blasticus. Phase mobile : chloroforme/méthanol/acide
acétique/eau (30/5,2/3,6/1,6 : v/v/v/v). Droite : Analyse HPLC-MS de l’extraction de la bande
2. Le signal de l’extrait de la bande 2 (en gris foncé) se différencie du signal du blanc (en gris
clair) pour des temps de rétention entre 10,5 et 11,5 minutes. Le fragmentation des composés
sortant dans cette zone a permis d’identifier le PG avec différentes compositions de ses chaînes
d’acide gras.
(figure 4.7). Par ailleurs, la comparaison du profil de fragmentation en masse du composé
de la bande 3 avec la base de données, a permis d’identifier un 4ième lipide : le MMPE
(monométhyle PE). En revanche aucune référence de la base de données ne correspond
au profil de fragmentation obtenu pour la bande 5 (la plus haute), ce composé reste donc
non identifié. Pour les quatre lipides identifiés les différentes combinaisons d’acides gras
en 16:0, 16:1, 18:0 et 18:1 ont été retrouvées, avec pour tous une large majorité de lipides
à deux chaînes en 18:1, en accord avec les résultats précédents. La composition en acides
gras est la même pour tous les lipides de la membrane photosynthétique et il n’y a donc
pas de lipide possédant une chaîne particulière par rapport aux autres. L’ensemble de ces
résultats est résumé sur la figure 4.7.
1.2.6 La question de la cinquième bande et l’absence de cardiolipine
L’analyse HPLC-MS de la bande 5 n’a malheureusement pas permis d’identifier quel
était la nature de ce composé. Les spectres de fragmentation obtenus ne présentent pas
les pertes de masse caractéristiques des chaînes d’acide gras de lipides et aucune corres-
pondance avec les références des bases de données utilisées n’a été trouvée. Ce résultat
indique soit que le composé 5 n’est pas un lipide, soit que la méthode de fragmentation
MS n’est pas adaptée à l’analyse de ce composé, soit que l’extraction de la bande HPTLC
n’a pas fonctionné.
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Figure 4.7 – Identification des bandes de lipides sur plaque HPTLC. Profil d’élution
HPTLC d’extraits de membranes de Rb. blasticus. Phase mobile : chloroforme/méthanol/acide
acétique/eau (30/5,2/3,6/1,6 : v/v/v/v).
Par ailleurs en comparant avec les autres souches de la famille de Rhodobacter dont
la composition lipidique a été décrite dans la littérature [186], il est surprenant de ne pas
retrouver la présence de cardiolipine dans nos analyses sur la souche de Rb. blasticus. Ce
phospholipide est, en effet, non seulement présent chez Rb. sphaeroides mais jouerait aussi
un rôle dans le transfert des quinones au cours du cycle photosynthétique [187]. Or d’après
la figure 4.2, dans les conditions dans lesquelles ont été éluées les membranes ("migration
acide"), le standard de cardiolipine migre au dessus du standard de PE. Cette donnée
tend à indiquer que le composé 5 pourrait être de la CL, ce que nous avons cherché à
vérifier de différentes manières malheureusement sans succès.
La première stratégie utilisée a consisté comparer les échantillons avec des standards.
Mais comme nous l’avons vu figure 4.2, le standard de CL présente une légère différence
de distance de migration par rapport à la bande 5 ce qui ne permet pas de confirmer
l’identité du composé 5. A l’inverse elle ne permet pas non plus d’affirmer que ce n’est pas
de la cardiolipine car une très légère différence de migration est aussi obtenue entre les
standards (PE, PG et PC) et les lipides des échantillons. En effet même si la séparation
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des phospholipides se fait en fonction de leurs têtes polaires, le fait que les échantillons
contiennent des mélanges d’acide gras modifie légèrement leurs distances de migration
par rapport aux standards uniquement composés de chaînes en C18:1. Or la cardiolipine
présente quatre chaînes d’acide gras, ce qui augmente la probabilité d’avoir des mélanges
de longueur de chaîne par rapport au PE, PG ou PC qui n’en possèdent que deux. Ainsi
la différence de distance de migration entre l’échantillon et le standard en C18:1 est
potentiellement amplifiée dans le cas de la CL.
Dans une deuxième temps, nous avons essayé de montrer que ce composé 5 pouvait être
un phospholipide par coloration de la plaque HPTLC au bleu de molybdène, spécifique
des fonctions phosphates. Malheureusement les quantités de lipides analysées par HPTLC
étant très faibles, la coloration obtenue pour les bandes de PE, PC ou PG sortait à peine
du bruit de fond et aucune coloration de la bande 5 n’est apparue. Comme ce composé
se colore beaucoup moins bien au sulfate de cuivre, il est difficile savoir si ce résultat
provient de la nature du composé 5 (qui dans ce cas, ne serait pas un phospholipide)
ou simplement de sa faible quantité (qui serait inférieure à la limite de détection par
le bleu de molybdène). Le chargement d’une plus grande quantité d’extrait membranaire
entrainant une augmentation de la diffusion et une perte de la séparation des bandes de la
plaque HPTLC, il n’a pas été possible de conclure sur la coloration au bleu de molybdène
de cette bande 5.
Dans une troisième approche, nous avons comparé les profils HPTLC des membranes
de Rb. blasticus avec des membranes "témoins" possédant (Rb. sphaeroides) ou ne pos-
sédant pas (Rb. capsulatus) de CL (figure 4.8). Mais la qualité de l’élution des extraits
membranaires de Rb. sphaeroides est altérée par des interférences entre les différents com-
posés présents (cf. le front de migration sur la plaque). La migration des lipides se retrouve
fortement perturbées et empêche la comparaison avec le profils d’élution des membranes
de Rb. blasticus. Quant à Rb. capsulatus, son profil présente une bande qui migre à peu
près au même niveau que la bande 5. Ces deux composés pourraient donc être identiques
et ne seraient dans ce cas pas de la CL puisqu’elle est absente chez Rb. capsulatus.
Au niveau de l’analyse HPLC-MS nous avons tout d’abord vérifié et confirmé que
la méthode utilisée était bien capable de détecter et analyser des solutions de standard
de cardiolipine. Toutefois l’analyse d’un mélange de standards de lipides PE, PC, PG et
CL, tous en concentrations égales, montre clairement que même si la CL est retrouvée
et analysée, elle est détectée en bien plus faible quantité que les trois autres lipides. Ceci
pourrait être dû à un faible rendement d’ionisation de la CL par rapport aux autres
lipides, du fait de sa masse deux fois plus élevée. Cette difficulté est amplifiée dans les
échantillons biologiques, plus complexes, puisque nous n’avons pas réussi à détecter la
présence de CL dans des extraits de membranes de Rb. sphaeroides, pourtant sensées
contenir de la CL. Pour identifier la CL en HPLC-MS il semble qu’il faille travailler avec
des échantillons relativement purs et concentrés. L’analyse de bandes HPTLC permet de
répondre au critère de pureté puisque les autres composés de l’échantillon sont exclus
de la bande. Mais il faut posséder une méthode d’extraction de la silice suffisamment
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Figure 4.8 – Analyse des lipides des membranes de Rhodobacter par HPTLC. De
gauche à droite : profils d’élution HPTLC d’extraits de membranes de Rb. sphaeroides (possé-
dant CL), d’extraits de membranes de Rb. blasticus, d’extraits de membranes de Rb. capsulatus
(déficientes en CL). Phase mobile : chloroforme/méthanol/acide acétique/eau (30/5,2/3,6/1,6 :
v/v/v/v). Les contrastes ont été modifiés numériquement pour un meilleure visibilité.
efficace pour recueillir le lipide en grande quantité. La méthode d’extraction manuelle
employée sur la bande 5 n’a pas permis d’obtenir suffisamment de composé pour pouvoir
l’identifier. Cette bande a été récemment prélevée par l’appareil de couplage HPTLC-MS
qui permet d’optimiser les rendements d’extraction, et de diminue le rapport signal/bruit
lors de l’analyse en spectrométrie de masse (figure 4.9). Nous espérons ainsi pouvoir
disposer d’une quantité suffisante du composé 5 pour que son analyse MS aboutisse à
son identification. Malheureusement à ce jour, nos collaborateurs ne nous ont pas encore
communiqué les résultats de l’analyse par la masse du prélèvement et nous ne sommes
toujours pas en mesure d’identifier le composé 5. Lors de cette analyse nous avons profité
du prêt du "TLC visualizer" qui permet une détection plus sensible que la révélation
utilisée en routine au sulfate de cuivre, pour comparer les membranes de Rb. blasticus
à celles d’autres bactéries pourpres (Rhodobaca bogoriensis (LBB1), Rhodopseudomonas
rubrum et Rb. capsulatus), dans l’espoir de trouver une espèce qui présente aussi cette
bande 5, afin de facilité son identification. Mais encore une fois, aucune des souches testées
ne possède de composé qui migre à la même distance que la bande 5.
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Figure 4.9 – Plaque HPTLC pour la couplage HPTLC-MS. Phase mobile : chloro-
forme/méthanol/acide acétique/eau (30/5,2/3,6/1,6 : v/v/v/v). Détection à la primuline lue
à 366 nm par le "TLC visualizer". Aucune des autres espèces testées (Rhodobaca bogoriensis
(LBB1), Rhodopseudomonas rubrum et Rb. capsulatus) ne présente de composé au niveau de
la bande 5 de Rb. blasticus (Rf=0,50). Le standard de CL migre à Rf=0,48). Les zones noires
correspondent aux zones prélevées et désorbées par le "TLC-MS interface".
1.2.7 Discussion et choix des lipides analysés
Lors de cette analyse nous avons donc pu caractériser quatre lipides présents avec des
compositions en acides gras majoritairement en à 16 ou 18 carbones, saturés ou monoin-
saturés. Trois d’entre eux étaient attendus (PE, PG et PC) alors qu’un quatrième lipide
a été identifié comme étant du MMPE. Ce résultat est surprenant car ce lipide n’avait
jusqu’à présent jamais été formellement identifié dans la composition des membranes de
Rhodobacter. Cependant il avait certainement été observé si l’on se réfère au profil d’élu-
tion CCM d’extraits de lipides de Rb. sphaeroides et Rb. capsulatus [186] pour lesquels
un spot, légèrement décalé par rapport à celui du PE, avait été attribué à un "amino-
phospholipide inconnu". Le MMPE possède une structure intermédiaire entre le PE et
le PG, avec au niveau de sa tête polaire un groupement méthyl de plus que la PE (voir
figure 4.7). La question du rôle de ce lipide au sein des membranes reste entière à ce
jour. Peut-être intervient-il dans la détermination de la forme des membranes invaginées,
lamellaires chez Rb. blasticus alors qu’elles sont vésiculaires pour la majorité des bactéries
pourpres. Parmi ces quatre lipides, l’intensité des bandes nous indique d’ores et déjà que
le PC (bande la plus basse) est très minoritaire par rapport aux trois autres lipides.
De même l’intensité faible de la bande 5 tend à signifier que ce composé est minoritaire
par rapport aux PG, PC et MMPE. Cette remarque est d’autant plus vraie si l’on considère
qu’il s’agit de CL puisque les standards, en conditions de "migration acide " montrent,
qu’à concentration égale, la CL est beaucoup plus colorée. L’hypothèse selon laquelle la
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bande 5 serait un composé présent en très grande quantité mais se colorant faiblement
au sulfate de cuivre est peu probable au regard des difficultés que nous avons eu pour
analyser ce produit par HPLC-MS.
Nous avons donc choisi de concentrer notre étude sur la quantité de lipides liés au
RC-LH1-pufX en se focalisant uniquement sur les trois espèces majoritaires : PE, PG et
MMPE. Leur quantification est possible en une analyse par la méthode HPTLC avec les
conditions de la "migration acide" en présence des standards correspondants. Nous l’avons
réalisée dans un premier temps sur les membranes photosynthétiques complètes.
1.3 Quantification des PE, PG et MMPE dans les membranes
de Rb. blasticus
L’analyse par HPTLC des lipides à partir des solutions stocks de membranes de Rb.
blasticus (ajustées à une concentration en RC-LH1-pufX de 10 mg/mL), montre que ces
préparations contiennent en moyenne 1,223 mg/mL de PE, 1,315 mg/mL de MMPE et
1,971 mg/mL de PG. Les proportions relatives de ces trois lipides sont indiquées dans le
tableau 4.1. Le PG est le lipide majoritaire des membranes et la quantité de PE et de
MMPE est à peu près équivalente.
Lipide Proportion
PE 27%
MMPE 29%
PG 44%
Tableau 4.1 – Composition lipidique relative des membranes de Rb. blasticus
Maintenant que nous connaissons tous les composés majoritaires du complexe PDL du
RC-LH1-puf X et que nous possédons pour chacun d’entre eux une méthode de dosage,
nous pouvons aborder sa caractérisation. Afin d’optimiser la bouée autour du RC-LH1-puf
X, nous avons tout d’abord cherché à comprendre l’influence des conditions de purification
sur la quantité de lipides et de détergents liés lors de purifications en présence de DDM.
2 Étude de l’influence des conditions de purification
sur la bouée de détergent du RC-LH1 puf X
2.1 Principe de l’étude
La composition du complexe PDL purifié a été étudiée en fonction de trois paramètres :
la quantité de DDM utilisée pour solubiliser les membranes, la concentration en DDM
du gradient de sucrose, et la concentration du tampon d’élution de la colonne mono Q
finale. Pour cela quatre purifications ont été réalisées sur une même quantité initiale
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de membranes de Rb. blasticus, issues du même lot de production, dans les conditions
suivantes :
1. manipulation A : solubilisation avec 10 mg de DDM par mg de protéine, gradient
en présence de 0,15 mg/mL de DDM et purification mono Q en présence de 0,15
mg/mL de DDM
2. manipulation B : solubilisation avec 10 mg de DDM par mg de protéine, gradient
en présence de 0,1 mg/mL de DDM et purification mono Q en présence de 0,15
mg/mL de DDM
3. manipulation C : solubilisation avec 10 mg de DDM par mg de protéine, gradient
en présence de 0,1 mg/mL de DDM et purification mono Q en présence de 0,1
mg/mL de DDM
4. manipulation D : solubilisation avec 5 mg de DDM par mg de protéine, gradient
en présence de 0,15 mg/mL de DDM et purification mono Q en présence de 0,15
mg/mL de DDM
Ainsi en comparant les manipulations deux à deux, il est possible d’estimer l’influence de
chacun des paramètres sur la quantité finale de protéine obtenue, la quantité de DDM
dans la bouée et la quantité de lipides liés. La comparaison de A vs. B informe sur
l’influence de la concentration en détergent du gradient, A vs. D renseigne sur l’impact
de la quantité de détergent lors de la solubilisation et B vs. C met en évidence l’influence
de sa concentration lors de la purification sur colonne mono Q. Par ailleurs un test de
cristallisation a été réalisé en fin de chaque purification pour avoir une indication sur les
conditions favorables à la nucléation.
2.2 Résultats et discussion
2.2.1 Tableau des résultats
Le tableau 4.2 reprend les conditions des quatre purifications et les résultats obte-
nus pour chacune d’entre elles en indiquant la quantité de protéine pure obtenue et les
quantités de DDM, PE, MMPE et PG contenues dans la bouée (exprimées en nombre
de molécules par complexe protéique du RC-LH1-pufX). Les deux dernières lignes du ta-
bleau indiquent si des cristaux ont été obtenus à partir de ces purifications et le facteur
de concentration appliqué pour concentrer la protéine à 10 mg/mL pour ces essais.
2.2.2 Quantité de protéine purifiée
La première ligne des résultats du tableau 4.2 présente les masses totales de protéines
pures obtenues. Une première observation importante montre que la masse de protéine
chute de 4,1 mg (manipulation A) à 0,9 mg/mL (manipulation C) lorsque les purifications
(gradient et mono Q) sont faites en présence de 0,1 mg/mL de DDM. Le choix d’un
tampon contenant du DDM à une concentration (0,1 mg/mL) à peine supérieure à la
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Purif. en DDM manip. A manip. B manip. C manip. D
Quantité de DDM
par mg de protéine 10 mg 10 mg 10 mg 5 mg
dans les membranes
Conc. en DDM
dans le gradient 0,15 mg/mL 0,1 mg/mL 0,1 mg/mL 0,15 mg/mL
de sucrose
Conc. en DDM dans
l’éluant de la 0,15 mg/mL 0,15 mg/mL 0,1 mg/mL 0,15 mg/mL
colonne monoQ
Quantité de protéine
pure obtenue 4,1 mg 3,3 mg 0,9 mg 1,5 mg
Molécules de
DDM par dimère 973 ± 94 1052 ± 164 736 ± 176 1019 ± 136
Molécules de
PE par dimère 24±1 29±1 31 ± 2 34 ± 1
Molécules de
MMPE par dimère 20± 2 25±1 29 ±3 30 ±5
Molécules de
PG par dimère 31±2 38 ±2 42 ±5 30 ±3
Facteur de
concentration 6,2 6,0 10,7 9,7
Obtention de
cristaux Oui Oui Non Non
Tableau 4.2 – Influence des conditions de purification sur la bouée du RC-LH1 puf
X
CMC (0,08 mg/mL pour le DDM) aurait pu paraître intéressant dans le but de minimiser
la quantité de DDM libre en solution dont l’excès peut gêner la formation des cristaux. Or
il apparaît ici que l’utilisation d’un tampon juste au dessus de la CMC n’est pas suffisante
pour maintenir efficacement la protéine en solution. De plus le profil d’élution dans la
condition C montre l’apparition d’un second pic après celui du dimère, témoin d’une
agrégation importante de la protéine qui explique cette chute de la quantité de protéine
obtenue. L’utilisation d’un tampon à 0,1 mg/ml semble donc à éviter pour obtenir une
plus grande quantité de protéine pure. La deuxième observation que nous pouvons faire à
partir de ces résultats concerne le rendement de solubilisation entre les manipulations A
et D. Le fait de doubler la quantité de DDM ajoutée aux membranes lors de l’extraction
de la protéine permet d’obtenir plus de 2,5 fois plus de protéine pure au final.
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2.2.3 Quantité de DDM liés
En regardant maintenant l’effet de ces conditions de purification sur la bouée de déter-
gent, il apparait que les conditions A, B et D ne présentent pas de différences significatives,
avec environ 1000 molécules de DDM par dimère de RC-LH1-puf X. En revanche, la condi-
tion C (0,1 mg/mL de DDM) aboutit à la plus faible quantité de protéine pure ainsi qu’à
la formation d’une bouée de DDM d’environ 740 molécules de détergent par protéine,
soit 25% de moins que les autres conditions. Il semble donc qu’une bouée constituée de
moins de 1000 molécules de DDM ne soit pas suffisante pour maintenir correctement le
complexe en solution. Le risque d’agrégation est augmenté. En revanche avec un millier
de molécules de DDM, la protéine se maintient en solution. Ce nombre de molécules de
DDM est donc nécessaire pour une substitution optimale de la membrane native : l’espace
autour de la partie transmembranaire de la protéine semble correctement rempli.
Pour optimiser la solubilisation il est donc conseillé de travailler dans des conditions
qui permettent de maintenir ce millier de molécules de DDM dans la bouée, ce qui ne
semble pas être le cas en travaillant avec un tampon à 0,1 mg/mL lors de l’élution finale
(par comparaison de B vs. C). Ainsi on peut supposer que l’écart de masse de protéine pure
obtenue entre les manipulations A et B s’explique par les mêmes raisons. Dans le gradient
de saccharose de la condition B (0,1 mg/mL de DDM), il est probable que le nombre
de molécules de DDM dans la bouée n’ait pas été suffisant pour empêcher totalement
l’agrégation de la protéine en solution. En revanche, l’étape de purification en colonne
monoQ avec un tampon contenant 0,15 mg/mL de DDM a permis de reconstituer une
bouée à 1052 molécules de DDM, évitant ainsi l’agrégation de la protéine et aboutissant
à un bien meilleur rendement que la condition C.
A l’inverse en utilisant les conditions de purification de la manipulation C, il semble
possible d’obtenir une bouée plus petite qui pourrait être plus favorable à la cristallisation
dans la mesure où elle gênerait moins la création des contacts cristallins entre les protéines
(augmentation de la surface protéique accessible et/ou diminution de la gène stérique entre
complexe PDL dans le réseau cristallin). Toutefois cet avantage peut être contrebalancé
par la concentration de protéine obtenue dans ces conditions où une grande partie de la
protéine est perdue lors de la purification. En effet, si la concentration est trop faible, il
faudra concentrer d’avantage la protéine en vue des essais de cristallisation comme nous
le verrons par la suite.
2.2.4 Quantité de lipides liés
Avant de commenter les résultats en fonction des conditions de purification, il est
intéressant de remarquer que, comme pour l’analyse des membranes, nous trouvons que
le PG est majoritaire au contact du dimère et que PE et MMPE sont présents en quantités
équivalentes. Pour la manipulation A nous obtenons 75 lipides liés au RC-LH1-puf X pour
une composition relative de 41% en PG, 27% en MMPE et 32% en PE, ce qui reste proche
de la composition observée dans les membranes (tableau 4.1). Sachant que nous n’avons
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pas analysé ici la quantité de PC et l’éventuelle CL, cette quantité de 75 lipides par dimère
est en accord avec la littérature qui dénombre 80 à 90 phospholipides par complexe RC-
LH1-puf X de Rb. sphaeroides. Il faut noter que dans la condition D, nous n’avons pas
tenu compte du nombre de molécules de PG très différent des autres résultats. En effet, la
manipulation n’ayant pas pu être reproduite, il nous est délicat de commenter ce résultat
qui apparaît pour le moins surprenant et pourrait être dû à un problème de manipulation.
Par rapport aux différentes purifications, nous venons de le voir, l’utilisation d’une plus
grande quantité de DDM permet une meilleure extraction des protéines et un meilleur
maintien en solution de celles-ci mais elle a tendance aussi à éliminer plus de lipides de
la bouée. La comparaison des résultats indique que la délipidation a lieu aussi bien au
cours du gradient de sucrose (A vs. B) que lors du passage sur colonne de purification (B
vs. C). La quantité de détergent utilisée pour la solubilisation des membranes a aussi son
importance puisque la diviser par deux permet de conserver jusqu’à un tiers de lipides
supplémentaires (A vs. D).
2.2.5 Essais de cristallisation
Pour identifier les conditions les plus favorables à la cristallogénèse du RC-LH1-pufX,
nous avons réalisé un test de cristallisation des protéines pures de chaque manipulation.
La nucléation n’a été initiée que dans les conditions A et B où les quantités de lipides
sont les plus faibles et où la bouée de DDM est complète. La manipulation C qui permet
d’obtenir une protéine avec légèrement plus de lipides et une bouée de détergent, à priori,
plus favorable à la cristallogénèse n’a pas permis d’obtenir de cristaux. Ce résultat met
en avant l’importance du facteur de concentration de la protéine. En effet si la protéine
est obtenue en très faible concentration, ce qui est notre cas ici, elle doit être davantage
concentrée pour aboutir à la concentration de 10 mg/mL que nous utilisons pour nos tests
de cristallisation. Or l’usage de concentreur d’ultrafiltration concentre aussi les micelles
libres de détergents qui se retrouvent alors en quantité trop importante ce qui empêche la
nucléation du cristal. Ce phénomène explique certainement aussi les résultats des essais de
cristallisation de la manipulation D auquel pourrait s’ajouter l’influence de la plus grande
quantité de lipides liés au RC-LH1-puf X (en supposant que la valeur pour le PG soit un
artefact) et qui pourrait être à l’origine d’une bouée plus volumineuse.
2.2.6 Utilisation de Bio-Beads pour éliminer l’excès de détergent
Nous l’avons déjà évoqué, la bouée obtenue dans les conditions C n’est pas incompa-
tible avec des essais de cristallisation puisqu’elle permet de conserver un environnement
plus proche des conditions natives avec plus de lipides et moins de détergent au contact
de la protéine. Mais lorsque la perte de la protéine est très importante, il faut concentrer
d’avantage l’échantillon avant les essais de cristallisation. Le facteur de concentration des
micelles de détergent se retrouvent alors, lui aussi, augmenté ce qui peut empêcher la
cristallisation. L’avantage d’avoir une bouée plus petite est de ce fait mal exploité. Un des
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moyens d’y parvenir consiste à enlever l’excès de détergent, obstacle à la cristallisation,
par l’utilisation Bio-beads.
Afin de déterminer les conditions à employer pour éliminer l’excès du détergent
d’échantillons de RC-LH1-puf X avec des Bio-Beads, nous avons réalisé le suivi du re-
trait du DDM par HPTLC pour des solutions concentrées à 10 mg/mL de complexes
protéiques purifiés en utilisant deux concentrations en Bio-beads. La figure 4.10 montre
que la cinétique du retrait du DDM dépend aussi bien de la concentration en Bio-Beads
que de la température. Or pour limiter la déstabilisation de la protéine, il semble préfé-
rable de se placer dans des conditions où le retrait est progressif. Ainsi lorsque l’équilibre
entre les fractions de tensioactifs libres et liés sera modifié, le passage des tensioactifs de
la bouée à la solution sera moins brutal. Parmi les trois conditions testées celle utilisant
270 mg/mL de Bio-Beads à 22 ◦C paraît donc la plus adaptée.
Figure 4.10 – Cinétique de retrait du détergent par les Biobeads à différentes concen-
trations et températures sur des solutions à 10 mg/mL de RC-LH1-puf X purifiés dans les
conditions A.
Ayant déterminé la cinétique du retrait du détergent dans ces conditions là, nous
avions pour objectif de nous placer en différents points de ce graphique, pour réaliser
des essais de cristallisation après élimination de différentes quantités de détergent. Nous
avons donc choisi de réaliser des prélèvements à 5 et 10 minutes correspondant respec-
tivement au retrait d’environ 15 et 40 % du DDM total. Malheureusement, aucun des
échantillons prélevés et donc mis en contact avec les bio-beads n’ont cristallisé, à l’inverse
de la protéine-témoin. Par ailleurs, au cours de cette expérience, la protéine a précipité
en contact des Bio-Beads en moins de 20 minutes au lieu de 45 minutes lors de l’essai
pour l’établissement de la courbe de cinétique. Cette observation montre que les condi-
tions entre ces deux manipulations n’étaient pas reproductibles. Or le principal change-
ment entre ces deux tests concerne le modèle des concentreurs d’ultrafiltration utilisé (le
fournisseur ayant entre temps arrêté la production des concentreurs "anciens modèles"
avec lesquels nous avions réalisé la courbe de cinétique). Il est possible que le facteur de
184 Étude des lipides et tensioactifs liés au complexe RC-LH1-puf X de Rb. blasticus
concentration des micelles de détergent diffère entre ces deux systèmes. La proportion de
détergent libre initiale est probablement modifiée et de ce fait, la cinétique de retrait du
détergent déterminée avec les "anciens modèles" n’est plus adaptée à cette nouvelle situa-
tion. Malheureusement nous n’avons pas eu le temps de déterminer une cinétique avec les
nouveaux modèles de concentreurs. Par ailleurs dans le cas où le facteur de concentration
influerait sur la cinétique de retrait du détergent, il faudrait en fait doser le détergent par
HPTLC et vérifier l’état natif de la protéine via son spectre UV, pour tous les échantillons
que l’on souhaite cristalliser. Cette option est tout à fait réalisable techniquement mais
il faudrait prévoir dans ce cas une purification différente pour chaque temps testé afin
d’avoir une quantité suffisante de protéine. Et nous n’avons pas eu le temps de réaliser
ces essais.
2.3 Conclusion
Lors d’une élution finale en présence de 0,15 mg/mL de DDM, il se forme un complexe
protéique stable avec environ un millier de molécules de DDM par molécules de dimère,
et ce quelles que soient les conditions des étapes réalisées en amont de la purification. En
revanche la quantité finale de lipides semble dépendre de toutes les étapes de la purifi-
cation. Plus la protéine est mise en présence de fortes concentrations en DDM, plus la
délipidation est importante.
Travailler à une concentration de 0,1 mg/mL de DDM permet de former une bouée
moins importante autour de la région transmembranaire du complexe RC-LH1-pufX. Mais
ceci aboutit à l’obtention d’une très faible concentration en protéine en sortie de colonne
et par voie de conséquence à l’augmentation du nombre de micelles libres lors des essais de
cristallisation du fait de la concentration de la protéine à 10 mg/mL. Cet excès pourrait
être éliminé par l’utilisation de Bio-Beads mais nous n’avons pas eu le temps de mettre
au point une méthode d’utilisation des Bio-Beads sur le complexe RC-LH1-pufX.
Pour moduler la taille de la bouée nous avons testé une autre stratégie par la réalisation
de l’échange du DDM par le PCC-malt, tout en regardant les conséquences que cela
impliquait au niveau de la composition du complexe PDL du RC-LH1-pufX. Nous avons
pour cela utilisé comme référence la condition A qui est permet d’obtenir un rendement
maximal de la protéine et une bonne propension de la protéine à cristalliser.
3 Étude de l’échange PCC-malt vs. DDM
3.1 Principe de l’étude
Notre premier objectif a été de définir les conditions d’échange du DDM par le PCC-
malt, avec en premier lieu une réflexion sur la quantité de PCC-malt à utiliser. La CMC
cinq fois plus faible du PCC-malt par rapport au DDM (0,033 mmol/L contre 0,170
mmol/L) étant favorable à la réalisation d’échanges entre ces deux espèces, nous avons
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décidé de réaliser cet échange lors de l’étape de purification sur colonne mono Q. Les
étapes de solubilisation et de purification sur gradient de sucrose sont donc réalisées avec
du DDM alors que l’élution de la protéine immobilisée sur colonne MonoQ est réalisée avec
un tampon exclusivement constitué de PCC-malt. Afin de travailler dans des conditions
comparables entre le DDM et le PCC-malt, nous avons choisi de conserver le même nombre
de micelles libres dans le tampon.
Une purification en DDM à 0,15 mg/mL (condition A du paragraphe 2.1) correspond
à une concentration de DDM de 0,2937 mmol/L. En retranchant une fois la CMC corres-
pondant à la concentration en tensioactifs libres, on obtient une concentration de 0,1237
mmol/L de DDM formant des micelles libres. D’après le nombre d’agrégation moyen des
micelles de DDM, cette concentration équivaut à 0,966.10−3mmol/L de micelles libres de
DDM dans le tampon. Par un raisonnement inverse sur le PCC-malt, une concentration
de 1.10−3mmol/L de micelles libres de PCC, correspond à 0,165mmol/L de PCC libre
(Nagg=165), soit 0,198 mmol/L de PCC total ou encore 0,11 mg/mL.
La purification d’une fraction de dimère solubilisée en DDM a donc été réalisée dans
des conditions similaires à la purification A du paragraphe 2.1 servant de référence en
remplaçant simplement les 0,15mg/mL de DDM du tampon d’élution par 0,11 mg/mL
de PCC-malt (la concentration en sel et en tampon Tris ainsi que les paramètres de la
méthode FPLC sont gardés constants). L’objectif est, dans un premier temps, de vérifier le
bon échange du DDM avec le PCC-malt, en faisant une analyse qualitative par HPTLC de
la composition en tensioactifs de chaque fraction en sortie de colonne mono Q. Et dans un
deuxième temps, d’étudier le comportement de la protéine en PCC-malt, d’une part par le
réalisation d’un gel natif qui permet de vérifier que la protéine ne s’est pas monomérisée,
et d’autre part par un profil d’absorption caractéristique de l’état de la protéine.
3.2 Résultats et discussion
3.2.1 Suivi qualitatif de l’échange
La figure 4.11 montre le profil obtenu lors de la purification du dimère de RC-LH1
puf X avec échange du DDM par le PCC-malt. L’analyse par HPTLC des différentes
fractions recueillies indique qu’en début d’échange il n’y a pas de PCC-malt relargué en
sortie de colonne, ce qui signifie que tout le PCC-malt du tampon est "consommé" pour
réaliser l’échange avec le DDM des bouées de protéines. Ce dernier libéré dans le tampon
de tampon se retrouve en sortie de colonne. Dans les conditions testées (4.11), tout le
DDM a pratiquement été échangé après le passage de 35 mL de tampon de PCC-malt.
Puis l’échange ralentit, les fractions recueillies contiennent à la fois du PCC-malt et du
DDM. Enfin après l’élution de 42 mL de tampon, tout le DDM a été échangé et éliminé.
La fraction de dimères de RC-LH1-pufX sortant entre 46 et 48 mL de tampon, elle ne
contient donc que du PCC-malt. Dans ces conditions d’élution l’échange du DDM par le
PCC-malt est donc complet.
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Figure 4.11 – Suivi qualitatif de l’échange du DDM par le PCC-malt (0,11 mg/mL)
lors de l’élution sur colonne mono Q. La ligne gris foncé indique les fractions contenant du DDM
et la ligne gris clair celles contenant du PCC-malt.
Si ce résultat montre l’échange total du PCC-malt avec le DDM, le profil d’élution fait
apparaitre un pic d’agrégat de protéine après celui du dimère qui n’est pas présent lors
d’une purification en DDM 0,15 mg/mL mais qui ressemble au pic obtenu lors d’une élu-
tion à 0,1 mg/mL de DDM (condition de purification C du paragraphe 2.1). Par analogie
avec les résultats obtenus pour les purification en DDM, la présence de ces agrégats semble
indiquer que la quantité de PCC-malt utilisée dans le tampon (0,11mg/mL) est trop faible
pour arriver à recouvrir complètement la région transmembranaire et permettre une bonne
solubilisation de la protéine. Bien que travaillant à nombre de micelles libres équivalent
dans le tampon, 0,11 mg/mL de PCC-malt est une concentration trop faible pour main-
tenir en solution tous les dimères purifiés du gradient de saccharose. En augmentant cette
concentration à 0,15 mg/mL le profil d’élution ne présente plus ce pic d’agrégat de pro-
téine (Figure 4.12) ce qui confirme l’hypothèse précédente. Comme le PCC-malt n’est pas
dénaturant envers les protéines, travailler avec une concentration élevée de celui-ci n’est
pas aussi problématique que pour le DDM. Par la suite nous avons donc travaillé avec
les deux concentrations en PCC-malt (0,11 et 0,15 mg/mL). La concentration de 0,11
mg/mL permet de raisonner à nombre de micelles équivalent et 0,15 mg/mL correspond
à une capacité équivalente de la bouée à maintenir le complexe protéique en solution.
L’échange du DDM par 0,15 mg/mL de PCC-malt est aussi complet lorsque la protéine
est éluée de la colonne de purification. Toutefois, le complexe protéique est relaché en sortie
de colonne à 70 % de sel au lieu de 75-76 % pour le complexe en DDM, soit 350 mM de
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Figure 4.12 – Profils d’élution de complexe de RC-LH1 puf X en PCC-malt et DDM.
Le zoom sur le pic de dimère permet de lire la proportion de tampon à 500mM de NaCl dans le
gradient.
NaCl au lieu de 375 mM. La présence de la bouée de de PCC-malt a donc légèrement
modifié les interactions électrostatiques entre la protéine et la colonne mono Q puisqu’une
quantité inférieure de sel est nécessaire pour écranter les charges et rompre ces interactions.
Il semble donc que le complexe PDL du RC-LH1-pufX soit légèrement différent s’il est
composé de PCC-malt ou du DDM. C’est ce que nous avons cherché à vérifier par la
caractérisation plus particulière de la protéine.
3.2.2 Caractérisation de la protéine solubilisée en PCC-malt
Les spectres d’absorbance du complexe RC-LH1 puf X en DDM et en PCC-malt (figure
4.13) ont une allure générale similaire. Le rapport d’intensité du pic des antennes LH1
(λ ≈ 875 nm) sur l’intensité du centre réactionnel (λ ≈ 802 nm) est identique quelque soit
le tensioactif composant la bouée. Ces observations signifient que la proportion d’antennes
LH1 entourant chaque centre réactionnel est la même dans les deux cas. L’échange du
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Figure 4.13 – Spectres d’absorbance du complexe RC-LH1-puf X solubilisé en DDM
et PCC-malt, après purification sur colonne. Les spectres sont normalisés à la concentration
pour une meilleure comparaison des signaux.
DDM par le PCC-malt ne modifie donc pas l’état de la protéine.
Figure 4.14 – Gel natif du RC-LH1 puf X en DDM et en PCC-malt. Le complexe
protéique solubilisé en PCC-malt (piste du milieu) est plus petit que le complexe protéique avec
une bouée de DDM
Le gel natif (figure 4.14) réalisé sur un complexe purifié en PCC-malt 0,15 mg/mL et
un complexe purifié en DDM montre que dans les deux cas la protéine se retrouve à l’état
de dimère puisqu’une seule bande migrant au niveau du marqueur de taille de 600 kDa
est obtenue. L’absence d’une seconde bande minoritaire autour de 300 kDa souligne la
qualité de la purification qui a permis d’éliminer l’intégralité de la forme monomérique de
la protéine. D’autre part le complexe en PCC-malt migre légèrement plus loin que celui
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de DDM, il présente donc à priori une taille légèrement plus compacte que le complexe
en DDM.
3.3 Conclusion
En utilisant une concentration de 0,15 mg/mL de PCC-malt dans le tampon d’élution,
il est possible de réaliser un échange complet du DDM et d’obtenir le dimère du RC-
LH1-pufX sans perte majeure de la protéine sous forme d’agrégat ou de monomère. La
pureté du dimère obtenu est très satisfaisante et la protéine est bien sous une forme
native comparable à celle obtenue en DDM. Toutefois le complexe protéique global en
PCC-malt présente quant à lui une légère différence de forme par rapport à celui en
DDM puisqu’il semble plus compact. Cette différence entre les deux complexes protéiques
n’étant pas causée par une différence de la protéine RC-LH1-pufX en elle-même, une étude
plus approfondie de la composition de la bouée a été réalisée.
4 Influence des tensioactifs sur la bouée de détergent
du RC-LH1-pufX
4.1 Principe de l’étude
Le but de cette étude est de comparer la composition du complexe PDL de RC-LH1-
pufX dans le cas d’une purification en DDM et d’un échange avec le PCC-malt. Dans le
paragraphe précédant nous avons vu que des échanges avec un tampon de PCC-malt à
0,15 mg/mL ou 0,11 mg/mL permettaient de remplacer totalement le DDM autour du
complexe. Nous allons à présent doser ces bouées de tensioactif et quantifier les lipides
PE, MMPE et PG présents dans le complexe protéique purifié.
4.2 Résultats et discussion
4.2.1 Détermination de la quantité de tensioactifs dans la bouée
L’ensemble des résultats est repris dans le tableau 4.3. Le dosage de la bouée des di-
mères RC-LH1-puf X, après une purification dans un tampon de PCC-malt à 0,11mg/ml
indique que celle-ci est constituée de 1240 ±177 molécules de PCC-malt. Cette condi-
tion de purification correspond à un nombre de micelles équivalent dans le tampon initial,
à une purification en DDM à 0,15 mg/mL pour laquelle la bouée a été estimée à 1021
± 184 molécules de DDM. Ainsi la bouée de PCC-malt contient plus de molécules
de tensioactif que dans le cas d’une bouée de DDM. Cet écart a tendance à s’accentuer
en utilisant un tampon à 0,15 mg/mL de PCC-malt puisque la bouée a été mesurée à
1490 ±172 molécules de PCC-malt. En tenant compte des barres d’erreur, il convient
toutefois de remarquer que cet écart n’est peut être pas aussi important qu’il ne parait.
190 Étude des lipides et tensioactifs liés au complexe RC-LH1-puf X de Rb. blasticus
DDM PCC-malt PCC-malt
0,15 mg/mL 0,11 mg/mL 0,15 mg/mL
molécules de
tensioactif dans 1021 ± 184 1240 ±177 1490 ± 172
la bouée
Tableau 4.3 – Composition en tensioactif du complexe PDL
Comme dans le cas du DDM, le passage d’un tampon d’élution de 0,11mg/mL à
0,15 mg/mL de PCC-malt a permis d’éliminer le pic d’agrégat de protéine sur le profil
d’élution en sortie de colonne et d’augmenter le nombre de molécules de tensioactif dans la
bouée. Pour ces deux tensioactifs il semble qu’une concentration minimale de 0,15 mg/mL
dans le tampon de purification soit nécessaire pour obtenir une bouée complète autour
du RC-LH1-pufX. Avoir une concentration équivalente en micelles libres de tensioactifs
ne signifie donc pas que le recouvrement de la région transmembranaire sera identique.
Par ailleurs, comme il est préférable de travailler avec un minimum de tensioactif dans
l’optique de cristalliser une protéine membranaire, nous n’avons pas cherché à augmenter
les concentrations initiales des tampons d’élution pour voir si la bouée grossirait encore.
Le complexe du RC-LH1-pufX est donc plus petit en taille avec une bouée de PCC-
malt (cf. § 3.3) bien que celle-ci contienne plus de tensioactifs en comparaison à une bouée
en DDM. Ce résultat est cohérent avec celui obtenu sur les micelles libres puisque nous
avons montré que les micelles de PCC-malt présentaient aussi un caractère plus dense
que les micelles de DDM. L’anomérie α et/ou la rigidité accrue de la chaîne hydrophobe
du PCC-malt par rapport à la chaîne aliphatique du DDM semblerait donc imposer une
meilleure organisation de l’arrangement du tensioactif aussi bien dans la micelle qu’autour
de la région hydrophobe des protéines membranaires. L’empilement des molécules de PCC-
malt se ferait de façon plus ordonnée ce qui aboutirait à la formation de structures plus
denses et compactes.
4.2.2 Détermination de la quantité de lipides liés
manipulation 1 manipulation 2 manipulation 3
DDM 0,15 PCC 0,11 DDM 0,15 PCC 0,15 DDM 0,15 PCC 0,15
mg/mL mg/mL mg/mL mg/mL mg/mL mg/mL
PE 22 ±2 27 ±2 17 ± 2 20±3 21 ±2 22±2
MMPE 20± 1 26 ± 1 18±2 25±3 21 ± 2 22±2
PG 30±4 41 ± 1 25±3 29±2 28±2 30±3
Tableau 4.4 – Influence du tensioactif sur la quantité de lipides
L’analyse par HPTLC des lipides présents dans le complexe protéique après purifi-
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cation tend à montrer que la quantité de lipides résiduels est plus importante lorsque la
purification est faite avec un tampon contenant du PCC-malt. On retrouve ici le caractère
moins solubilisant du PCC-malt par rapport au DDM. En effet les solutions de protéines
sont des systèmes dynamiques où s’opèrent continuellement des échanges de tensioactifs
entre la bouée et le tampon. Ainsi, lors d’une purification, ces phénomènes d’échange
ont tendance à déstabiliser le complexe protéique et favoriser la solubilisation et la perte
des lipides. L’utilisation d’un tensioactif comme le PCC-malt plus rigide et volumineux
permet de réduire la fréquence de ces échanges. Les lipides sont moins déstabilisés et se
retrouvent conservés en plus grande quantité. Néanmoins, le PCC-malt n’empêche pas
complètement la solubilisation des lipides puisque comme pour le DDM, plus la quantité
de PCC-malt utilisée est élevée, plus la quantité de lipides éliminés est importante. Par
ailleurs il ne semble pas y avoir d’enrichissement en lipides entre une bouée en DDM
ou PCC-malt, la proportion relative du PE, MMPE et PG semble être indépendante du
tensioactif utilisé.
4.3 Conclusion
En conclusion, par rapport au DDM, le PCC-malt permet d’une part, une meilleure
conservation des lipides dans la bouée du complexe protéique et d’autre part la formation
d’une bouée plus dense et plus compacte autour de la protéine. Ces observations semblent
être la conséquence directe de la différence de structure de ces deux tensioactifs. L’apport
d’une certaine rigidité à la partie hydrophobe oblige, d’une part, le PCC-malt à adopter
une organisation plus ordonnée et compacte et limite, d’autre part, les phénomènes de
délipidation.
Le PCC-malt présente donc l’avantage de maintenir légèrement plus de lipides au
contact de la protéine sans pour autant changer l’environnement du RC-LH1-pufX qui
a déjà cristallisé en DDM. L’obtention d’une bouée moins volumineuse et plus dense est
un facteur très intéressant pour la cristallisation car il laisse supposer que les contacts
entre les parties hydrophiles des protéines seront facilités. Enfin le caractère plus rigide
et structuré de la bouée en PCC-malt pourrait apporter un avantage sur la qualité des
cristaux obtenus. La réalisation d’essais de cristallisation de la protéine RC-LH1-pufX est
donc l’étape suivante de cette étude du complexe protéique en solution, et est présentée
dans le chapitre suivant.

CHAPITRE 5
La cristallisation du complexe RC-LH1-pufX
Bien avant le début de cette thèse, Colette Jungas et Eva Pebay-Peroula avaient
entrepris, lors d’une collaboration, des essais de cristallisation 3D du complexe RC-LH1-
pufX. Leur travail, basé en grande partie sur un "screening" de multiples conditions de
cristallisation avait mis en avant une composition d’agents cristallisants favorable à la
cristallisation, contenant 8 % de PEG 3350, 90 mmol/L de chlorure de magnésium (MgCl2)
et 10 % de glycérol dans l’eau. Des cristaux diffractant à 8 Å de résolution avaient ainsi
été obtenus selon la méthode de la goutte suspendue à partir d’une protéine solubilisée
et purifiée en DDM puis concentrée à 10 mg/mL (figure 30 dans l’introduction). Cette
diffraction est toutefois insuffisante pour obtenir la structure 3D de la protéine. Ce résultat
bien que prometteur semble être le maximum que l’on puisse atteindre grâce au criblage
de conditions et montre les limites de l’approche empirique. L’amélioration de la qualité
des cristaux semblait nécessiter de passer par la rationalisation de la cristallisation grâce à
une meilleure maîtrise de l’influence des paramètres physico-chimiques. C’est ce que nous
avons essayé de mettre en place au cours de cette thèse.
Lors de ce travail, nous avons tout d’abord sélectionné quatre familles de tensioactifs
adaptées à la manipulation des protéines membranaires, en se basant sur des considéra-
tions structurales puis nous les avons synthétisées. Dans un deuxième temps, l’étude du
comportement de ces composés en solution, par SAXS, nous a permis d’éliminer ceux qui
ne forment pas des assemblages bien définis du point de vue de leur nombre d’agrégation
(les tripodes C3- et C4Glu3 et le F4H5-malt) et ceux dont la taille des micelles évolue
avec la concentration en tensioactifs (le tripode C5Glu3 et le F6H2-malt). Les propriétés
physico-chimiques des trois autres tensioactifs (le F8TAC, le PCC-malt et le F2H9-malt)
ont été comparées à celles du DDM pour estimer leur intérêt pour la cristallisation des
protéines membranaires. Il a ainsi été mis en évidence, via les mesures du second coef-
ficient du viriel que le F8TAC est un composé à privilégier pour augmenter la solubilité
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des complexes PDL alors que le PCC-malt présente, comme le DDM, une bonne aptitude
pour la cristallisation des protéines membranaires. A partir de ces résultats, nous avons
donc décidé de retenir le PCC-malt et le DDM dans l’optique de cristalliser le complexe
RC-LH1-pufX. En ce qui concerne le F2H9-malt, les difficultés rencontrées lors de sa syn-
thèse ne nous ont pas laissé le temps de réaliser l’étude des interactions de ce tensioactif,
ni de le tester sur le complexe RC-LH1-pufX. Toutefois les caractéristiques de sa micelle
(taille, forme et masse) et son comportement lors du test de stabilité de la BR ne sont
pas incompatibles avec son utilisation sur les protéines membranaires. Dans l’objectif
de mieux contrôler les conditions de cristallisation, la troisième partie de la thèse a été
consacrée à la mise en place d’une stratégie nous permettant d’analyser la composition
des complexes PDL purifiés, en dosant les tensioactifs et les lipides liés par HPTLC. Cela
a permis, d’une part, de vérifier la bonne adéquation entre les propriétés attendues de
par la structure du PCC-malt et les mesures expérimentales (meilleure conservation de
lipides, bouée mieux organisée par rapport au DDM). D’autre part, nous avons à présent
un outil qui nous permet d’aborder l’étape de la cristallisation avec une meilleure vision
des différents paramètres mis en jeu, dans le but de pouvoir déterminer le rôle des ten-
sioactifs dans la cristallisation du complexe RC-LH1-pufX. Le dernier volet de la thèse
est donc naturellement consacré aux essais de cristallisation du complexe RC-LH1-pufX
et à leur rationalisation qui implique une meilleure gestion du diagramme de phases du
complexe PDL. C’est pourquoi nous allons commencer ce chapitre par quelques rappels
théoriques pour mieux comprendre la place du diagramme de phases dans la cristallisation
de complexe PDL.
1 La cristallisation
La cristallisation d’un protéine peut être divisée en trois étapes : la création de la
sursaturation, la création de la nucléation (ou germination) et la croissance. L’étude des
interactions en solution (via le A2) que nous avons réalisée au chapitre physico sur les
micelles de tensioactifs, permet de rationaliser la première de ces étapes en donnant une
représentation de l’évolution de la sursaturation. Nous allons à présent nous intéresser aux
conséquences de ces variations de A2 sur l’étape de la nucléation afin de voir comment
elle peut, elle aussi, être mieux appréhendée.
1.1 La nucléation
L’initiation de la cristallisation, ou nucléation, d’une macromolécule se produit
quand la sursaturation est suffisante, dans une zone où l’équilibre thermodynamique est
rompu : le potentiel chimique de la phase soluté devient supérieur à celui de la phase
cristalline qui est par conséquent la phase la plus stable. Dans le diagramme de phases du
complexe PDL (figure 5.1), la nucléation peut se produire lorsque le système se situe dans
la zone de nucléation (nucléation primaire) ou la zone métastable (nucléation secondaire).
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Figure 5.1 – Diagramme de phases d’une protéine pour la cristallisation. Le diagramme
de phases se divise en deux de part et d’autre de la courbe de solubilité : la zone de sous-saturation
(pas de cristaux possible) et la zone de sursaturation. Cette dernière est à son tour divisée en
trois : la zone métastable (aucun cristal ne nuclée mais un cristal existant reste stable et peut
se développer), séparée, par la courbe de supersolubilité, de la zone de de nucléation (il y a
formation et développement de noyaux cristallins) et enfin la zone de précipitation (la protéine
précipite, au lieu de cristalliser).
Il existe, en effet, différents types de nucléation :
– La nucléation primaire homogène : Les noyaux (ou germes) se forment au sein même
de la solution
– La nucléation primaire hétérogène : Les noyaux se forment sur une surface solide
extérieure (cristallisoir, poussière, débris de verre...)
– La nucléation secondaire : De nouveaux noyaux se forment à partir de cristaux
existants (cas de la technique de cristallisation par ensemencement)
Dans la zone de nucléation, la sursaturation est élevée et permet la nucléation sponta-
née du cristal. Cependant la barrière énergétique à franchir pour obtenir une nucléation
primaire homogène est élevée, ce processus de nucléation est en concurrence avec la nu-
cléation hétérogène, moins coûteuse en énergie et qui est donc prépondérante lorsque la
sursaturation n’est pas assez élevée. Dans la zone métastable (entre la courbe de solubi-
lité et la courbe de supersolubilité que nous définirons par la suite) la sursaturation est
relativement faible. Elle ne permet pas la nucléation spontanée mais elle est suffisante
pour qu’un cristal pré-formé puisse exister et/ou croître. Il est donc possible d’y obtenir
des cristaux en ensemençant des noyaux cristallins pour initier la cristallisation. La pour-
suite de leur croissance sera alors guidée par la sursaturation et non par l’empilement
cristallin des germes ensemencés. D’une manière générale les valeurs de sursaturation né-
cessaires à la cristallisation de macromolécules biologiques sont nettement supérieures à
celles observées pour les cristaux inorganiques, expliquant la plus grande complexité pour
les cristalliser. C’est pourquoi aussi, il n’est pas rare d’obtenir des phases amorphes ou
précipitées en plus des cristaux de protéines.
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La nucléation primaire homogène est donc la plus difficile à obtenir. Elle est le
fruit des variations de concentrations locales induites par les échanges thermiques
qui provoquent en permanence l’apparition et la disparition de noyaux cristallins en
solution. L’énergie nécessaire à la création d’un noyau de volume V et de surface S s’écrit :
∆G =
V
Ω
∆µ + Sγ (5.1)
avec :
– ∆G : enthalpie de la réaction de cristallisation
– Ω : volume de la molécule dans le cristal
– µ = kBTlnβ potentiel chimique où kB est la constante de Boltzmann (1.381.10−23
J.K−1), T la température, et β la sursaturation)
– γ tension interfaciale entre le germe et la solution
Le premier terme correspond à l’énergie associée à la création du volume du germe. Il
est thermodynamiquement favorable à l’initialisation de la cristallisation, contrairement
au second, qui correspond à l’énergie nécessaire à la création de la surface du germe. En
faisant l’hypothèse que le germe créé est sphérique de rayon r, l’équation (5.1) devient :
∆G =
1
Ω
4
3
pir3∆µ + 4pir2γ (5.2)
Dans une condition expérimentale donnée l’enthalpie de réaction est alors maximale
pour une valeur critique de r, notée r* :
r∗ =
2Ωγ
∆µ
avec ∆G(r∗) =
16piΩ2γ3
3∆µ2
(5.3)
D’après l’expression de l’enthalpie (5.3), la création de germes est favorisée quand
∆µ est important et/ou γ est faible. Ainsi il est d’autant plus probable d’obtenir une
nucléation que la sursaturation (β) et la température (T) sont élevées, et/ou que la tension
interfaciale (γ) est faible. En pratique cela se traduit par une augmentation du nombre
de noyaux dans la solution.
Par ailleurs pour pouvoir exister et se développer le germe doit atteindre un rayon
égal au rayon critique r* pour être en équilibre thermodynamique alors que pour
un rayon inférieur à r* le germe se dissout spontanément. A ce r* correspond donc
une sursaturation critique β* qui définie la courbe de supersolubilité dans la zone de
sursaturation (figure 5.1).
La séparation de phase solide-liquide responsable de la nucléation est due au passage
de la région sous-saturée à la région sursaturée par la variation d’un ou plusieurs para-
mètres physico-chimiques (tels que le pH, la température, les concentrations en agents
cristallisants). Un autre mécanisme décrit plus récemment dans la littérature rapporte un
La cristallisation du complexe RC-LH1-pufX 197
phénomène de nucléation induit suite à une séparation de phase liquide-liquide qui est
en générale métastable par rapport à une phase cristalline [189, 190]. Il se forme dans le
milieu une phase pauvre en protéines et une autre riche en protéines dans laquelle vont
se créer les noyaux cristallins. La nucléation est moins coûteuse en énergie lorsqu’elle est
précédée par la formation d’une micro-gouttelette dense en protéines [191].
Une fois que le noyau de nucléation est formé, les mécanismes de croissance et les
vitesses de croissance des cristaux dépendent des conditions et du milieu de croissance
(sursaturation, température, proportion d’impuretés, solvant, etc) mais aussi de la nature
interne du cristal (défauts, formations de liaisons intermoléculaires dans le cristal, etc).
Ainsi par exemple, plus la sursaturation est élevée, plus la croissance est rapide.
L’arrêt de la croissance est, dans le meilleur des cas, la conséquence du retour à
l’équilibre du système au niveau de la courbe de solubilité, c’est à dire qu’il y a autant de
molécules qui se détachent du cristal pour repasser en solution, que de molécules qui font le
chemin inverse. Toutefois la fin de la croissance peut aussi se produire avant d’atteindre la
solubilité lorsqu’un cristal présente trop de défauts et d’impuretés empêchant l’adsorption
de nouvelles molécules, on parle alors d’"empoisonnement".
1.2 Les différentes méthodes expérimentales de cristallisation
Plusieurs méthodes ont été développées pour la cristallisation des biomacromolécules
afin de les mener en conditions de sursaturation sans les dénaturer. Pour ce faire, la
solution de protéines est mise au contact (direct ou indirect) d’une solution contenant les
agents cristallisants et dont l’augmentation de concentration va initier la cristallisation. Le
choix de l’une ou l’autre des méthodes sera guidé d’une part, par la quantité de protéines
disponibles et d’autre part, par le "chemin" que l’on souhaite parcourir dans le diagramme
de phases, ce qui modifiera la cinétique de croissance des cristaux.
Les additifs de cristallisation classiques pour les protéines en solution aqueuse sont des
sels, des polymères, des acides ou des bases et des petites molécules organiques (phénol,
acétone, etc). Leur rôle est de faire varier la solubilité de la protéine d’intérêt pour mener
à sa cristallisation. Ce passage d’une solution sous-saturée à une solution sursaturée est
un phénomène continu jusqu’à l’apparition de cristaux.
1.2.1 En "batch"
La méthode dite "en batch" est la plus simple d’un point de vue expérimental puis-
qu’elle consiste à mélanger directement la protéine à la solution d’agents cristallisants. La
goutte ainsi formée est isolée de l’atmosphère par l’usage d’huile inerte, ce qui présente
l’avantage de travailler avec une solution dont la composition est parfaitement connue.
La protéine se retrouve directement en sursaturation et seule la concentration en protéine
évolue au cours du temps après nucléation (figure 5.2). Cette méthode présente toutefois
deux inconvénients : (i) il faut que l’état initial se situe déjà dans la zone de nucléation car
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Figure 5.2 – A gauche, diagramme de phases pour une cristallisation en "batch" : le
système va de l’état initial, Ci, à l’état final, Cf . La nucléation a lieu au point Cn, équivalant
au point Ci en "batch". A droite, principe de la cristallisation en batch : la goutte, en gris,
composée d’un mélange de protéines et d’agents cristallisants est complètement isolée du milieu
extérieur par de l’huile.
il n’y a pas de cheminement exploratoire dans le diagramme de phase. (ii) Le changement
d’environnement de la protéine est un peu "brutal". Les méthodes de dialyse et de diffu-
sion de vapeur permettent quant à elles, d’augmenter progressivement la concentration en
agents cristallisants et donc de se déplacer dans le diagramme de phase afin de maximiser
les chances de franchir la courbe de supersolubilité.
1.2.2 Par dialyse
Figure 5.3 – Diagramme de phases pour une cristallisation par dialyse : le système va
de l’état initial, Ci, à l’état final, Cf . La nucléation primaire a lieu en un point Cn, situé plus ou
moins loin dans la phase de nucléation. A droite, principe de la cristallisation par dialyse :
la goutte de protéines en gris est retenue dans le bouton de dialyse et échange avec le réservoir
contenant les agents cristallisants.
Pour la cristallisation par dialyse la protéine contenue dans un dispositif de dialyse
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(bouton ou boudin, en fonction du volume) est placée au cœur d’une solution d’agents
cristallisants (figure 5.3). La membrane de dialyse étant imperméable aux grosses molé-
cules, la protéine reste dans le dispositif alors que les espèces de bas poids moléculaires
s’échangent de part et d’autre de la membrane. Cette méthode est notamment utilisée
pour changer le tampon d’une protéine tout en gardant sa concentration constante, lors
d’un changement de pH ou d’une diminution de la concentration en sel.
1.2.3 Par diffusion de vapeur
Figure 5.4 – Diagramme de phases pour la cristallisation par diffusion de vapeur : le
système va de l’état initial, Ci, à l’état final, Cf . La nucléation primaire a lieu en un point Cn,
situé plus ou moins loin dans la phase de nucléation. A droite, principe de la cristallisation
par diffusion de vapeur : une goutte, en gris foncé, composée d’un mélange de protéines et
d’agents cristallisants est mise en équilibre dans une enceinte close avec la solution d’agents
cristallisants du réservoir. Les échanges entre la goutte et le réservoir se font par la diffusion de
vapeur d’eau de la goutte vers le réservoir.
La diffusion de vapeur est peut être la méthode la plus populaire pour les premiers
essais de cristallisation d’une nouvelle protéine. En effet elle présente l’avantage d’augmen-
ter simultanément la concentration en protéine et en agents cristallisants, tout en restant
très simple d’exécution (par rapport à la dialyse) et adaptable aux petits volumes. Dans
une enceinte hermétique, un réservoir, rempli d’une solution contenant le tampon et les
agents cristallisants, est mis en équilibre avec une goutte formée d’un mélange de la solu-
tion de protéines et de celle du réservoir. En fonction du design de l’enceinte on parlera
de goutte suspendue (la goutte est au dessus du réservoir, sur le couvercle de l’enceinte)
ou de goutte assise (la goutte est déposée dans un compartiment latéral ou en surplomb
du réservoir) (figure 5.4).
La force motrice de diffusion des espèces est la différence de tension de vapeur entre la
goutte et le réservoir. Initialement la goutte est plus diluée que le réservoir, ce qui entraîne
la diffusion des composés volatils tel que l’eau, de la goutte vers le réservoir. Au final,
la goutte se retrouve ainsi concentrée en espèces qui ne diffusent pas (protéines, agents
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cristallisants, etc). Par ailleurs pour faciliter les échanges de la goutte vers le réservoir, le
volume du réservoir est supérieur à celui de la goutte, d’un à trois ordre(s) de grandeur.
L’inconvénient majeur de cette méthode est l’absence complète de contrôle de l’évolution
dans le diagramme de phase. Il n’est pas possible de connaître les conditions exactes de
nucléation et la cristallisation peut s’avérer difficile à reproduire.
2 L’approche de la cristallisation par le A2
La difficulté de la cristallisation est que le diagramme de phase de la protéine d’intérêt
n’est jamais connu initialement et qu’il requière pour sa détermination l’obtention de cris-
taux. C’est pourquoi les essais de cristallisation se font majoritairement par une approche
empirique basée sur des méthodes essais/erreurs. Cependant l’étude du second coefficient
du viriel est un moyen d’avoir accès à des informations sur le diagramme de phase, sans
devoir obtenir de cristaux. Il est mesuré en solution et permet de connaître l’évolution de
la sursaturation en fonction des conditions physico-chimiques. Dans le cas plus particulier
des protéines membranaires, nous avons vu dans l’introduction que le diagramme de phase
du tensioactif s’ajoutait à celui du complexe PDL. Dans les années 2000, les travaux de
Loll et Berger sur le cas particulier des PM intégrales tendent à montrer que ces deux dia-
grammes de phases suivent une évolution globalement similaire. Ainsi ils font l’hypothèse
que la bouée de détergent jouerait un rôle important dans la modulation du diagramme
de phases du complexe PDL [67, 69]. L’étude des interactions faibles (via le A2) entre
micelles de tensioactifs serait donc un outil pour la prédiction des conditions favorables
à la cristallisation des complexes PDL puisqu’il permet d’appréhender le comportement
des complexes PDL en solution.
Nous avons vu au chapitre 2 que les micelles de PCC-malt étaient légèrement plus
attractives que celles du DDM. D’après ce résultat, on peut donc s’attendre à ce que
les diagrammes de phases de ces deux tensioactifs soient différents. La courbe de "cloud
point" du PCC-malt devrait être décalée vers les plus faibles concentrations en polymère
par rapport à celle du DDM. Nous allons donc vérifier la validité de l’approche de la
cristallisation des protéines membranaires par le paramètre du A2.
En effet, la corrélation interactions faibles/diagramme de phases est très importante
pour la cristallisation des protéines membranaires, dans la mesure où les complexes PDL
ont d’autant plus de chances de cristalliser que les conditions sont proches du "cloud
point" du détergent [15, 192]. Cette constatation empirique a d’ailleurs été utilisée pour
concevoir une méthode de criblage de conditions de cristallisation qui a porté ses fruits
sur une douzaine de protéines membranaires différentes [193].
2.1 La corrélation interaction/diagramme de phase
Comme nous avons vu au chapitre 2 que seul le PEG avait une influence sur les inter-
actions inter-micellaires, nous avons testé des solutions de DDM et PCC-malt à différentes
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concentrations en tensioactifs et en PEG 3350 (de 6,5 à 10 %). Pour ces deux composés
nous avons pu observer par microscopie optique le passage d’une phase liquide homogène
à un état biphasique. Les courbes de "cloud point" ainsi obtenues sont représentées sur la
figure 5.5. Pour une concentration en PEG donnée, le PCC-malt présente une solubilité
plus faible que le DDM sur le domaine étudié, ce qui est bien en accord avec l’étude du
A2 qui indique que la micelle de PCC-malt est plus attractive.
Figure 5.5 – Diagrammes de phases du DDM et du PCC-malt en fonction de la concen-
tration en PEG. Les transitions de phases ont été étudiées à 20◦C pour des concentrations en
PEG variant de 6,5 à 10%, et des concentrations en tensioactifs de 5 à 55 mg/mL.
Par ailleurs lors de l’observation des transitions de phases opérées par chacun de ces
deux tensioactifs, nous avons pu remarquer que dans le cas du DDM l’état biphasique
obtenu était de type liquide/liquide à 6,5 et 7 % PEG puis liquide/solide à plus forte
concentration en PEG. Pour le PCC-malt en revanche toutes les transitions de phases
observées sont de type liquide/liquide. Ce résultat met en évidence la présence de deux
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domaines différents dans le diagramme de phases du DDM. Un domaine avec des goutte-
lettes riches en micelles en solution (phase liquide/liquide) et un domaine avec des agrégats
solides de tensioactifs (phase liquide/solide). Sur cette même gamme de concentrations,
le PCC-malt possède un domaine liquide/liquide. Toutefois comme nous avons travaillé à
une concentration en PEG donnée et augmenté la concentration en tensioactif, nous nous
sommes arrêtés à la première transition de phase rencontrée, il n’est donc pas impossible
qu’à plus forte concentration en tensioactif le PCC-malt possède une phase liquide/solide.
Ce résultat est à rapprocher de la présence de pics de diffraction que nous avons pu
observer sur les profils de SAXS des solutions à fortes concentrations en DDM et en PEG
(figure 5.6), phénomène que nous n’avons jamais observé pour le PCC-malt.
Figure 5.6 – Courbes de diffusion de solutions de DDM à fortes concentrations en
PEG à 20 ◦C. Les courbes ont été décalées pour une meilleure visibilité.
La phase liquide/solide du DDM, présente donc un certain degré d’organisation des
micelles de DDM, qui peut être le signe de la présence d’une phase hexagonale ou semi-
cristalline (cf. le diagramme de phases générique de tensioactifs, figure 1.5 48). Le rapport
des vecteurs de diffusion, q, auxquels sont obtenus les deux pics de diffraction pour les
courbes à 6 et 8 % est constant, indiquant que nous avons bien à faire à la même phase
dans ces deux conditions. Il apparait ici une seconde différence importante entre le DDM
et le PCC-malt. Cette transition de phases liquide/solide du DDM peut-elle influencer
la croissance des cristaux de RC-LH1-pufX ? La question reste ouverte. En revanche cet
abaissement du cloud point du PCC-malt suggère que le cristallisation du RC-LH1-pufX
purifié en PCC-malt, pourrait être initiée à des concentrations plus faibles en agents
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cristallisants par rapport à un complexe purifié en DDM. C’est ce que nous avons cherché
à vérifier en étudiant les morphodromes du complexe RC-LH1-pufX en DDM et PCC-
malt. On parlera de morphodrome pour visualiser les différents essais de cristallisation ou
les propriétés optiques des solutions plutôt que de diagramme de phases puisque nous ne
mesurons pas stricto sensu des solubilités.
2.2 Les morphodromes des cristaux de RC-LH1-pufX en goutte
suspendue
Dans le chapitre 2 nous avons mis en évidence que beaucoup de caractéristiques
physico-chimiques du DDM et PCC-malt en solution sont similaires (taille et forme des
micelles, ordre de grandeur et évolution du A2). Ces résultats laissent donc penser que
les DDM et le PCC-malt sont deux tensioactifs à priori facilement "interchangeables"
lors d’essais de cristallisation : des conditions donnant des cristaux avec l’un de ces deux
tensioactifs devraient fonctionner avec l’autre. Nous avons pu le vérifier par l’observa-
tion des morphodromes obtenus du complexe RC-LH1-pufX. Après 7 jours en boîte de
cristallisation selon la technique de la goutte suspendue, le complexe PDL de RC-LH1-
pufX en PCC-malt (figure 5.8) cristallise dans des conditions similaires à celles définies
sur un complexe PDL en DDM (figure 5.7). Il a donc été possible de cristalliser le com-
plexe RC-LH1-pufX en PCC-malt, sans devoir réaliser de "screening" des conditions de
cristallisation, simplement en se basant sur les résultats obtenus en présence de DDM.
Cependant comme l’on pouvait s’y attendre, les premiers cristaux de la protéine pu-
rifiée dans 0,15 mg/mL de DDM sont obtenus à plus forte concentration en PEG que
pour la protéine purifiée dans 0,11 mg/mL en PCC-malt. Ces résultats confirment que
dans le diagramme de phases du complexe de RC-LH1-pufX, la courbe de solubilité du
complexe en PCC-malt se retrouverait en dessous de celle du complexe en DDM. Tou-
tefois il faut noter que l’usage de la méthode de cristallisation par diffusion de vapeur
ne nous permet pas de tracer la courbe de solubilité des complexes directement sur les
morphodromes, puisque comme nous venons de le voir dans la première partie de ce cha-
pitre il y a une évolution concomitante de la concentration en protéine et en PEG dans
la goutte de cristallisation. Les courbes en pointillés ne sont données qu’à titre indicatif.
Elles correspondent à un visuel de la courbe de supersolubilité au dessus de laquelle se
réalise la nucléation spontanée. En dessous de cette courbe se trouve la zone métastable
dans laquelle des cristaux peuvent être obtenus après ensemencement.
Toutefois la question de la qualité de la diffraction de ces cristaux reste entière. Pour
aller au bout de ce travail il faudrait savoir s’il est intéressant pour la diffraction d’avoir
des cristaux à plus basse concentration en PEG ou si au contraire trop d’attraction nuit
à la croissance de cristaux de qualité. Est ce que les attractions entre micelles peuvent
induire directement des attractions entre complexes PDL ? Est ce qu’il ne faudrait pas
un peu de répulsion pour augmenter la solubilité initiale des complexes PDL et pouvoir
ainsi avoir une plus grande latitude dans le diagramme de phase pour la croissance des
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Figure 5.7 – Morphodrome du RC-LH1-puf X en DDM en fonction de la concentration
en protéine et en PEG. Technique de la goutte suspendue.
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Figure 5.8 – Morphodrome du RC-LH1-puf X en PCC-malt en fonction de la concen-
tration en protéine et en PEG. Technique de la goutte suspendue.
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cristaux ?
2.3 Quid de la diffraction des cristaux de RC-LH1-pufX ?
Parmi tous les cristaux obtenus pendant cette thèse, nous n’avons réussi qu’une seule
fois à produire des cristaux plus prometteurs pour la diffraction que ceux montrés dans
les morphodromes. Contre toute attente, ils ont été obtenus lors d’essais de cristallisation
réalisés "à tout hasard" sur le restant de complexes protéiques purifiés d’une ancienne
manipulation, conservé pendant plus d’un mois au froid. Malgré le caractère non maîtrisé
de ces essais (pas de détermination de la composition de la bouée), nous avons décidé de
tester la diffraction de ces cristaux de RC-LH1-pufX en présence de DDM et PCC-malt
puisqu’ils avaient subi les mêmes conditions de conservation.
Figure 5.9 – Clichés de diffractions de cristaux de RC-LH1pufX en DDM et PCC-
malt, obtenus en conditions non contrôlées. Communication personnelle de Marina Siponen
(LBC). Les tests ont été réalisé sur la ligne ID29 de l’ESRF à Grenoble.
Ces cristaux ont donc été congelés dans l’azote liquide et analysés par Marina Siponen
du LBC à l’ESRF de Grenoble. Dans ces conditions loin d’être optimales, les cristaux de
RC-LH1-pufX en présence de DDM n’ont pas donné de tâches de diffraction, contraire-
ment aux cristaux de RC-LH1-pufX en PCC-malt qui ont diffractés à une résolution très
moyenne (environ 15 Å) (figure 5.9). Ce résultat confirme l’intérêt du PCC-malt pour la
cristallisation des protéines membranaires, en accord avec ce qui avait été pressenti sur
le cytochrome b6f [114]. Dans les mêmes conditions de purification et de conservation du
complexe RC-LH1-pufX, le PCC-malt a donc permis d’obtenir des cristaux de meilleure
qualité que ceux obtenus en DDM. Cela pourrait être la conséquence de la capacité du
PCC-malt à former des assemblages plus compacts que le DDM qui pourraient faciliter
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la création de contacts cristallins et/ou une meilleure stabilisation de la protéine pendant
sa conservation.
En conclusion, l’ensemble de l’étude des interactions faibles entre micelles de tensioac-
tifs, le tracé des diagramme de phases des tensioactifs et les morphodromes du complexe
RC-LH1-pufX renforcent encore une fois l’hypothèse de l’existence d’une corrélation forte
entre la solubilité d’un tensioactif, son second coefficient du viriel et sa capacité à conduire
un complexe PDL à la cristallisation. Il est ainsi possible de déterminer des conditions
pour lesquelles la probabilité d’obtenir des cristaux sera plus grande. La poursuite de ces
études est toutefois nécessaire pour pouvoir à l’avenir mieux comprendre l’influence des
conditions de cristallisation et de la quantité de lipides, sur la qualité des cristaux obtenus.

Conclusion générale
Les protéines membranaires interviennent dans un grand nombre de processus biolo-
giques majeures comme la signalisation cellulaire, la transduction d’énergie ou le transport
de métabolites. Toutefois, malgré leurs rôles physiologiques essentiels, peu de structures
de protéines membranaires ont été résolues à cause de la difficulté rencontrée pour ob-
tenir des cristaux. La méthode de cristallisation in surfo est aujourd’hui la plus utilisée,
cependant il existe peu de travaux sur l’étude approfondie du tensioactif.
Ce travail a proposé une approche originale et pluridisciplinaire de l’étude des ten-
sioactifs pour la cristallisation des protéines membranaires. Il est né de la volonté de
coordonner les expertises scientifiques dans un même projet pour aborder le tensioactif
sous tous ses aspects, de sa conception à son utilisation. Ainsi, dans le but de chercher à
rationaliser la cristallisation des protéines membranaires par une meilleure compréhension
du rôle des tensioactifs, nous nous sommes attachés dans la mesure du possible à :
– Réaliser la synthèse de différents tensioactifs
– Étudier leurs propriétés physico-chimiques et structurales dans l’eau
– Caractériser leur influence sur la stabilité de la bactériorhodopsine mais surtout
sur la composition du complexe protéique RC-LH1-pufX dont l’amélioration de la
cristallisation pour la résolution structurale est l’objectif ultime
– Réaliser des essais de cristallisation de ce complexe avec les tensioactifs montrant
les meilleures aptitudes à conduire à la cristallisation de PM.
Nous avons commencé par choisir plusieurs familles de tensioactifs parmi ceux déve-
loppés au sein de l’équipe CBSA afin de disposer d’une large variété de structures pour
notre étude. Nous avons ainsi retenu : le F8TAC, les tripodes (C3-, C4- et C5Glu3) et
deux types de composé dérivés du DDM, détergent classique de la cristallisation des pro-
téines membranaires, le PCC-malt et les FH-malt. Nous avons ensuite réalisé les synthèses
des tensioactifs que nous voulions comparer au DDM, hormis pour les tripodes dont la
synthèse a été réalisée par le Dr Julien Dauvergne lors de sa t
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Le F8TAC est un tensioactif fluoré utilisé avec succès depuis une vingtaine d’année
pour la manipulation des protéines membranaires. Le caractère lipophobe des atomes de
fluor de sa chaîne lui confère des propriétés de non détergence qui permettent de préserver
l’intégrité et la fonctionnalité des protéines membranaires dans l’eau [118, 119, 121]. Sa
synthèse se fait par une réaction de télomérisation du THAM sur un thiol fluoré et aboutit
à l’obtention d’une tête polaire polymérique [117].
Les tripodes sont une famille d’amphiphiles faciaux dont la géométrie novatrice n’avait
jamais été testée sur les protéines membranaires. Leur structure est construite autour
d’un noyau central aromatique persubstitué de manière alternée par trois groupements
glucosides qui assurent l’hydrophilie et trois chaînes alkyles pour apporter l’hydrophobie
au tensioactif [127].
Le PCC-malt a été conçu sur le modèle du DDM, avec une chaîne rigidifiée par la
présence d’un groupement bicyclohexyl. L’objectif est de créer ainsi moins de contact avec
la partie hydrophobe de la protéine que le DDM pour être moins déstabilisant. Il est obtenu
par une réaction de glycosylation entre la maltose et un groupement propylbicyclohexamol
[114].
Les FH-malt sont une famille d’amphiphiles originaux développés dans le cadre
de cette thèse avec pour objectif de déterminer l’impact de la proportion e fluor sur
les interactions tensioactifs-protéine. Le design du F2H9-malt et du F4H5-malt a donc
été imaginé pour intégrer un segment fluoré, respectivement de 2 et 4 carbones, à
la chaîne hydrophobe de ces tensioactifs et la longueur du segment hydrogéné a été
calculé pour conserver la même hydrophobie théorique que la chaîne du DDM. La
synthèse du F4H5-malt consiste à synthétiser, tout d’abord, la chaîne hydrophobe par
une réaction d’addition/élimination d’un iodure fluoré sur un alcool vinylique, avant
de la greffer au maltose par glycosylation. La synthèse du F2H9-malt s’est avérée en
revanche plus complexe. Finalement elle a pu être réalisée en 4 étapes, en commençant
par la glycosylation du penténol par le maltose. Le segment fluoré est ensuite inséré par
addition radicalaire d’un iodure perfluoré sur le groupement vinyl de la chaîne et l’iode
est ensuite éliminé en milieu basique pour donner une chaîne insaturée. La dernière étape
consiste à réduire cette double liaison par hydrogénation catalytique. Enfin un dernier
composé, commercial, dont la structure répond aux mêmes critères que le F2H9-malt et
le F4H5-malt, a été ajouté à l’étude (F6H2-malt).
L’étude physico-chimique de ces composés a permis de déterminer la CMC, la taille,
la masse et la forme des assemblages de ces tensioactifs en solution aqueuse et de les
comparer avec le DDM. Le premier résultat important de cette étude a été de remettre
en question, suite aux résultats de CMC, la règle d’équivalence d’hydrophobie 1CF2 ≈
1,6 CH2. La contribution hydrophobe des carbones fluorés est en effet moins grande que
celle qui est décrite dans la littérature. Par ailleurs l’analyse SAXS a permis de mettre en
évidence que trois des tensioactifs étudiés, le C3 et C4Glu3 et le F4H5-malt forment des
agrégats dont la forme générale et le nombre d’agrégation évoluent avec la concentration
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en tensioactif. Pour les deux premiers cette caractéristique semble être la conséquence
de la trop faible longueur de leur chaîne hydrophobe, alors que dans le cas du F4H5-
malt il pourrait plutôt s’agir d’une difficulté d’organisation de la chaîne mi-hydrogénée,
mi-fluoré dans la micelle. Le C5Glu3 et le F6H2-malt forment, quant à eux, des micelles
cylindriques qui s’allongent quand la concentration en tensioactif augmente. Et les trois
derniers tensioactifs, le F8TAC, le PCC-malt et le F2H9-malt forment, comme le DDM,
des micelles globulaires dont la taille n’évolue pas en fonction de la concentration. Nous
avons choisi de limiter cette première étude aux tensioactifs possédant des caractéristiques
de taille et de forme de micelles identiques au DDM. Toutefois les difficultés de synthèse
du F2H9-malt qui ont retardé son obtention, ne nous ont pas permis de l’inclure dans la
suite du travail.
Nous nous sommes donc concentrés sur le F8TAC, le PCC-malt et le DDM en focalisant
notre attention sur l’étude des interactions faibles inter-micellaires, via le second coefficient
du viriel (A2) qui est un moyen potentiel d’estimer le potentiel d’un tensioactif à faciliter la
cristallisation d’un complexe PDL. Nous avons ainsi pu montrer que les micelles de F8TAC
exercent entres elles des interactions répulsives malgré l’ajout de PEG, sans doute à cause
de leur tête polaire polymérisée. La répulsion des micelles rimant avec l’augmentation de
la solubilité des complexes PDL, ce résultat est une explication du fait que l’obtention
de cristal de PM en présence de F8TAC n’a jamais été décrite dans la littérature à ce
jour. A l’inverse le PCC-malt et le DDM ont des micelles qui deviennent attractives en
présence de PEG de façon similaire, mais avec une attraction légèrement supérieure pour
le PCC-malt.
Ce résultat indique que l’effet de déplétion n’est pas seulement un phénomène de
surface puisque la différence d’attraction entre le PCC-malt et le DDM provient de la
variation de la partie hydrophobe du tensioactif et donc de la variation du cœur de la
micelle. Dans notre cas, elle pourrait être la conséquence de la plus grande compacité de
la micelle de PCC-malt dont la rigidité de sa chaîne hydrophobe et/ou l ?anomérie de sa
partie polaire glycosidique semble(nt) imposer une meilleure organisation des molécules
de tensioactifs entre elles. D’autre part l’attraction favorisant la cristallisation, cette
étude du A2 montre l’intérêt de ces deux tensioactifs pour la cristallisation des protéines
membranaires et ouvre une nouvelle approche du design des futurs détergents. Leur
structure serait déterminée en tenant compte de leur paramètre de "packing", de leur
interaction avec la région transmembranaire des protéines mais aussi des phénomènes
d’attraction et/ou répulsion qu’elles génèrent.
L’étape suivante de notre travail a consisté à chercher à connaître l’influence du DDM
et du PCC-malt sur la nature et la quantité des tensioactifs et lipides qui constituent la
bouée de solubilisation du complexe RC-LH1-pufX. Pour cela nous avons mis au point
une méthode simple et rapide de dosage des tensioactifs par HPTLC qui permet de
quantifier les tensioactifs liés à la protéine en sortie de colonne de purification [179]. Le
choix de cette technique analytique a été fait pour permettre le dosage indépendant des
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tensioactifs lors d’échange de détergents. Il a donc été important de porter une attention
particulière à la détermination de la phase mobile pour permettre la séparation des
tensioactifs de structures voisines. L’autre difficulté du développement de cette méthode
a été d’adapter les conditions de dépôt du robot déposeur d’échantillon en fonction des
spécificités des solutions aqueuses de tensioactifs.
Pour caractériser la composition du complexe PDL de RC-LH1-pufX de façon plus
complète, nous avons, par ailleurs, identifié les trois lipides majoritaires constitutifs des
membranes photosynthétiques de Rb. blasticus : PE, PG et MMPE. Ils sont eux aussi
quantifiables par une méthode HPTLC après extraction des échantillons selon le protocole
de Bligh and Dyer [180]. La caractérisation des complexes PDL du RC-LH1-pufX a
montré qu’en présence de PCC-malt, il contient plus de molécules de tensioactifs et de
lipides qu’en présence de DDM alors qu’il serait de taille légèrement plus petite. Ces
résultats confirment l’aptitude du PCC-malt à former des assemblages compacts que ce
soit dans une micelle ou autour d’une protéine membranaire. D’autre part ils renforcent
l’idée qu’augmenter le volume de la chaîne hydrophobe d’un tensioactif permet de limiter
la délipidation du complexe PDL.
Dans une dernière partie nous avons réalisé l’étude des diagrammes de phases du DDM
et du PCC-malt ainsi que les morphodromes de cristaux de complexes RC-LH1-pufX,
obtenus en présence de ces deux tensioactifs, pour faire le lien entre la détermination du
A2 des micelles de tensioactifs et les essais de cristallisation. Nos résultats corroborent
bien la thèse de l’existence d’une corrélation forte entre le diagramme de phases du
détergent, les interactions faibles entre micelles de détergent et la cristallisation des
complexes PDL [67–69]. L’étude des interactions entre micelles apparaît donc bien
comme un moyen d’accès à l’évolution du diagramme de phase des complexes PDL pour
rationaliser la cristallisation des protéines membranaires. Grâce à elle, il a par exemple
été possible de prévoir que les cristaux de RC-LH1-pufX seraient obtenus en PCC-malt
dans des conditions similaires à ceux obtenus en présence de DDM mais à partir de plus
faibles concentrations en PEG.
Ce travail a permis de mettre en place tous les outils nécessaires au contrôle des
conditions de cristallisation des PM, aussi bien au niveau physico-chimique, par la carac-
térisation des micelles en solution, qu’au niveau biochimique, par le dosage des lipides et
des tensioactifs liés par HPTLC. Il ouvre la voie à la réalisation de nombreuses études
dans l’avenir.
La suite directe du travail décrit dans ce manuscrit serait d’utiliser, pour le F2H9-malt,
la même approche de caractérisation des interactions faibles de ses micelles en solution
et d’étudier son comportement sur le complexe RC-LH1-pufX après échange du DDM. Il
serait alors possible d’estimer l’influence de sa chaîne faiblement fluorée sur la composition
du complexe protéique et l’intérêt de ces micelles de petites tailles dans la cristallisation du
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complexe RC-LH1-pufX. Un autre aspect que nous aurions aimé développer est l’intérêt de
travailler avec moins de PEG pour la diffraction du cristal mais il requiert d’augmenter
tout d’abord la qualité des cristaux de RC-LH1-pufX ou d’utiliser une autre protéine
membranaire..
Pour les cristaux du RC-LH1-pufX, il faudrait, par rapport à nos essais, pouvoir di-
minuer la sursaturation afin d’éviter la formation de germes de nucléation en trop grande
quantité. Cela devrait aussi permettre de ralentir la croissance des cristaux pour obtenir,
peut être, une meilleure organisation du cristal. L’abaissement de la sursaturation (β= C
Cs
)
peut être réalisée en diminuant la concentration (C) en protéine mais il risque alors de ne
plus y avoir assez de protéines pour former le cristal. Il semble donc plus logique d’essayer
plutôt d’augmenter la solubilité du complexe PDL (Cs) en jouant sur la température, sur
l’addition de sels et le pH (solubilité du domaine extramembranaire), sur la concentration
en glycérol, ou autres petites molécules amphiphiles, ou sur la bouée de tensioactif [61].
L’utilisation de mélange de tensioactifs peut être une solution pour apporter à la fois
la répulsion nécessaire à la solubilité des complexes PDL et l’attraction impliquée dans
l’initiation de la cristallisation. Une autre piste pour abaisser la sursaturation serait de
travailler dans la zone métastable (conditions avec la concentration la plus haute en PEG
qui ne donne pas de cristaux) et de réaliser un ensemencement.
L’amélioration du cristal peut aussi venir de la variation de l’empilement cristallin.
Pour cela il faudrait tester d’autres agents cristallisants car pour une même valeur de A2,
ne correspond pas forcément une configuration cristalline unique [156]. D’autres types de
PEG ou sels permettraient peut être d’améliorer la diffraction des cristaux. Une autre
solution serait de travailler sur la réduction de l’excès de tensioactif par l’utilisation par
exemple des Bio-Beads ou sur l’influence des lipides sur la cristallisation et la qualité
diffractante. Les conditions de purification que nous avons testé n’ont pas permis de varier
grandement le nombre de lipides présents dans le complexe mais la réalisation d’une étape
supplémentaire de purification par chromatographie d’exclusion stérique devrait accentuer
la délipidation. A l’inverse il est aussi possible d’augmenter la quantité de lipides liés en
réalisant du dopage d’échantillon par des lipides standards.
Pour améliorer la compréhension des paramètres contrôlant la cristallisation, il faudrait
aussi étudier les complexes PDL de façon similaire à ce que nous avons réalisé sur les
micelles. En effet, l’analyse par SAXS des complexes semble désormais accessible avec
la nouvelle ligne bio-SAXS BM29 de l’ESRF (ancienne ligne ID14eh3) depuis qu’ils ont
installé un système de chromatographie d’exclusion stérique, couplé à une détection UV
et un réfractomètre en amont de la cellule échantillon. Ce système permet de séparer
les micelles libres de la fraction protéique et ainsi de s’affranchir de leur contribution
dans le tampon à retrancher au signal. L’information de la forme globale du complexe
PDL (protéine + bouée) peut ainsi être déterminée. En travaillant avec une protéine de
structure résolue, il devient possible de remonter à la forme et aux dimensions de la bouée
uniquement. Pour les protéines de structure inconnue, l’obtention de la forme de la bouée
pourrait se faire en couplant les techniques de SAXS et de diffusion des neutrons aux petits
214 Conclusion générale
angles (SANS). En masquant la bouée (utilisation d’un tensioactif deutéré) on pourrait
obtenir la forme de la protéine que l’on peut réinjecter dans les résultats de SAXS pour
déterminer la forme de la bouée. L’étude des interactions entre complexes PDL devient
elle aussi possible, au moins en théorie, car cette étude requiert de travailler avec des
concentrations variables et relativement élevées en complexes PDL et il faudrait vérifier
que cela est possible malgré les phénomènes de dilution sur colonne. Mais elle serait un
moyen de franchir un cap supplémentaire dans la compréhension des mécanismes de la
cristallisation en permettant la comparaison des A2 de micelles de détergent avec ceux de
complexes PDL.
Une dernière piste de réflexion que nous proposons ici serait d’étudier d’autres tensio-
actifs, selon la même approche, pour accumuler les renseignements sur l’apport en terme
d’interaction, de multiples motifs structuraux des tensioactifs. Par exemple, pour com-
mencer à élargir la réflexion aux parties hydrophiles, il peut être intéressant d’étudier
le F6DiGlu qui est un tensioactif possédant une chaîne fluorée et une tête composée de
deux motifs glucose fixés en parallèle, contrairement aux maltosides où les deux motifs
glucose sont alignés. Il est aussi envisageable de s’intéresser aux tensioactifs qui forment
des micelles non sphériques. Nous avons rejeté le F6H2-malt qui forme des micelles cylin-
driques bien définies qui s’allongent en fonction de la concentration et le F4H5-malt aux
micelles allongées de forme variable mais qui forme pourtant avec la BR un complexe
homogène d’un point de vue colloïdal. Nous estimions qu’ils sortaient du cadre de notre
étude où nous voulions établir une comparaison des tensioactifs avec le DDM qui forme
des micelles globulaires. Mais il n’est pas interdit de penser qu’une micelle cylindrique,
même si elle s’allonge, soit compatible avec la cristallisation. Est-il possible alors de former
des assemblages avec plusieurs protéines membranaires dans une même bouée allongée,
pour pourquoi pas, aller vers une cristallisation 2D ? Enfin parmi les tensioactifs qu’il
serait aussi intéressant d’étudier par cette approche via les A2 se trouvent les NAPols.
Ces polymères amphiphiles non ioniques sont capables de maintenir en solution les pro-
téines membranaires en l’absence de polymères libres en solution. Permettent-il d’obtenir
de l’attraction en solution pour envisager de cristalliser des protéines membranaires ? Et
dans ce cas seraient-ils un moyen de simplifier le diagramme de phase la cristallisation
des protéines membranaires en s’affranchissant du diagramme de phases du tensioactif ?
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1 Partie synthèse
Procédures générales
– Les solvants utilisés pour les synthèses sont préalablement distillés sous atmosphère d’argon sur
Na/benzophénone (THF), sur du sodium (MeOH, EtOH) ou sur de l’hydrure de calcium CaH2
(AcOEt, CH2Cl2, CH3CN, cyclohexane).
– Les réactions ont été suivies par chromatographie sur couche mince Merck 60F254. Les plaques de
gel de silice ont été révélées par la lumière UV à 254 nm, et parfois à 366 nm. La révélation peut
être complétée par un spray d’une solution éthanolique d’H2SO4 à 5%, de KMNO4 à 0,05%, ou de
ninhydrine à 5% suivi d’un chauffage à 150◦C.
– Les chromatographies sur colonne de gel de silice ont été effectuées avec de la silice Merck silica
gel Geduran Si 60 (40 - 63 µm).
– Les spectres RMN ont été enregistrés sur un appareil BRUCKER AC-250. Les acquisitions des
spectres 1H, 13C et 19F se sont réalisées respectivement à 250, 62,8 et 235 MHz. Les déplacements
chimiques sont exprimés en partie par million (ppm) par rapport au signal du triméthylsilane
(TMS), référence interne dans les solvants deutérés (CDCl3 ou DMSO). Les abréviations suivantes
ont été utilisées afin de caractériser les signaux observés : s (singulet), d (doublet), q (quadruplet),
td (triplet dédoublé), m (multiplet).
– tous les composés finaux sont lyophilisés avant les études physico-chimiques et biochimique, pour
éliminer toutes traces de solvant résiduel.
Synthèse et RMN des composés
Synthèse du composé 8 : F8TAC
10 g de THAM 7 sont solubilisés sous atmosphère d’argon dans 290 ml de méthanol distillé. Le milieu
est chauffé par un bain d’huile à ébullition jusqu’à dissolution complète du THAM (ne pas utiliser de
bain de sable qui crée des points chaud où la télomérisation n’est plus contrôlée et aboutie à de gros
DPn). 5,49 g de perfluorooctanethiol 6, solubilisés dans 10 ml de tétrahydrofurane/méthanol (8/2 : v/v)
distillés, sont ajoutés au milieu, ainsi que 0,251 g d’AIBN recristallisé. Le milieu devient blanc dès l’ajout
d’AIBN. La réaction est laissée au reflux pendant une nuit puis refroidie à TA. La fraction soluble est
récupérée et concentrée jusqu’à ce qu’il ne reste que 20-30 ml de milieu, qui sont alors ajoutés goutte
à goutte dans 200 ml d’éther diéthylique froid, sous vive agitation. Le milieu est filtré, puis le précipité
est séché sous pression réduite, pour obtenir 6,49 g de F8TAC DPn 6 sous forme de poudre blanche. La
purification du produit se fait par resolubilisation à 50◦C dans le méthanol et reprécipitation dans 300
ml d’éther diéthylique froid. 5,89 g de F8TAC DPn 6 sont ainsi obtenus, sous forme de poudre blanche.
La lyophilisation se fait à une concentration de 10 mM, ce qui correspond à l’ajout de 385 ml d’eau pour
5,89 g de produit pur.
MM : 1530 g.mol−1, DPn 6
1H-NMR: δ (ppm, 250 MHz, DMSO) : 7,0-7,5 (massif, 6H, NH), 4,8-5,2 (massif, 18H, OH) 3,7 (m,
protons de la tête poly Tris) ; 2,7 (m, 3H, dont SH2) ; 1,2-2,5 (protons chaîne polymérique)
19F NMR δ (ppm, DMSO) : -122 à -127 (6 CF2, chaîne fluorée) ; -115 (t, CF2, CF2-CF2-CH2)) ; -82
(t, 3F, CF3).
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Synthèse du composé 10 : maltose peracétylé
40 g de maltose monohydraté 9 sont dissouts à 0◦C dans 470 ml d’un mélange anhydride acé-
tique/Pyridine (1/1 : v/v). Le milieu réactionnel est agité à température ambiante pendant 24h. La
pyridine est neutralisée par ajout de 250 ml d’HCl 3N, et le maltose peracétylé est extrait à l’acétate
d’éthyle (3 fois 300 ml). Les phases organiques sont regroupées, et lavées à l’HCl 1N, jusqu’à obtention
d’un pH 2. Le milieu est ensuite ramené à pH neutre par lavage par une solution saturée de NaHCO3,
et est séché sur Na2SO4, filtré et concentré pour donner un produit brut sous forme de poudre blanche.
Le produit brut est purifié par deux recristallisations successives dans 200 ml d’EtOH, pour obtenir du
maltose peracétylé 10 à 97% α. Rendement : 39%
C28H38O19, MM : 678,6 g.mol−1
1H-NMR: δ (ppm, 250 MHz, CDCl3) : δ 1,9-2,25 (m, 22H, protons acétyls) ; 3,55-4,2 (m, 4H,
CH2 -OAc) ; 4,2-4,3 (m, 2H) ; 4,4-4,55 (d, 1H1) ; 4,7-5,2 (m, 3H) ; 5,25-5,5 (m, 3H) ; 5,25 (d ,1H1′)
Synthèse du composé 12 : PCC-α-malt protégé
L’alcool trans-4-(trans-4’-propyl)bicyclohexanol 11 a été fourni par Quingdao Hong Jin Trading Co.
Ltd (china). 1 g d’alcool (1eq) 11 et 4,5 g (1,5 éq) de maltose peracétylé 10 sont solubilisés dans 30 ml
de CH2Cl2 fraichement distillé. 0,84 mL (1,5 éq) de BF3-Et2O sont ajoutés goutte à goutte sous argon
et à 0◦C. Le milieu est agité une dizaine de jours, à température ambiante et à l’abri de la lumière. Le
milieu est ensuite rallongé par du CH2Cl2, jusqu’à 100 ml, lavé par une solution de NaHCO3 saturée, puis
à l’eau. La phase organique est séchée sur Na2SO4, filtrée, et concentrée pour donner 4.7 g de produit
brut, qui est purifié par chromatographie flash sur gel de silice avec un mélange cyclohexane/acétate
d’éthyle (7/3 : v/v) pour donner 1,4 g de PCC maltoside 12 (1,69 mmol ; 38%) sous la forme de poudre
blanche contenant un mélange α/β de 89/11 pour 12 jours de réaction, et 81/18 pour 7 jours de réaction.
L’enrichissement en α se fait par recristallisation successives dans l’éthanol, jusqu’à obtenir un composé
pur en α. Le nombre de recristallisations nécessaires dépendant du ratio α/β initial, chacune ayant un
rendement de 75-85%. Le rendement global de la manipulation est de 10-25% pour obtenir le composé
99% α.
C41H62O18, MM : 842,92 g.mol−1
1H-NMR: δ (ppm, 250 MHz, CDCl3) : 5,52-5,48 (dd, H3′ , JH3′−H4′= 9Hz, JH3′−H2′= 9Hz, 1H) ;
5,43-5,42 (d, H1, JH1−H2= 3,9Hz, 1H) ; 5,44-5,34 (dd, H3, JH3−H4= 9Hz, JH3−H2= 9Hz, 1H) ; 5,14
(d, H′1, JH1′−H2′= 3,8Hz, 1H) ; 5,13-5,05 (dd, H4, JH4−H5= 9,7Hz, JH4−H3= 9Hz, 1H) ; 4,92-4,86 (dd,
H2, JH2−H3= 9Hz, JH2−H1= 3,9Hz, 1H) ; 4,70-4,61 (dd, H2′ , JH2′−H3′= 9Hz, JH2′−H1′= 3,9Hz, 1H) ;
4,50-4,44 (dd, H6′a, JH6′a−H6′b= 12Hz, JH6′a−H5′= 2,3Hz, 1H) ; 4,31-3,9 (m, H6′b, H5′ , 2H6, H4′ ,H5, 6H) ;
3,43 (m, CHO cyclohexyl, 1H), 2,15-0.81 (m, groupes acétyle, cyclohexyle, et chaîne propyle, 47H).
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13C-NMR: δ (ppm, 162 MHz, CDCl3) : 170,7-169,5 (CO acetyl) ; 95,6 C1 ; 94,0 C1′ ; 78,3 (CHO
cyclohexyl), 73,9 ; 72,7 (C3′ ; C4′) ; 71.2 C2′ ; 70,0 ; 69,4 ; 68,4 ; 68,0 ; 67,4 ( C2 ; C3 ; C4 ; C5 ; C5′),
62,8 ; 61,4 (C6 ; C6′) ; 42,7 ; 42,2 ; 37,5 (CH cyclohexyl), 39,76 ; 33,4 ; 31,8 ; 30,1 ; 28,2 ; 27,9 ; 20,02 (CH2
groupement cyclohexyle et chaîne propyle) ; 21,01 ; 20,8 ; 20,7 ; 20,67 ; 20,62 ; 20,60 (CH3 acétyles) ; 14,2
(CH3 chaîne propyle).
Synthèse du composé 13 : PCC-α-malt
0.97 g de PCC-α-maltoside protégé 12 sont solubilisés dans 40 ml de MeOH distillé et sont agités
en présence d’une quantité catalytique de CH3ONa pendant environ 2h, jusqu’à obtenir un pH basique
(pH10). Le milieu est ensuite ramené à pH légèrement acide (pH5), par ajout de résine IRC-50, et agitation
pendant 1h. Le milieu est ensuite filtré, et concentré pour obtenir 0.667 g de produit final, le PCC-alpha-
malt 13 sous forme de poudre blanche, qui est solubilisé dans 122 ml d’eau (10mM) pour être lyophilisé
avant utilisation.
C27H48O11, MM : 548,66 g.mol−1
1H-NMR: δ (ppm, 250 MHz, DMSO) : 5,45 (d, OH, 1H) ; 5,35 (d, OH, 1H) 4,99 (d, H1, JH1−H2=
3,7Hz, 1H) ; 4,90 (m, OH, 2H) ; 4,66 (d, H′1, JH1′−H2′= 3,7Hz, 1H) ; 4,52 (d, OH, 1H) ; 4,52 (t, OH,
1H) ; 4,44 (t, OH, 1H) ; 3,63-3,17 (m, H du sucre, 12H) ; 3,08 (m, H6′b, H5′ , 2H6, H4′ ,H5, 6H) ; 3,43 (m,
CHO CHO cyclohexan, 1H), 1,99-0.81 (m, groupe cyclohexyle, et chaîne propyle, 26H).
13C-NMR: δ (ppm, 162 MHz, CDCl3) : 101,3 C1 ; 97,3 C1′ ; 80,7 (CHO cyclohexyl), 76,6 ; 73,9 ;
73,8 ; 73,4 ; 73,0 ; 71,8 ; 71,5 ; 70,3 (C5 ; C5′ ; C4 ; C4′ ; C3 ; C3′ ; C2 ; C2′), 61,2 ; 60,8 (C6 ; C6′) ; 42,8-14,8
(groupement cyclohexyle et chaîne propyle).
Synthèse du composé 16 : bras hydrophobe du F4H5-malt
Dans un ballon 1,02 g (11 mmol) de 4-penten-1-ol 14 (sigma) et 5,29 g (15 mmol) de l’iodure fluoré
(perfluorubutyl iodid, 98%, sigma) 15 sont dissous dans 10 ml de CH2Cl2. Sous atmosphère inerte 4 g de
zinc activé sont ajoutés à la solution, le milieu réactionnel est agité. Le produit d’addition (l’iodure) est
visible en UV sur plaque CCM. La disparition de la fonction vinyle (en RMN) sert de témoin de la réaction
complète d’addition. La réduction de l’iodure est effectuée par 50 mL d’un mélange d’acide (eau/acide
acétique/HCl (12N), 30/15/5 ; v/v/v). L’acidification du milieu entraine la dissolution complète du zinc
et sa transformation en sel. La réaction est suivi en CCM (observation de la disparition de la tâche en
UV correspondant à l’iodure). Le milieu réactionnel est filtré (élimination des traces de zinc), lavé 3 fois
avec 25 mL NaCO3 jusqu’à pH 5, 2 fois avec 25 mL d’eau, séché sur NaSO4, filtré et évaporé. Le produit
brut est purifié par chromatographie flash (gradient de cyclohexane/acétate d’éthyl). 2,2 g (7,7 mmol) de
produit pur sont obtenus sous forme d’huile, soit un rendement global de 70%.
C9H11OF9, MM : 306,17 g.mol−1
1H-NMR: δ (ppm, 250 MHz, CDCl3) :1,4-1,8 (m, CF2-CH2-CH2-CH2-, 6H) ; 1,8-2,7 (m, 2H, CH2-
CH2-OH, 2H) ; 3,5-3.9 (m, OH, 1H).
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19F NMR δ (ppm, CDCl3) : -127 (t, 2F, CF2-CF2-CF2-CF3) ; -124 (t, 2F, CF2-CF2-CF2-CF3) ; -115
(t, 2F, CH2-CF2-CF2-CF2-CF3)) ; -80 (s, 3F, -CF3)
Synthèse du composé 17 : Glycosylation du F4H5-malt
3,43 g de maltose acétylé 10 (5 mmol) sont solubilisés dans 10 ml de CH2Cl2 distillé, puis 1,55 g de
l’alcool fluoré 16 (5mmol) sont ajoutés à la solution. Le milieu est agité 10 min, puis refroidi dans un bain
de glace avant l’ajout progressif à la seringue sous atmosphère d’argon de 0,8 mL de BF3-OEt2 (sigma).
La solution se teinte légèrement en rose, le milieu réactionnel est alors laissé à température ambiante sous
agitation pendant 48 heures, toujours sous atmosphère inerte et à l’abri de la lumière. 1 ml d’anhydride
acétique est ajouté à la solution foncée obtenue afin d’acétyler les fonctions alcool qui auraient subies
des réactions de transesterification. La réaction est suivie par CCM. Après 1h30 d’agitation, le brut
réactionnel est lavé par 15 ml de solution saturée en NaHCO3. La phase aqueuse est extraite avec 2 fois
20 ml de CH2Cl2. Les phases organiques sont regroupées, séchées avec Na2SO4 et évaporées. Le produit
brut (huile brune) est purifiée sur colonne de silice dans un mélange cyclohexane/acétate d’éthyle (1/1 ;
v/v). 1,5g de produit pur 17 (1,6 mmol) sont obtenus sous forme de poudre blanche (rdt = 32%).
C35H44O11F9, MM : 924,71 g.mol−1
1H-NMR: δ (ppm, 250 MHz, CDCl3) : 1,3-1,65 (m, 8H, CH2-CH2-CH2-) ; 1,9-2,1 (m, 21H, groupe-
ments acétyles) ; 3,4-3,9(m, 1H, O-CH2) ; 3,65 (m, 1H, H5) ; 3,8 (m, 1H, O-CH2) ; 3,9-4,1 (m ,3H, H4′ ,
H5′ , H6a) ; 4,15-4,35 (m, 2H, H6b, H6′a) ; 4,45(d, 1H, H6′b) ; 4,5-4,55 (m, 1H, H1) ; 4,75-4,95 (m, 2H, H2,
H2′) ; 5-5,15 (d, 1H, H4) ; 5,2-5,4(m, 2H, H1′ , H3) ; 5,45(d, 1H, H3′).
19F NMR δ (ppm, CDCl3) : -126 (t, 2F, CH2-CF2-CF2-CF2-CF3) ; -124,5 (t, 2F, CF2-CF2-CF2-
CF3)) ; -115 (t, CF2, CH2-CF2-CF2-CF2-CF3)) ; -81 (t, 3F, CF3).
Synthèse du composé 18 : F4H5-β-malt
500 mg (0,54 mmol) de F4H5-β-malt protégé 17 sont solubilisés dans 15 ml de MeOH et une pointe
de spatule de méthylate de sodium MeONa est ajouté à la solution. La réaction est laissée sous agitation
pendant 3 heures à température ambiante (suivi CCM). Le milieu est ensuite ramené à pH acide (pH5), par
ajout de résine IRC-50, et agitation pendant 1h. Le milieu est ensuite filtré, et évaporé. 380 mg de poudre
blanche sont purifiés par chromatographie flash sur colonne de silice avec un mélange MeOH/CH2Cl2.
310 mg (0,5 mmol) de produit pur 18 (poudre blanche) sont obtenus.
C21H31O11F9, MM : 630,45 g.mol−1
1H-NMR: δ (ppm, 250 MHz, MeOD) : 1,9-2,2 (m, 9H, O-(CH2)4-CH2-CF2-) ; 1,5-1,75 (m, 2H, CH2 -
CF2-) ; 3-4 (m, 17H, H du sucre) ; 4,25 (d, 1H, H1) ; 5,25 (d, 1H, H1′).
19F NMR δ (ppm, MeOD) : -126 (t, 2F, CH2-CF2-CF2-CF2-CF3) ; -124,5 (t, 2F, CF2-CF2-CF2-
CF3)) ; -115 (t, CF2, CH2-CF2-CF2-CF2-CF3)) ; -81 (t, 3F, CF3).
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Synthèse du composé 23 : Maltose peracétylé à chaîne vinylique
Dans un ballon, 5 g de maltose acétylé 10 (7,3 mmol) sont solubilisés dans 6 mL de dichlorométhane,
avant l’ajout de 3,49 g (11,3 mmol) de nonenol (sigma) 22. La milieu est refroidi dans un bain de glace
et placé sous atmosphère inerte avant l’ajout progressif de BF3-OEt2. Le milieu réactionnel devient rose
et la solution est agitée pendant 48 heures à température ambiante à l’abri de la lumière. La réaction
est suivie par CCM qui montre la déprotection de certaines fonctions acétyles. Pour acétyler entièrement
le composé, 6 ml d’anhydride acétique sont ajoutés, à froid, à la fin de la réaction. Le milieu est agité
ainsi pendant 2 heures. Le brut réactionnel est évaporé, le liquide orange obtenu est lavé par une solution
d’HCl 1 N à froid jusqu’à obtenir un pH acide (lavage par environ 100 mL). Le milieu est extrait avec
de l’acétate d’éthyle, puis lavé avec un solution saturée de NaHCO3 jusqu’à neutralité du pH. La phase
organique est séchée sur Na2SO4, filtrée et évaporée. Le produit brut est purifié sur colonne de gel de
silice (acétate d’éthyle /cyclohexane 6/4). 2,07 g (2.5 mmol) du produit glycosylé 23 (poudre blanche)
est obtenu (rdt =34,2%).
C35H52O18, MM : 760,78g.mol−1
1H-NMR: δ (ppm, 250 MHz, MeOD) : 1,2-1,7 (m, 12H, chaine aliphatique) ; 1.9-2,2 (m, 21H, protons
acétyls) ; 3,45 (m, 1H, OCH2) ; 3,7 (m, 1H, H5) ; 3,8 (m, 1H, OCH2) ; 3,9-4,2 (m, 4H) ; 4,25 (m, 2H) ; 4,5
(m, 2H, dont H1, J=7,5 Hz) ; 4,75-4,9 (m, 2 H) ; 5,0-5,1 (m, 1H), 5,2-5,3 (m, 1H) ; 5,3-5,45 (m, 2H, dont
H′1) ; 5,58 (m, 3H, fonction vinyl).
Synthèse du composé 25 : F2H9-malt protégé à chaîne iodée
1,9 g de composé glycosylé 23 (2,5mmol) est solubilisé dans un minimum de THF dans un tube
hermétique puis 2,6 mL de pentafluoroiodoethane 24 (sigma) sont progressivement ajoutés à froid. La
solution est agitée toujours à froid sous atmosphère inerte pendant 5 min avant l’addition de 1 mL de
triéthyle borane (1 ml ; 1 mmol). La solution se teinte alors en jaune foncé. Le milieu réactionnel est
ramené à température ambiante et laissé sous agitation pendant 48h. L’avancement de la réaction est
suivi par RMN du proton avec la disparition du signal de l’oléfine à 5,58 ppm et l’apparition du signal du
CHI à 2,75 ppm. Le brut est lavé 2 fois à l’eau, extrait 3 fois par de l’acétate d’éthyle, séché et évaporé.
Enfin il est purifié par chromatographie flash sur gel de silice (acétate d’éthyle/cyclohexane 1/1). 2 g de
produit 25 pur sont obtenus. (rdt=93%)
C37H52O18F5I, MM : 1008.69 g.mol−1
1H-NMR: δ (ppm, 250 MHz, CDCl3) : 1,2-1,9 (m, 16H, 8CH2- de la chaîne) ; 1,9-2,1 (m, 21H, protons
acétyléniques) ; 3,45 (m, 1H, OCH2) ; 3,7 (m, 1H, H5) ; 2,75 (m, 1H, -CHI) ; 3,8-4,25 (m, 7H, dont OCH2) ;
4,5 (m, 2H, dont H1, J=7,5 Hz) ; 4,75-4,95 (m, 2 H) ; 5,0-5,15 (m, 1H), 5,2-5,5 (m, 3H, dont H′1).
19F NMR δ (ppm, CDCl3) : -118.5 (t, 2F, -CF2-CF3) ; - 85,5 (s, 3F, CF2-CF3).
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Synthèse du composé 26 : F2H9-malt protégé à chaîne insaturée
2 g du dérivé iodé 25 (2 mmol) sont solubilisés dans 11 mL de toluène puis 0,4g de DBU sont ajoutés
au mélange. La solution est portée à 70 ◦C pendant 16 heures. La réaction est suivie par RMN avec
la disparition du signal CHI à 2,75 ppm et l’apparition du signal de l’oléfine à 5,5 et 6,4 ppm. Le brut
réactionnel est lavé, séché et évaporé, puis purifié par chromatographie flash avec un gradient d’acétate
d’éthyle/cyclohexane. 1,93 g (2mmol) d’oléfine 26 sont obtenus. Rendement quantitatif.
C37H51O18F5, MM : 878,78 g.mol−1
1H-NMR: δ (ppm, 250 MHz, CDCl3) : 1,2-1,9 (m, 16H, 8CH2- de la chaîne) ; 1,9-2,1 (m, 21H, protons
acétyls) ; 3,45 (m, 1H, OCH2) ; 3,7 (m, 1H, H5) ; 3,85 (m, 1H, OCH2) ; 3,9-4,3 (m, 6H) ; 4,5 (m, 2H, dont
H1, J=7,5 Hz) ; 4,75-4,9 (m, 2 H) ; 5,0-5,1 (m, 1H), 5,2-5,3 (m, 1H), 5,3-5,5 (m, 2H, dont H′1) ; 5,5-5,65
(m, 1H, -CH oléfine) ; 6,35-6,45 (m, 1H, -CH oléfine).
19F NMR δ (ppm, CDCl3) : -115,0 (t, 2F, -CF2-CF3) ; - 85,5 (s, 3F, CF2-CF3).
Synthèse du composé 27 : F2H9-malt protégé
Dans un réacteur d’hydrogénation, 1 g de l’oléfine 26 est solubilisée dans 20 ml de MeOH, en présence
d’une spatule de palladium sur charbon. Le réacteur est mis sous 7 bars de pression pendant 48 heures
à température ambiante. La solution est filtrée sur célite. Le filtrat est évaporé, et le produit brut est
purifié sur colonne de gel de silice cyclohexane/acétate d’éthyle (7/3) et recristallisé dans le méthanol
à chaud. Le produit 27 pur est obtenu avec un rendement quantitatif. Il est alors recristallisé dans le
méthanol à chaud pour éliminer les traces de stéréoisomère α.
C37H53O18F5, MM : 880.80 g.mol−1
1H-NMR: δ (ppm, 250 MHz, CDCl3) : 1,2-1,9 (m, 16H, 8CH2- de la chaîne) ; 1,9-2,1 (m, 21H, protons
acétyléniques) ; 3,45 (m, 1H, OCH2) ; 3,7 (m, 1H, H5) ; 3,8 (m, 1H, OCH2) ; 3,9-4,3 (m, 6H) ; 4,5 (m, 2H,
dont H1, J=7,5 Hz) ; 4,75-4,9 (m, 2H) ; 5,0-5,1 (m, 1H), 5,2-5,3 (m, 1H), 5,3-5,5 (m, 2H, dont H′1).
19F NMR δ (ppm, CDCl3) : -115,0 (t, 2F, -CF2-CF3) ; - 85,5 (s, 3F, CF2-CF3).
Synthèse du composé 28 : F2H9-β-malt
500 mg (0,56 mmol) de F2H9-β-malt protégé 27 sont solubilisés dans 15 mL de MeOH en présence
d’une pointe de spatule de méthylate de sodium MeONa. La réaction est laissée sous agitation pendant 3
heures à température ambiante (suivi CCM). Le milieu est ensuite ramené à pH acide (pH 5), par ajout
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de résine IRC-50, et agitation pendant 1h. Le milieu est ensuite filtré, et évaporé. 380 mg de poudre
blanche sont purifiés par chromatographie flash sur colonne de silice avec un mélange MeOH/CH2Cl2.
300 mg de produit 28 pur (poudre blanche) sont obtenus. Rdt=78%.
C23H39O11F5, MM : 586,54 g.mol−1
1H-NMR: δ (ppm, 250 MHz, MeOD) : 1,2-1,8 (m, 14H, 7CH2- de la chaîne) ; 2,0-2,2 (m, 2H, CH2-
CF2), 3,2-4,0 (m, 17H), 4,25 (d, 1H, H1, J=7,5Hz), 5,1 (d, 1H, H1′).
19F NMR δ (ppm, MeOD) : -119,5 (t, 2F, -CF2-CF3) ; - 87 (s, 3F, CF2-CF3).
2 Partie physico-chimie
Mesures de CMC
Une solution de tensioactif dans de l’eau milli-Q, à environ exactement 5 ou 10 fois la CMC attendue,
est préparée dans une fiole jaugée de 25 ml, mais le trait de jauge n’est ajusté qu’après avoir laissée la
solution à 20◦C pendant 24 heures (élimination de la mousse). 20 mL de la solution obtenue sont placée
dans la cuve du tensiomètre, et les 5 mL restant servent à rincer la tuyauterie et le flacon collecteur du
tensiomètre. La plaque de Wilhemy est chauffée à blanc, et installée au dessus de la cuve, lorsqu’elle
est revenue à température ambiante. La mesure par le logiciel Krüss est alors lancée. Les mesures sont
lancées sur 4 à 6 heures avec la réalisation d’une centaine de point.
Analyses de DLS
Une solution mère de tensioactif est préparée à 30 mg/mL dans de l’eau milli Q puis filtrée sur filtre
Millipore de 0,2 µm de porosité dans un eppendorf. Une série de solutions de 200 µL est préparée dans des
eppendorf par dilution de la solution mère par de l’eau milli Q préalablement filtrée. Toutes les solutions
sont alors centrifugées à 15000 tours/min pendant 1h (température ambiante). Les mesures de DLS se
font dans une cuve quartz microvolume (50 µL) préalablement lavée à l’eau milli Q filtrée, et séchée par
un système d’aspiration. Les mesures sont réalisées à température ambiante après avoir laissé le sys-
tème s’équilibrer 2 min dans la cuve. Chaque mesure est constituée de 10 analyses de 30 secondes chacune.
Mesure de densité et du volume partiel spécifique
Le volume partiel spécifique vp (cm3.g−1) a été calculé à partir de mesures de la densité de solutions de
tensioactif de 0,1 à 10 mg/mL dans de l’eau milli Q, sur un densitomètre Anton Paar DMA4500M. Ces
solutions sont préparées par dilution à partir d’une solution mère à 10 mg/mL et centrifugée à 15000
tours/min pendant 30 minutes à température ambiante avant analyse.
Mesure de l’incrément d’indice de réfraction
L’incrément d’indice de réfraction ∂n
∂c
(mL.g−1) a été déterminé par mesure de l’indice de réfraction,
avec un réfractomètre Optilab T-rEXT M de Wyatt Technology, de solutions de tensioactif de 0,1 à 5
mg/mL, et analysé avec le logiciel ASTRA V (Wyatt Technology).
Analyses par SEC-MALLS
La détermination de la masse absolue de micelles de tensioactifs par analyse SEC-MALS a été réalisée sur
une colonne BioSepT M 5 µm SEC-s2000 (Phenomenex) couplée à un réfractomètre Optilab T-rEXT M ,
et le détecteur miniDawnT M TREOS Multi Angle Laser Light Scattering (MALLS) (Wyat Technology).
Pour chaque tensioactif, la colonne a été équilibrée par un flux de 0,4 mL/min avec une solution de
tensioactif dans l’eau à 2 fois la CMC. Des solutions à différentes concentrations en tensioactif ont alors
été injectées.
Détermination des diagrammes de phases
Les diagrammes de phase du DDM et du PCC-malt, ont été déterminés en réalisant des gouttes de
10 µL, composées de 6,5 à 10 % de PEG 3350, et de 5 à 55 mg/mL de tensioactif dans l’eau milli
Q. Ces microgouttes préparées dans des plaques de cristallisation microbatch sont alors observées par
microscope optique pour détecter une transition de phase. Les concentrations en PEG, et en DDM ont
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été augmentées par pas de 1 mg/mL. Les photos des transitions de phases ont été réalisées sur le Carl
Zeiss SteREO Discovery V12 microscope.
Analyses par SAXS
Les données de diffusion des rayons X ont été collectées sur la ligne ID14-eh3 bioSAXS de l’ESRF
(European Synchrotron Radiation Facility, Grenoble-France). Les profils de diffusion ont été mesurés à
20◦C pour des solution en tensioactif de 0,25 à 40 mg/mL dans l’eau ou dans du Tris/HCl 20mM pH 8
ou 10, avec des pourcentages de PEG 3350 de 0, 2, 4 ou 6%. Les solutions ont été préparées par dilution
en cascade à partir d’une solution stock à 100 ou 80 mg/mL de tensioactifs. Le domaine des q sondé était
de 0,05 à 4 nm−1, pour une distance échantillon/détecteur de 2,425m et une longueur d’onde de rayons
X de λ=0,0931 nm. La ligne était équipée d’un détecteur 2D (Pilatus 1M), et d’un passeur automatique
d’échantillons. Pour éviter la dégradation de l’échantillon par les radiations, 30µL sont prélevés et passés
en flux, pendant l’acquisition des 10 mesures de 10 secondes par donnée. Les mesures individuelles sont
ensuite moyennées et normalisées par rapport à l’intensité du rayon incident, corrigée en fonction de la
réponse du détecteur. La courbe de diffusion d’un tensioactif est obtenue par soustraction de la courbe
de diffusion du tampon à la courbe brute et normalisation par la concentration. Le traitement des
données a été réalisé par des procédures standards du logiciel PRIMUS [194].
3 Partie biochimie
Préparation des membranes photosynthétiques
Les bactéries de Rhodobacter blasticus sont cultivées à 30◦C en anaérobiose/lumière (75 W/m2 d’intensité
lumineuse) en milieu liquide "hutner", préalablement dégazé et en présence de vitamine B12. La récolte
des membranes est effectuée au début de la phase stationnaire de croissance de la bactérie (4 à 6 jours
après avoir repiquer la souche). Le milieu est centrifugé 20 minutes à 5000g à 4◦C pour récupérer les
cellules dans le culot. Celui-ci est remis en suspension dans du tampon Tris-HCl 20mM pH 8, pour rincer
les cellules. Celles-ci sont alors de nouveau culotées (20 minutes à 5000g, 4◦C), et remises en suspension
dans du tampon Tris-HCl 20mM pH 8 auquel est ajouté 1mM de DNAase I, et d’anti-protéase (AEBSF)
ainsi que du MgCl2. Les cellules bactériennes sont alors cassées par double passage à la presse de French,
sous une pression de 107 Pa. Les débris cellulaires et le restant de cellules entières sont éliminés par
centrifugation (1h, 20000g, 4◦C) dans le culot. Le surnageant contenant les membranes photosynthétique
est ultracentrifugé (1h, 45000rpm, 4◦C) pour séparer les membranes (culot) des fractions solubles de la
cellule (surnageant). Les membranes sont remises en suspension, lavées par 3M de bromure de sodium
et ultracentrifugées. Les membranes (culot) reprises dans du tampon Tris-HCl 20mM pH 8, glycérol
25% pour atteindre une concentration de 10mg/ml en RC-LH1, et stockées ainsi à -18 ◦C. Les mesures
d’absorption ont été réalisées sur un spectrophotomètre Varian Cary 50.
Préparation des dimères de RC-LH1-puf X
Les membranes décongelées sont solubilisées par ajout de DDM en solution à 10 %, et incubation à 4
◦C pendant 20 minutes à 4řC, avec agitation régulière au vortex. Les membranes non solubilisées sont
éliminées par ultracentrifugation (30 min, 60 000g, 4◦C). Le surnageant est dilué par quatre dans du
Tris-HCl 20mM pH 8 (dilution du glycérol), avant d’être déposé sur gradient de saccharose (0,1-1M)
Tris-HCl 20mM pH 8, DDM 0,01 ou 0,015 % Les tubes sont ultracentrifugés sur un rotor swing à 150
000g, pendant 16h à 4řC pour séparer les protéines selon leurs masses. Quatre bandes sont obtenues à
l’issue du gradient, correspondant de haut en bas au complexe bc1, aux antennes LH2, aux monomères
de RC-LH1 et aux dimères de RC-LH1. La bande du dimère est ensuite prélevée et purifiée par FPLC
(fast performance liquide chromatographie) sur colonne Mono Q 5/50 GL (GE Healthcare) dans un
tampon Tris-HCl 20mM pH 8, DDM (ou PCC-malt) à 0,01 ou 0,015%. La méthode effectue tout d’abord
un lavage par 15 mL de ce tampon, avant d’éluer les complexes protéiques par un gradient de NaCl
entre 0 et 500mM sur 35mL (débit 1 ml/mn). La protéine est alors doser soit en utilisant le protocole
standard du BCA Protein Assay Reagent (Kit Pierce), soit par réalisation du spectre d’absorbance de la
protéine, puisqu’il a été déterminé par dosage BCA, qu’une concentration de 0,1 mg/mL correspondait
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à une unité d’absorbance à 881nm.
Essais de cristallisation
La protéine purifiée est diluée par 4 fois par du tampon de purification sans sel, afin de se placer à
une concentration en NaCl de 75 mM. La protéine est alors concentrée par ultrafiltration (Amicon
Ultracel-30K) avec un seuil de coupure à 100kDa, à des concentration allant de 6 à 12 mg/mL. Les essais
de cristallisation sont réalisés en plaque 24 puits par la technique de la goutte suspendue à 20 ◦C. Le
puis est rempli par 500 µL de tampon, et la goutte de cristallisation est constituée par le mélange d’un
µL de la solution du réservoir avec un µL de protéine concentrée. Les 500 µL du réservoir sont compo-
sés de 90 mmol/L de chlorure de magnésium (MgCl2), 8 % de glycérol et 5 à 12% de PEG 3350 dans l’eau.
Préparation de la solution de révélation au sulfate de cuivre pour analyse HPTLC
20g de CUSO4 pentahydraté sont solubilisés dans 200 ml de méthanol. 8 ml d ?acide ortho phosphorique
(85%) sont ajoutés lentement sous agitation. puis 8 ml d ?acide sulfurique (99,9%) sont ajoutés lentement
sous agitation. La solution est conservée à 4◦C pendant une semaine.
Dosage du détergent par HPTLC
L’appareillage HPTLC utilisé est composé du déposeur automatique d’échantillon ATS4, de la chambre de
migration (ADC2), du densitomètre (TLC scanner 3), du système d’immersion (Chromatogram immersion
device III), de la plaque chauffante (TLC Plate Heater III) et du logiciel WinCats. Tous ces systèmes
sont fabriqués par la société CAMAG.
L’analyse des tensioactifs se fait sur des échantillons de dimères directement après élution sur
colonne de chromatographie ou des standards de DDM ou PCC-malt à 0,1 mg/mL dans l’eau ou du
tampon Tris/HCl 20 mM, pH8. Les dépôts sont faits à 3 µL/s, après rinçage et mise en équilibre de
concentration de la seringue. Le solvant de rinçage est eau/méthanol (1/1 : v/v). Une double migration
sur 5 cm est réalisée avec le solvant de migration dichlorométhane/méthanol/acide acétique (32/7,6/0,4 :
v/v/v). 25 mL de solvant sont placés dans la cuve, dans le compartiment de saturation, et 10 mL dans
le compartiment de migration. La première migration est précédée d’une saturatiuon de la cuve de 15
minutes, et la deuxième d’une présaturation de 5 minutes, sans changer le solvant. La plaque est séchée
5 minutes sous flux d’air avant d’être immergée 6 secondes dans une solution de sulfate de cuivre. Elle
est alors laissée 5 minutes à température ambiante, avant d’être chauffée à 120◦C pendant 10 minutes.
La lecture optique de la plaque se fait à 366 nm par un lampe Hg.
Dosage des lipides par HPTLC
L’analyse se fait sur des échantillons de dimères ou de membranes extraites ou des standards de lipides
à 0,1 mg/mL dans le chloroforme. Les dépôts sont faits à 10 µL/s, après rinçage de la seringue par
du chloroforme/méthanol (1/1 : v/v) Les conditions de migrations requièrent la mise en place d’un
papier buvard dans le fond la cuve, et la réalisation d’une présaturation de la cuve de 15 minutes avec
le solvant de migration chloroforme/méthanol/acide acétique/eau (30/5,2/3,6/1,2 : v/v/v/v). 25 mL de
solvant sont placés dans la cuve, dans le compartiment de saturation, et 10 mL dans le compartiment
de migration. La migration est réalisée sur 70 mm. La plaque est séchée 5 minutes sous flux d’air avant
d’être immergée 6 secondes dans une solution de sulfate de cuivre. Elle est alors laissée 5 minutes à
température ambiante, avant d’être chauffée à 140◦C pendant 30 minutes. La lecture optique de la
plaque se fait à 360 nm par un lampe D2 & W.
Préparation des échantillons pour analyse HPTLC ou HPLC-MS
L’extraction des lipides se fait sur 800 µL de dimères de RC-LH1-puf X sortis de colonne (à environ
1-1,5 mg/mL) ou 100ţl de membranes à 10 mg/mL dilués par 700 µL d’eau. Dans des tubes rincés
préalablement au chloroforme et en utilisant des pipettes pasteur, elles aussi rincées au chloroforme
(élimination des traces d’acide gras sur la verrerie), 3 mL de chloroforme/méthanol (1/2 : v/v). Le tube
est soumis au vortex 10 min. 1ml de chloroforme sont ajoutés (vortex 30 secondes) et 1mL de NaCl
0,9 %. Les tubes sont vortexés 10 min puis centrifugés (5 min, 4000 rpm, 4 ◦C). La phase organique
(inférieure) est récupérée. La phase aqueuse est de nouveau extraite deux fois avec 1 mL de chloroforme.
Les phases organiques sont rassemblées, et évaporées sous flux d’azote. Les lipides sont alors repris
226 Partie expérimentale
dans 300 µL de chloroforme pour l’analyse HPTLC, ou 60 µL du tampon HPLC pour l’analyse par
HPLC-MS.
Récupération des composés sur plaque de silice
Pour l’analyse des bandes HPTLC, une plaque est réalisée en conditions classiques d’analyse de lipides,
mais en révélant la plaque à la primuline au lieu de la solution de sulfate de cuivre. Après pulvérisation
de la primuline à 2% dans l’acétone, la plaque est visualisée en UV à 366 nm, et les bandes sont repérées
directement sur la plaque. A l’aide d’un ciseau à bois, la silice est découpée et grattée au niveau de
chacune des bandes, et recueillie sur un carré de papier. Elle est ensuite placée dans une pipette pasteur
(rincée au chloroforme) et obstruée par de la laine de verre. La silice ainsi retenue est éluée par 5 mL
d’un mélange CHCl3/MeOH/eau (5 :5 :1). L’éluat est évaporé sous azote et est repris dans 60 µL du
solvant d’HPLC-MS pour analyse des lipides totaux.
Transméthylation des acides gras par GC
Une solution de transméthylation est préparée avec un mélange standard TAG C15 :0 (1 mg/mL), et
BHT (6,5 µL/mL) dans de l’acide sulfurique à 5% dans du méthanol. 100 µL de membranes sont séchées
sous flux d ?azote, reprises dans 1 mL de cette solution (vortex 30 sec) et incubées pendant 1h à 80◦C. 1
mL de NaCl 0,9% sont alors ajoutés. Les tubes sont vortexés 10 min avant ajout de 1,5 mL d’hexane.
Les tubes sont vortexés 10min, et centrifugés. La phase organique (supérieure) est collectée. La phase
aqueuse est de nouveau extraite à l’hexane. Les phases organiques sont regroupées et évaporées sous flux
d’azote. Les acides gras sont alors repris dans 100 µL d’hexane.
Utilisation des Bio-Biodeads SM2
Les Bio-Beads SM2 (Biorad) sont lavés dans une solution de méthanol 20%, rincés à l’eau et séchés
sur papier Watman avant d’être pesés. Il sont alors ajoutés à différentes concentration (270 ou 360
mg/mL) à la protéine concentrée (10 mg/mL). L’eppendorf est placé dans un thermomixer où il est
maintenu à température (22 ou 24 ◦C) et agiter. Les prélèvements sont faits à la pipette dans le
surnageant après 1 minutes de centrifugation à 13000rpm. La protéine est soit utilisée directement
pour les essais de cristallisation, soit diluée dans de l’eau pour quantifier la quantité de DDM par HPTLC.
4 Rapport AUC (Dr. Christine Ebel)
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ABSTRACT 
Small Angle X-ray scattering (SAXS) experiments are performed on two non ionic surfactants, the DoDecyl β-
Maltoside (DDβM) and the Propyl(bi)Cyclohexyl α-Maltoside (PCCαM), a maltoside derivative containing a 
rigid bicyclohexyl group as hydrophobic chain, in order to compare the influence of both hydrophobic moiety 
structure and anomeric form on micelle form factors and intermicellar interactions relevant for membrane 
protein crystallization. Density and refractive index measurements as a function of surfactant concentration have 
been performed in order to determine volumetric and optical properties of surfactants, essential for determination 
of absolute molar mass and thereby micelle aggregation number by SAXS and Size Exclusion Chromatography 
coupled to Multi-Angle Laser Light Scattering (SEC-MALLS), respectively. SAXS form factors are analyzed by 
the Guinier approximation and the inverse Fourier Transformation, which give the radius of gyration (RG) and 
the pair distribution function (P(r)), respectively. Form factor model fitting are also performed to describe the 
shape and the assembly of both surfactant micelles. Second virial coefficients are finally measured from 
variation of SAXS forward intensity as a function of surfactant concentration at different percentages of 
polyethylene glycol 3,350, in order to correlate surfactant intermicellar interactions and RC-LH1-pufX phase 
diagram. It is found that while size, shape and dimensions of micelles are slightly similar for the two surfactants, 
their molar mass and aggregation number differ significantly. PCCαM presents a larger density number than 
DDβM, which induces 1/ an increase in van der Waals contacts between PCCαM hydrophobic chains in the 
micelle bulk and 2/ a supplementary intermicellar attraction compared to DDβM. Finally the addition of PEG, 
which induces a depletion attraction favorable to crystallization in both surfactant solutions, decreases the 
solubility of the RC-LH1-pifX complex in PCCαM. 
 
KEYWORDS Surfactant micelle, Small Angle X-ray Scattering, Light Scattering, Weak interactions, 
Membrane protein, Crystallization. 
 
 
INTRODUCTION 
Membrane proteins (MPs) play a fundamental role in 
biology as they are at the heart of all communications 
and transfers between the inside of living cells and 
their immediate environment. They represent roughly 
30 % of the proteome of E. coli or humans and 60 % 
of current drug targets. Despite their importance in 
many cellular processes, knowledge of their structure 
and details of their molecular mechanisms remain at 
best sketchy - PMs represent about 2 % of known 
structures in the Protein Data Bank. This lack of 
structural information is related to a number of 
difficulties: production of sufficient quantities, 
purification while conserving the 
structure/function/activity and 3D crystallization for 
atomic resolution by crystallography. Regardless of 
how they are produced, MPs are usually purified 
using standard biochemical techniques, but require 
the use of detergents, surfactants which solubilize 
membrane lipids and make possible handling of 
membrane proteins in a hydrophobic environment. 
While increasing successes are obtained using in 
meso crystallization methods, i.e. by reconstitution in 
lipidic environment after solubilisation and 
purification in detergents, growing high diffracting 
MP crystals directly in surfactant micelles - in surfo – 
a long-established method, remains a challenge in 
structural biology. Despite the use                                
of high-throughput robotic platforms in combination 
with commercial or lab-made crystallization screens, 
crystallization by these trial-and-error methods are 
not frequently successful. Moving beyond empirical 
approaches requires a better understanding of the 
physics of these complex solutions containing both 
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surfactant-solubilized MPs and surfactant micelles, 
whether it be for the supersaturation or the crystal 
growth step. In the 90's, fundamental approaches 
have proven highly successful for the crystallization 
of soluble proteins 1. Based on the study of 
interaction potentials between macromolecules in 
solution and second virial coefficient (A2) 
measurements 2, 3, knowledge of crystallization 
mechanisms has much progressed thanks to a better 
understanding and control of physico-chemical 
parameters that govern solution properties during 
supersaturation and crystal growth 4. It has thus been 
shown that proteins crystallize in a regime where 
protein-protein interactions are attractive (or at least 
not strongly repulsive). By using various model 
proteins (different structures, isoelectric point, size 
and compactness), we have shown that crystallization 
depends mainly on short or medium-range attractions 
5, 6, 7. Salts induce an attractive term, which depends 
on the nature of anions and cations and follows either 
the direct or the inverse order of the Hofmeister 
series, depending on whether the protein is studied 
with a pH above or below its pI 8, 9, 10. Other 
precipitants such as polyethylene glycol (PEG) 
induce a depletion attraction, which depends on the 
size and concentration of the polymer 11. Recently, 
triblock amphiphilic polymers have also proven 
efficacy for soluble protein crystallization 12. 
Whereas these amphiphilic polymers induce 
repulsion between soluble proteins at concentration 
below cmc (critical micelle concentration), increasing 
their solubility, they induce attraction at 
concentration above cmc, making protein 
crystallization possible. For membrane protein 
crystallization, interactions between surfactant 
micelles have also proven interest. Results obtained 
with the integral membrane protein OmpF showed 
that characterizing interaction forces, via second 
virial coefficient measurements, between detergent 
micelles in presence of crystallizing agents may be 
helpful to determine crystallization conditions for 
protein-detergent complexes (PDCs) 13, 14, 15. Berger 
et al. also characterized the phase behavior (consolute 
boundary and cloud point), micelle size, and second 
virial coefficient (PDC–PDC interaction) of the light-
driven proton pump bacteriorhodopsin in β-
octylglucoside 16, 17, 18. In most cases, solution 
conditions that led to integral membrane protein 
crystallization fell within a similar range of negative 
A2 values for detergent micelles and PDCs, 
suggesting that weakly attractive interactions are 
important in the control of membrane protein phase 
diagram, just as they are for soluble proteins. 
However, difficulties of MP crystallization remain 
essentially linked to the choice of detergent or 
surfactant type and concentration used to maintain 
the protein in a native folded state and the membrane 
protein-surfactant complex homogeneous, 
monodisperse and stable for several days. Indeed the 
use of surfactants is ubiquitous and necessary in 
membrane protein biochemistry, in particular to 
extract and solubilize proteins from membranes since 
it mimics the lipidic environment. Nature (polar head 
and hydrophobic chain) and concentration of 
surfactant are essential parameters to be controlled to 
optimize MP stabilization and crystallization. 
Surfactants in presence of membrane proteins are 
under three forms: monomers, micelles and surfactant 
bound to the protein, namely the surfactant belt. 
Excess of protein-free surfactant micelles or too large 
surfactant belt may interfere with crystallization and 
crystal growth by preventing contacts between 
exposed polar surfaces 19, 20. Moreover, in 
crystallization methods such as vapor diffusion, the 
concentration step by concentrating both membrane 
protein-surfactant complexes and surfactant micelles 
may destabilize the protein by intrusion of alkyl 
chains in the membrane protein structure or by 
removing essential protein-bound lipids 21 or co-
factors. To overcome these problems, different 
strategies have been developed for two decades to 
synthesize new surfactants, which make it possible in 
vitro synthesis 22, 23, solubilization and purification 24, 
25, trapping and stabilization 26 of membrane proteins. 
Most surfactants developed up to now are valuable 
for solubilizing and stabilizing MPs, while the 
number of effective surfactants for crystallization and 
X-ray crystallography studies is rather limited. Only 
rarely new surfactants are conceived, synthesized and 
tested for membrane protein crystallization. 
Propyl(bi)cyclohexyl α-maltoside (PCCαM) was 
deliberately designed to provide a more rigid 
environment for membrane protein crystallization, in 
order to improve the homogeneity of the protein-
surfactant complex and its stabilization 27. It is clear 
that a hydrophobic chain, which is less lipophilic for 
residual lipids and cofactors, less intrusive in 
transmembrane region of the protein, would be 
probably more favorable for crystallization by 
keeping MPs in their native form. Furthermore, new 
successful surfactants for crystallization would be 
able to favor protein-protein contacts in the crystal. In 
order to better understand MP crystallization with 
new amphiphiles, we have studied the particular case 
of PCCαM by characterizing micelle structure and 
intermicellar interactions to know how it acts on the 
crystallization of a membrane protein of biological 
interest, the RC-LH1-pufX core complex from 
Rhodobacter blasticus 
28. Crystals of RC-LH1-PufX 
were previously obtained in a reproducible manner in 
PEG 3,350 using dodecyl-β-maltoside (DDβM), a 
common detergent used in biochemistry for 
solubilization, purification and stabilization of MPs 
because of its long alkyl chain. However like most 
MP crystals obtained in DDβM, which diffract low to 
moderate resolution, RC-LH1-PufX crystals diffract 
in DDβM low resolution of 8-10 Å at room 
temperature (Jungas, personal communication). This 
poor diffraction may be due i) to a too large belt 
around the protein, which may prevent suitable polar-
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polar contacts in crystal for high diffraction, ii) to the 
flexible, dynamic detergent micelle that surrounds the 
membrane protein, or iii) to loss of cofactors due to 
intrusion of the long detergent alkyl chain, which 
destabilize the protein. The use of PCCαM, which 
possesses a rigid, less intrusive (bi)cyclohexyl group 
as hydrophobic part could be an interesting way for 
obtaining diffracting RC-LH1-pufX crystals. This 
surfactant has already been shown to be more 
stabilizing than DDβM detergent for some membrane 
proteins, such as the cytochrome b6f complex from 
Chlamydomonas reinhardtii and two GPCRs 
27
.  
Our objective in this paper is to compare physico-
chemical properties of these two mild surfactants for 
membrane proteins, DDβM and PCCαM (Figure 1) 
and determine conditions for the growth of 
diffracting crystals. A thorough understanding of 
surfactant properties, structure and interactions, is 
essential for the determination of optimal conditions 
for membrane protein crystallization. 
 
 
 
 
 
Figure 1 Chemical structure of Dodecyl β-maltoside 
(DDβM) and Propyl(bi)cyclohexyl α-maltoside 
(PCCαM) 
 
EXPERIMENTAL SECTION 
 
Solutions for experiments 
All salt and buffer reagents were purchased from 
Sigma Aldrich and Polyethylene glycol 3,350 
monodisperse (50% w/v solution) from Hampton 
Research. Dodecyl-β-D-maltoside (with percent α < 
0.2%) was purchased from Affymetrix (Anatrace 
products). Propyl (bi)cyclohexyl-α-D-maltoside, the 
stable anomeric form, was synthesized at CBSA/ 
IBMM (Avignon) following the protocol from 
Hovers et al 
27
. For SAXS and SEC-MALLS 
experiments, all solutions were prepared with Milli-Q 
water, filtered on 0.2µM Millipore filters.  
 
RC-LH1-pufX preparation 
Dimeric RC-LH1-pufX complex was isolated from 
Rb. blasticus photosynthetic membranes according to 
the procedure described in Comeyras et al.
28
. The 
protein solubilized in DDβM 0.015% was eluted 
from monoQ 5/50 GL column (GE Healthcare, 
Glattbrugg, Switzerland) with 20 mM Tris-HCl pH 8, 
DDβM 0.015%, NaCl 375 mM or with 20 mM Tris-
HCl pH 8, PCCαM 0.01%, NaCl 375 mM in case of 
surfactant exchange. Protein fractions were diluted 
with a Tris-surfactant buffer (at the same 
concentrations than elution buffer) to reduce salt 
concentration at 75mM and concentrated to a final 
protein concentration ranging from 6 to 12 mg/mL. 
 
Surfactant phase diagram and RC-LH1-pufX 
crystallization trials 
Crystals of RC-LH1-pufX were grown by vapour 
diffusion (Linbro plates) at 20°C with a reservoir 
solution containing 90 mM of MgCl2, 10% of 
glycerol, and 5-10% of PEG 3,350 in water. 
Crystallization drops were formed by mixing 1µL of 
purified protein (6-12 mg/mL) with 1 µL of the 
reservoir solution. Surfactant phase diagrams were 
determined in 10µL droplets of 6.5-10% PEG 3,350 
and 5-55mg/mL surfactant in water using microbatch 
plates. For each PEG concentration, surfactant 
concentration was increased by 1 mg/mL step until 
obtaining a phase transition, observed by optical 
microscopy (Carl Zeiss SteREO Discovery.V12 
microscope). 
 
Density and partial specific volume measurements 
Surfactant micelle partial specific volumes pv  in 
cm
3
.g
-1
 were calculated from the precise 
measurement, with a density-meter Anton Paar 
DMA4500M, of ρ and ρ°, respectively the densities 
of surfactant solutions at different concentrations 
ranging from 0.1 to 10 mg.mL
-1
 and H2O. The stock 
surfactant solutions were prepared by precisely 
weighting both the surfactant and the solvent at about 
10 mg.mL
-1
. Surfactant solutions were obtained by 
successive dilutions from stock solutions. The partial 
specific volume was then obtained from the slope of 
the following expression: 
       
             (1) 
 
 
Refractive index and refractive index increment 
measurements 
Surfactant micelle refractive index increments, 
c
n
∂
∂  in 
mL.g
-1
, were determined from the precise 
measurement, with an Optilab® T-rEX™ 
refractometer from Wyatt Technology, of n the 
refractive index of surfactant solutions at different 
concentrations ranging from 0.1 to 5 mg.mL
-1
 and 
analyzed with ASTRA V software (Wyatt 
Technology). 
      
       (2) 
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SEC-MALLS analysis of surfactant micelles 
 
Size Exclusion Chromatography (SEC) for absolute 
mass determination of surfactant micelles was carried 
out on a Shimadzu HPLC system using a silica gel 
BioSep™ 5 µm SEC-s2000 column (Phenomenex) 
coupled to an Optilab® T-rEX™ refractometer and a 
miniDawn
TM
 TREOS Multi Angle Laser Light 
Scattering (MALLS) detector (Wyatt Technology). 
For each surfactant, the column was equilibrated, at a 
flow rate of 0.4 mL.min
-1 
with Milli-Q water 
containing the surfactant at a concentration of 2 x 
cmc. Different concentrations of surfactant were 
injected. 
Molar weight determination was performed with 
the ASTRA V software using the determined dn/dc 
values for each surfactant and the expression: 
        
                    
                                                             
                                                                   (3) 
 
 
 
 
With                                           , an optical constant,  
 
which depends on the refractive index n of the buffer, 
λ the wavelength of the light, θ the angle between the 
incident (I0) and the scattered light (Iθ), the distance r 
between the molecule and the detector and the 
Avogadro number.  
 
SAXS (Small Angle X ray scattering) 
Synchrotron radiation X-ray scattering data were 
collected on the ID14-eh3 bioSAXS beamline at the 
ESRF (European Synchrotron Radiation Facility, 
Grenoble-France). Surfactant scattering patterns were 
measured at 293K at several concentrations ranging 
from 2 to 40 mg.mL
− 1
 in H2O with addition of 
different percentages of PEG 3,350 (0, 2, 4 and 6%). 
For the sample–detector distance of 2,425 m and the 
X-ray wavelength λ = 0.0931 nm, the achievable q-
range was 0.05 - 4 nm
-1
. The beamline was equipped 
with a 2D detector (Pilatus 1M) and an automated 
sample changer. To prevent radiation damage during 
the scattering experiments, the data were collected in 
10 successive 10sec-frames and the solution was 
moved in the capillary during exposure. The 
individual frames were averaged after normalization 
to the intensity of the incident beam and corrected for 
the detector response, and the scattering of the 
appropriate buffer was subtracted. The difference 
curves were scaled for the solute concentration. All 
data manipulations were performed using standard 
procedures by the program package PRIMUS 
29
.  
 
 
THEORETICAL SECTION 
 
Form factor 
The total normalized intensity I(c,q)/c, scattered by a 
solution of interacting monodisperse particles at a 
scattering angle 2θ, can be expressed as a function of 
the particle concentration c and the modulus of the 
scattering vector q, q = 4πλ-1sinθ, by: 
                        I(c,q) = I(0,q).S(c,q)   (4) 
 
I(0,q), the Fourier transform of the spherically 
averaged auto-correlation function of the electron 
density contrast associated with the particle, is 
usually called the particle form factor. S(c,q), usually 
called the solution structure factor, is an interference 
term, which accounts for interactions between 
particles. From form factor analysis, we access to 
different particle structural parameters. Using the 
Guinier approximation Ln I(0,q) = ln I(0,0) 
 − (qRg)
2
/3, while assuming that q.Rg < 1 at very 
small angles, the forward scattering intensity I(0,0) 
gives access to the particle absolute molar mass and 
the slope of the Guinier approximation to the radii of 
gyration Rg of the particle. The surfactant micelle 
molar mass was estimated from SAXS data by 
comparison of absolute forward scattering with that 
from the reference of a solution water 
30
. The 
aggregation number Nagg is therefore determined by 
dividing the micelle molar mass by that of the 
surfactant monomer by the following expression (5): 
 
 
 
 
      
With Na the Avogadro number, r0 the classical 
electron radius (r0=0.28179 10
-12
 cm/e-),     the 
surfactant micelle specific volume (cm
3
/g), 
mic
ρ and 
0ρ , the scattering length density of surfactant micelle 
and water, respectively, and 
water
d
d
Ω
Σ the absolute 
scattering intensity of water equal to 0.01632 cm
-1
 at 
293 K.   
By inverse Fourier transformation using the 
program GNOM 
31
, the pair distribution function 
(PDF) and the maximum particle dimensions Dmax 
can also be determined. It gives information about the 
geometrical shape of the particle in solution. Finally, 
the SAXS form factors can further be analyzed using 
least square models. Using SASfit software package 
32
, a triaxial core shell ellipsoid model has been used 
to account for our experimental data. Its functional 
form is: 
 
 
 
 
                                                                              (6) 
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With  
 
 
          
 
 
ρcore, ρshell and ρsolv the scattering length densities 
of the core, the shell and the solvent respectively, a, b 
and c three semi axes of the elliptical core, t the 
thickness of the shell. Volume of micelle core and 
total volume of micelle core along with shell can then 
be determined from these structural parameters: 
Vcore = 4π/3 (a.b.c) 
and Vmic = 4π/3 (a+t).(b+t).(c+t)       (7) 
 
By assuming no hydration of hydrophobic chain, 
the core volume determination appears another to 
way to access the aggregation number by the 
expression Vcore = Nagg Vchain. Finally hydration of 
polar head can be determined by the expression Vshell 
= Nagg (V head + n VH2O), with Vhead = Vmonomer – Vchain. 
Second virial coefficient determination 
In the case of non ideal solutions of 
macromolecules (i.e. concentrated solutions of 
macromolecules in interaction), the scattered 
intensity I(c,q) gives information about microscopic 
properties between particles in solution via the 
structure factor S(c,q). Forward structure factors, 
S(c,0), give access to the second virial coefficient A2, 
which characterizes the resultant force of all 
individual interactions between particles in solution. 
These individual interactions are either repulsive or 
attractive. Mainly, these are the van der Waals forces, 
the excluded volume forces, the electrostatic forces, 
the hydration forces and sometimes additional forces 
such as depletion forces when polymers are added. 
The nature of net interaction forces, either attractive 
or repulsive, can be simply determined by the plot of 
the structure factor at the origin, S(c,0), as a function 
of the particle concentration, c, since it is related to 
the osmotic pressure Π by:  
       
                                             (8) 
 
with ...cAcA
M
1
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2
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the concentration c being expressed in g.cm
-3
. 
Therefore, the second virial coefficient can be 
obtained by the expression (10): 
.c.M.A21
....c.M.A21
1
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==  
        
In the case where the term (2MA2c) is small (<<1), 
the expansion in power of c of the structure factor at 
the origin S(c,0) can be limited to the second virial 
coefficient and linearized. If A2 is positive (negative), 
S(c,0) is lower (larger) than 1, the overall interactions 
are repulsive (attractive). 
 
RESULTS AND DISCUSSION 
 
Surfactant structure and properties in water 
Surfactants are amphiphilic molecules, which 
contains both a polar hydrophilic head and a 
hydrophobic tail. In aqueous solutions, they form 
self-assemblies such as micelles, vesicles, bilayers, 
whose size and shape depend on the surfactant 
structural parameters 
33, 34
, such as its head area, its 
aliphatic chain length, its anomeric form for 
glycosylated surfactants or its apolar chain 
hydrophobicity. DoDecylMaltoside presents two 
anomeric forms, whose β form is the most frequently 
used in biochemistry as detergent to solubilize lipidic 
membranes and extract and stabilize membrane 
proteins for structural studies. Propyl(bi)cyclohexyl 
maltoside presents also two anomeric forms, however 
the α form is the predominant stereoisomer obtained 
during its synthesis 
27
. Shape and size of DDM 
micelles were already studied by small angle 
scattering 
35, 36, 37
. The α-anomer forms spherical 
micelles, while the β-anomer forms large oblate 
ellipsoid micelles. We have performed SAXS 
experiments on both DDβM and PCCαM in H2O at 
20 °C on the same SAXS beamline over a large q-
range, from 0.05 to 4 nm
-1
 (ID14-eh3, ESRF 
Grenoble-France), in order to compare the effect of 
hydrophobic chain structure and anomeric form on 
micellar assemblies and interactions for membrane 
protein crystallization, and in particular for RC-LH1-
pufX crystallization. X-ray scattering intensities have 
been measured as a function of surfactant 
concentration between 2.5 and 40 g.L
-1
 widely above 
critical micelle concentration (cmc = 0.087 g/L and 
0.02 g/L for DDβM and PCCαM respectively) for 
both form factor characterization and second virial 
determination. Because of the very low signal of 
surfactant at concentration at and below cmc, similar 
to buffer signal, the subtracted background was the 
signal of water or of buffer. No change in the shape 
of scattering curves of surfactant micelles as a 
function of surfactant concentration is observed over 
the whole q-range for DDβM and for PCCαM 
(Figure 2), except slight changes in the zero-q range, 
corresponding to the interference term S(c,q) (eq 4). 
A slight decrease in the position of the second 
maximum is observed for PCCαM, which could be 
attributed to a slight increase in the micelle size 
36
. 
Around the first maximum, i.e. q = 0, the decrease in 
Ln [I(0)/c] seen in Guinier plots as the surfactant 
concentration increases (Insert Figures 2) is 
characteristic of repulsive interactions arising mainly 
from excluded volume effects. 
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Figure 2 SAXS patterns of DDβM (A) and PCCαM (B) in H2O as a function of concentration of each surfactant 
from 2.5 to 40 g/L 
 
In order to overcome interparticle effects on the 
molar mass and radius of gyration determination, 
form factors are taken as the most diluted 
concentrated SAXS curves for the Guinier analysis 
38
. 
By the Guinier approximation, the forward intensity 
gives access to the micelle molar mass and thus to the 
surfactant aggregation number Nagg (i.e. the number 
of surfactant monomers per micelle) (eq 5). Forward 
intensity I(0) and radius of gyration (RG), listed in 
Table 1, are together higher for PCCαM than for 
DDβM. Molar mass and aggregation number for 
DDβM calculated from I(0) are found in agreement 
with values from literature 
39, 40
 between 110 and 140 
for Nagg. For PCCαM, molar mass and aggregation 
number are found significantly higher than for 
J. Phys. Chem B 
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DDβM. Results for Mw and Nagg were confirmed by 
SEC-MALLS analysis. 
 
 
 
Figure 3 Gel permeation chromatogram coupled to 
triple detection UV-RI-MALLS from Wyatt 
technology 
 
Figure 3 shows the elution profiles for two samples 
of each DDβM and PCCαM through a BioSepTM-
SEC-s2000 column equilibrated in water containing 
their respective surfactant at a concentration of twice 
cmc in order to maintain surfactants self-associated in 
micelle form during elution. Solutions of each 
surfactant at two excess concentrations, i.e. largely 
above cmc (between 3 and 6 g/L) were injected and 
their static light scattering signals analyzed. From 
measured refractive index increments, ∂n/∂c, DDβM 
and PCCαM molar masses calculated from eq 3 and 
indicated on Figure 3 by the blue/green and 
red/magenta lines respectively, are found  close to the 
values obtained from SAXS measurements (see Table 
1) and higher for PCCαM than for DDβM. Micelles 
for both surfactants appear monodisperse in mass 
along the elution peak. The effect of concentration 
for both surfactants on elution peak is simply due to 
the saturation of column pores at high concentration 
of surfactant.  
Other structural information is obtained from SAXS 
analysis. The pair distribution function (PDF), P(r), 
obtained by inverse Fourier Transformation of SAXS 
intensity gives information on the shape and 
geometry of the particle and its maximum dimension 
(Dmax). It has the advantage to be a free-model 
method, only depending on scattering length density 
profile into the particle.  
We thus observe (Figure 4) a slight increase in Dmax 
for PCCαM micelles compared to DDβM micelles, 
in agreement with the slight shift of the second 
maximum of SAXS intensity towards lower q. In 
both cases, P(r) shows two peaks, but less marked for 
PCCαM than for DDβM. This behavior observed in 
the PDF is due to an inhomogeneous composition of 
particles. The scattering length densities of head and 
tail groups in micelles of DDβM and PCCαM (Table 
1) are respectively higher and lower than that of the 
solvent for both surfactants. Thus the hydrophobic 
core has a negative length density contrast and the 
hydrophilic shell has a positive contrast, which 
induces oscillations in the P(r) 
41
. 
 
 
 
Figure 4 Pair distribution function of DDβM and 
PPCαM in water 
 
Evaluated by SAXS, the P(r) function shows that a 
core-shell model could well describe these micelles. 
Fitting analysis of SAXS data were performed using 
ellipsoid core-shell model. Such simplistic model was 
already used to describe different detergent micelles 
36
 and appeared suitable to provide a comprehensive 
picture of micelle structure. In the SASfit procedure, 
assuming that the core contains no water molecules, 
the electron density for the core was kept fix to the 
calculated value obtained from the total number of 
electron in the chain divided by the volume of the 
chain. For the shell electron-density, the value was 
not fixed, allowing hydration of the head group. 
Experimental and fitted scattering curves are shown 
in Figure 5. Keeping in mind that final model 
parameters, although strongly depending on the 
choice of geometrical model, also depend on the 
experimental q-range and accuracy of collected data, 
we analyze data with two ellipsoidal models: i) an 
oblate ellipsoid with one semi-axis of length a, two 
semi-axes of length b and a thickness t for the head 
length as in Lipfert et al 
36
; ii) a triaxial core-shell 
ellipsoid with semi-axes a < b, c and thickness t as in 
Bauer et al 
42
. This latter model fits intensities better 
than the biaxial model, in the zero-q range which is 
larger than previous published experiments, mainly 
due to improvement in data acquisition detector, 
reflecting the forward intensities from Guinier 
analysis and therefore the micelle molar masses 
(Insert in Figure 5) and the aggregation number.  
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Figure 5 Experimental and fitted form factors of DDβM and PCCαM 
 
Table 2 Best parameters from triaxial ellipsoid fits 
 
 
Moreover the hydrophobic micelle core volume, Vc= 
4πabc/3, obtained from the ellipsoid model also 
provides an independent value of the aggregation 
number. Assuming that micelle core does not contain 
water molecules 
33
, the micelle core volume can be 
written as Vcore = Nagg.Vchain. The volume of the 
DDβM aliphatic chain, Vchain, was calculated from 
the Tanford method 
33
 using Vchain = 27.4 + 26.9 nc , 
Surfactant Shape ρshell (e-/A
3
) ρcore (e-/A
3
) a (A) b (A) c (A) t (A) Vc (A
3
) Vt (A
3
) 
 
DDβM 
 
Oblate 
 
0.446 
 
0.277 
 
15.26 
 
22.02 
 
34.08 
 
8.35 
 
47968 
 
127439 
PCCαM Oblate 0.438 0.305 13.98 25.93 37.55 8.27 57017 146049 
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with nc the number of carbon atom (nc = 12 for 
DDβM). Thus, Nagg for DDβM is found equal to 137 
in close agreement with the value obtained from our 
Guinier analysis (Nagg = 127 ± 4). For PCCαM, Nagg 
from core-shell model is found equal to 149 larger 
than DDβM, but quite smaller than Nagg from Guinier 
forward intensity (Nagg ≈ 165). This discrepancy is 
probably due to a SAXS fit of lower quality at large 
angles than for DDβM. From our fit, we could also 
evaluate the solvation of DDβM and PCCαM at 
around, respectively, 9 and 8 water molecules per 
maltoside head in agreement with literature 
35
. 
Finally, our results clearly show that the PCCαM 
micelle, with size and hydration quite similar but 
aggregation number higher than DDβM, is denser 
than DDβM, which explains the shape of the two P(r) 
and should influence the intermicellar interactions.  
 
Intermicellar surfactant interactions. 
We have shown that DDβM and PCCαM exhibit 
quite similar micellar structures in aqueous solution. 
They can be described as oblate ellipsoids with 
equivalent dimensions (RG, Dmax), however with a 
larger aggregation number for PCCαM than for 
DDβM, which means that PCCαM is denser than 
DDβM. In H2O, the scattering intensity at zero-q, for 
both DDβM and PCCαM, decreases as the micelle 
concentration of surfactant increases from 2.5 to 40 
g.L
-1
 (Insert Figure 2). The decrease in the case of 
DDβM is more pronounced than in the case of 
PCCαM. This decrease close to zero-q, without 
change in the large q-range up to 4 nm
-1
, is 
characteristic of repulsive interaction between 
micelles. Structure factors at zero-q, S(c,0), have 
been plotted as a function of micelle concentrations 
for DDβM (Figure 6A) and PCC-αM (Figure 6B) in 
different solutions containing various percentages of 
Polyethylene Glycol 3,350 from 0 to 6 % (W/V).  
According to eq 10, the second virial coefficient (A2), 
which reflects the overall interactions between 
particles in solution, has been plotted as a function of 
addition of PEG (Figure 7). It shows that, in solutions 
without PEG, PCCαM micelles are less repulsive 
than DDβM micelles in the same physico-chemical 
conditions, i.e. A2 DDβM > A2 PCCαM > 0. Since the two 
surfactants are non-ionic, repulsion between micelles 
is mainly due to micelle excluded volume effect. The 
discrepancy in A2 between DDβM and PCCαM may 
be due to an increase in attractive interaction, 
probably to a modification in the van der Waals 
contribution in PCCαM micelles. We can expect that 
the anomeric form of PCCαM and its more rigid 
hydrophobic group favor the formation of denser and 
more packed micelles due an increase in van der 
Waals contacts in the bulk of the micelle compared to 
the case of DDβM micelles, where the hydrophobic 
chains are more labile and present less van der Waals 
contacts. When PEG 3,350 is added, up to 6 %, 
forward scattering intensity increases as a function of 
micelle concentrations in the range [2.5 – 40 g.L
-1
] 
(data not shown), without changes in the form factor 
in the large q-range.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 6 A) DDβM and B) PCCαM zero-q structure 
factor as a function of micelle concentration in 
different solutions Tris 20 mM pH 8 plus different 
percentage of PEG 3,350. 
 
We have also observed that SAXS patterns of DDβM 
40 g.L
-1
 at 6% PEG 3,350 exhibited small diffraction 
peaks, whose signature let us think to the formation 
of a hexagonal phase. When data are reported in zero-
q structure factor as a function of micelle 
concentration, it shows that attractive interactions are 
induced when PEG is added and that PCCαM 
micelles are more attractive than DDβM micelles. 
This attraction between surfactant micelles in both 
cases in presence of polymer is the well-known 
depletion attraction 
43
. This depletion effect of 
Polyethylene Glycol is usual with proteins and was 
already observed with micelles of detergent 
15, 44
. The 
variation in the depletion effect is quite similar for 
DDβM and PCCαM (Figure 7).  
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However with the supplementary attraction induced 
by PCCαM hydrophobic core, it may be possible that 
crystallization of integral membrane proteins purified 
in PCCαM should be favored at lower concentration 
of crystallizing agent 
14, 17
. 
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Figure 7 Second virial coefficients of DDβM and 
PCαM micelles as a function of PEG 3,350 
percentage.  
 
Surfactant phase map and RC-LH1-pufX 
crystallization.  
Few articles in crystallography deal with the 
characterization of protein crystallization conditions 
via second virial coefficient determination. In the 
2000’s, Loll et al. first showed that, for integral 
membrane proteins, detergent (surfactant) moieties 
play an important role in modulating phase diagram 
of membrane protein detergent complexes (PDC) and 
that weak interaction forces between detergent 
micelles can be a predictive tool for the determination 
of PDC crystallization conditions. Conversely, could 
determination of attractive interactions, via negative 
second virial coefficients, be an interesting 
alternative to empirical trial-and-error crystallization 
method for unknown MPs? We have shown here that 
micelles of PCCαM are more attractive than micelles 
of DDβM in the same crystallizing conditions. It is 
therefore expected that surfactant phase diagram 
could be affected and that the cloud point boundary 
should be shifted towards lower polymer 
concentrations. This cloud point boundary, which 
corresponds to the condensation of micelles out of 
solution into a separate phase, has shown its interest 
in MP crystallization. Indeed, it has long been known 
that crystals of detergent-solubilized MPs tend to 
form near the cloud point of the detergent 
45
. This 
empirical observation was used to construct 
crystallization screens and a recent publication 
demonstrated that such screens could generate 
crystalline leads for over a dozen different membrane 
proteins 
46
.  
We have thus observed by optical microscopy and 
drawn cloud point phase transitions of DDβM and 
PCCαM (Figure 8) and found that the cloud point for 
PCCαM is observed at lower percentage of PEG 
3,350 than in the case of DDβM. 
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Figure 8 Phase transition map for DDβM and PCCαM micelles as a function of PEG 3,350 percentages. 
 
 
 
This result suggests that crystallization of RC-LH1-
pufX could occur at lower concentrations of 
crystallization agent when the membrane protein is 
purified in PCCαM compared to DDβM. Finally 
crystallization trials, using the vapor diffusion 
method, have been performed with the RC-LH1-pufX 
complex purified in DDβM (0.015%) and PCCαM 
(0.010%). As observed on the two morphodroms 
(Figures 9A and B), crystals of RC-LH1-pufX are 
observed in PCCαM at lower percentage of PEG 
3,350 after 7 days at 20°C and lower concentration of 
the MP-surfactant complex, suggesting that its 
solubility curve is lower in PCCαM than in DDβM. 
This result is confirmed by optimization trials (Figure 
10), which shows that for identical percentages of 
PEG, solutions of RC-LH1-pufX are supersaturated 
in presence of PCCαM than in DDβM. Crystals in 
PCCαM are more numerous and smaller than in 
DDβM. 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Table 1 Surfactant properties 
 
 
Figure 9 Crystallization trials of RC-LH1-pufX at 6, 8, 10, 12 mg/mL with 5 to 10% Peg 3,350 in vapor diffusion 
(concentrations are initial concentration prior mixing): A) MP purified in DDβM, B) MP purified in PCCαM 
 
 
Surfactant (abbreviation) DDβM PCCαM 
Formula C24H46O11 C27H48O11 
Total Number of electrons 278 298 
Head Number of electrons 181 181 
Chain Number of electrons 97 117 
Formula Weight (Da) 510.60  548.66 
cmc (mM / g.L-1) 0.17 / 0.087 0.036 / 0.019 
pv  (cm
3.g-1) from density measurement 0.819 0.799 
c
n
∂
∂  (mL.g-1) 0.143 0.160 
Vmonomer (Å
3) from density measurement 694.3 727.8 
Vhead (Å
3) from chemical formula 344.1 344.1 
Vchain (Å
3) from chemical formula 350.2 383.7 
ρelect (e-/ Å3) from density measurement 0.400 0.409 
ρelect (e-/ Å3) for polar head group 0.526 0.526 
ρelect (e-/ Å3) for hydrophobic chain 0.277 0.305 
ρelect (e-/ Å3) for H2O = 0.334   
   
I(0) (cm-1) for 1% surfactant 0.247 0.426 
Mw (kDa) SEC MALLS 65 ±3 90 ±1 
Mw (kDa) SAXS 63 ±0.5  89 ±0.5 
Nagg 124 -131 163-166 
RG (nm) SAXS 3.2 3.3 
Dmax (nm) SAXS 8.0 9.0 
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Figure10 Crystals of RC-LH1-pufX in DDβM and 
PPCαM 
 
 
 
This result clearly demonstrates that there is a close 
correlation between intermicellar interactions and 
crystallization of RC-LH1-pufX in surfactants, 
since no other parameter - buffer, salt, precipitant, 
crystallization method - has been modified. The 
question that remains is whether these crystals in 
this new surfactant better diffract. First trials don’t 
show improvement in the diffraction quality. As we 
mention in Introduction, detergent such as DDβM 
can destabilize membrane protein by intrusion of 
alkyl chains in the protein structure or by removing 
essential protein-bound lipids. It has recently been 
reported that adding phospholipids, which stabilizes 
MP structures, leads to MP crystals that diffract to 
better resolution. The nature and amount of 
phospholipids bound to RC-LH1-pufX have been 
characterized using a new high performance thin 
layer chromatography (HPTLC) assay 
48
. It seems 
(Barret et al, personal communication) that when 
purified in PCCαM, RC-LH1-pufX associates 25 % 
more phospholipids than when purified in DDβM. 
This result has to be correlated with the non 
detergent effect of PCCαM and its higher 
hydrophobicity. Works are currently in progress to 
improve crystallization of RC-LH1-pufX in 
PCCαM and determine the amount and nature of 
phospholipids bound to the protein. 
 
 
CONCLUSION  
In this paper, we have compared micelle structure 
and intermicellar interactions of two mild 
surfactants, the classical dodecyl β maltoside and 
the derivative propyl(bi)cyclohexyl-α−maltoside in 
conditions used for membrane protein 
crystallization. We have first compared their 
structures in water by small angle X ray scattering 
complemented by gel permeation chromatography 
coupled to static light scattering. The surfactant 
micelle form factors are quite similar in shape but 
rather different in molar mass and aggregation 
number. We could fit SAXS experiments for both 
surfactants with a core-shell ellipsoid model. The 
PCC α maltoside appears a little larger but denser 
than DD-β-maltoside, which explains its more 
attractive behavior measured by second virial 
coefficients. A close correlation has been 
highlighted between higher attraction of micelles of 
PCCαM and lower cloud point boundary. Crystals 
of RC-LH1-pufX has finally been grown in 
PCCαM in conditions predicted by the surfactant 
phase diagrams. This work is pioneered in the 
crystallization field, by correlating modulation of 
surfactant structure hydrophobic moities, particle 
interactions and membrane protein crystallization. 
It opens ways for studies of new amphiphilic 
molecules such as stabilizing fluorinated surfactants 
49
 not yet used for membrane protein crystallization. 
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a  b  s  t  r a  c t
The hydrophobic  nature of membrane  proteins  (MPs) necessitates  the  use of detergents for  their
extraction,  solubilization  and  purification. Because  the  concentration  of amphiphiles  is  crucial  in the
crystallization  process, detergent  quantification is  essential  to  routine analysis.  Here  we describe a quan-
titative  high-performance  thin-layer  chromatography  (HPTLC) method we developed  for the  detection
of small quantities of detergent  bound  to  solubilized  MPs.  After  optimization  of aqueous deposit condi-
tions,  we show that most detergents  widely  used in  membrane  protein  crystallography display  distinctive
mobilities  in a  mixture  of dichloromethane, methanol and  acetic  acid  32:7.6:0.4  (v/v/v). Migration and
derivatization  conditions  were  optimized with  n-dodecyl-!-d-maltoside  (DDM),  the  most  popular deter-
gent  for  membrane  protein  crystallization.  A  linear  calibration curve very well  fits  our data  from  0.1 to
1.6  "g  of  DDM  in water  with  a  limit  of  detection of 0.05 "g. This  limit  of detection  is the  best achieved  to
date  for a  routine  detergent  assay,  being not modified  by  the  addition  of NaCl, commonly  used  in protein
buffers.  With  these  chromatographic  conditions, no prior  treatment  is required  to assess  the  quantities
of detergent  bound  to  purified  MPs,  thus  enabling  the  quantification of close structure detergents via  a
single  procedure. This  HPTLC  method, which  is  fast  and requires  low sample  volume, is fully suitable  for
routine measurements.
© 2013 Elsevier B.V. All rights reserved.
1. Introduction
Obtaining suitable conditions for the formation of stable
protein–lipid–detergent complexes [1] for crystallization is  a
daunting task [2–5].  Following purification of membrane proteins
(MPs), one of  the major problems frequently encountered is an
excess of concentrated detergent. During any concentration step
in the purification of MPs, free detergent micelles typically concen-
trate along with proteins, even when a  large weight cutoff (MWCO)
is used. Additionally, excess detergent leads to detergent molecules
being loosely bound to the hydrophobic parts of MPs. This in  turn
can interfere with or  hinder the formation of protein–protein con-
tacts in a growing crystal [6–8].  It is  therefore essential to  carefully
control the quantity of detergent prior to crystallization in  order
∗ Corresponding author at: CEA, IBEB, Lab Bioenerget Cellulaire, Saint-Paul-lez-
Durance, F-13108, France. Tel.: +33 4 42  25  39  35; fax: +33 4 42 25 47 01.
E-mail address: colette.jungas@cea.fr (C. Jungas).
to  eliminate these negative effects. Moreover, crystal quality may
also be  improved by adding or exchanging detergents in the crystal-
lization drop [9]. However it is  difficult to make these adjustments
because there are no  simple, rapid methods available to routinely
assess the quantities of detergent in  crystallization solutions and
to determine the extent of the detergent replacement required.
It is to meet this need that we developed a  high performance
thin-layer chromatography (HPTLC) method which provides a
precise quantification of n-dodecyl-!-d-maltoside (DDM) in  MP
preparations, taking as a  model the RC–LH1–pufX complex [10]
from Rhodobacter (Rb.)  blasticus.  This bioenergetic complex is a
transmembrane protein complex essential in the conversion of
light energy to  proton-driving force in  photosynthetic purple bacte-
ria.
Existing techniques to determine detergent concentration
include radiolabeled detergent [11], Fourier transform infrared
spectroscopy [12],  a  contact angle measuring device [13],  a  sug-
ared detergent assay [14],  a  modified Bradford-based Bio-Rad dye
assay [15], a  gas chromatography method [16], and thin-layer
0021-9673/$ – see front matter ©  2013 Elsevier B.V. All rights reserved.
http://dx.doi.org/10.1016/j.chroma.2013.01.061
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chromatography (TLC) [17].  Not only do  they entail a  low detec-
tion limit, but also most of these techniques are unsuitable for
routine analysis in the field of MPs  because they require time-
consuming pre-treatment of samples before analysis. Here, we
report on the use of HPTLC to  determine DDM and derive deter-
gent concentrations present after MP purification. This led us to
a systematic investigation of several HPTLC parameters for opti-
mal  detection and separation of two chemically close amphiphiles,
DDM detergent and a newly synthesized hemifluorinated sur-
factant (FH). When the method was combined with the use of
absorbing materials (e.g., Bio-Beads, Pierce) to remove excess DDM
from MP  solutions, rapid and accurate results were obtained. A TLC
method is already successfully used for this purpose [17],  being
able to afford an indication of the extent of exchange between two
detergents in the course of protein purification. Here, we show that
our HPTLC method increases the limit of detection by  several orders
of magnitude without requiring any prior treatment, quickly and
accurately assessing detergent concentrations.
Finally, the HPTLC method can be  used to determine both the
quantities and the specific types of lipids co-purified with MPs, thus
enhancing the characterization of protein–detergent complexes.
2. Materials and methods
2.1. Reagents
n-Dodecyl-!-d-maltopyranoside or n-dodecyl-!-d-maltoside
(DDM) was provided by  Biomol (Hamburg, Germany).
Suppliers were Merck (Darmstadt, Germany) for octyl !-d-
thioglucopyranoside (OTG), Fluka (Buchs, Switzerland) for
N,N dimethyldodecylamine-N-oxide solution (2.3%) (LDAO),
and Anatrace (Maumee, US) for decyl-!-d-maltopyranoside
(DM), octyl-!-d-glucopyranoside (OG), and n-dodecyl-!-
d-thiomaltopyranoside (DTM). Trans-4-(trans-4′-Propyl)
bicyclohexyl-"-d-maltopyranoside (PCC) [18] and 6,6,7,7,8,8,9,9,9-
nonafluorononyl-!-d-maltopyranoside (FH) were synthesized at
research center UMR  5247 (Chimie Bioorganique et Systèmes
Amphiphlies team) in Avignon. Bio-beads SM-2 absorbent (20–50
mesh) were manufactured by  Pierce (Rockford, US).
For the mobile phase, 1-butanol, 2-propanol, diethyl ether,
chloroform, cyclohexane and dichloromethane were supplied by
Prolabo VWR  (Fontenay-sous-Bois, France), methanol and ethyl-
acetate were supplied by Sigma–Aldrich (Steinheim, Germany),
tetrahydrofuran and toluene by Merck and acetonitrile by  Riedel-
de-Haën (Seelze, Germany). All solvents were of analytical grade.
Acetic acid 99.8% was from Sigma–Aldrich and ammonium hydrox-
ide solution 25% from Fluka. HPTLC silica gel 60 F254 plates
(10 cm × 20 cm)  were from Merck and thick paper pads were sup-
plied by CAMAG (Muttenz, Switzerland). For derivatization, copper
(II) sulfate pentahydrate was from Prolabo VWR, and o-phosphoric
acid 85% and sulfuric acid 99.999% were from Sigma–Aldrich.
2.2. Purification of Rb. blasticus RC–LH1–pufX complex
Dimeric RC–LH1–pufX complex was isolated from Rb. blasticus
photosynthetic membranes according to the procedure described
in [19]. In the final purification step, the protein was eluted from
Mono Q 5/50 GL column (GE Healthcare, Glattbrugg, Switzerland) in
a buffer containing Tris–HCl 20 mM  pH 8,  DDM 0.01% (0.1 mg/mL)
and NaCl 375 mM.  The protein content of purified RC–LH1–pufX
complex fractions was determined using the BCA Protein Assay
Reagent Kit (Interchim, France).
2.3. Standard solutions
Stock solutions of detergents (10 mg/mL) were prepared in
deionized water and stored at −18 ◦C. Working standard solutions
at 0.1 mg/mL  were prepared by volume dilution in water or in
Tris–HCl 20 mM  pH 8, NaCl 375 mM  of individual stock solutions.
2.4. HPTLC set-up
All instruments are manufactured by CAMAG and were pur-
chased from Chromacim (Pommier la Placette, France).
2.4.1. HPTLC aqueous deposit
In order to  analyze samples directly eluted following purifica-
tion with no prior treatment, it was  necessary to create conditions
suitable for aqueous deposits. For  this purpose, a  whole set of spe-
cific HPTLC application parameters were investigated. Solutions of
DDM (0.1 mg/mL) were applied (from 0.5 to 18 #L) on the HPTLC
plates as 6 mm bands with the Automatic TLC sampler 4  (ATS4)
at least 8 mm  from the bottom and 20 mm from the left side
of the plate. Spaces between tracks were automatically adjusted
according to the number of deposits and the plate size. To test the
separation of DDM and FH, 1–5 #L  mixtures composed of 0.1  mg/mL
of each species were deposited and eluted.
2.4.2. Optimization of the mobile phase
The mobile phase composition was optimized via the CAMAG
procedure based on Snyder’s solvent selectivity triangle [20,21].
A  mixture of DDM and FH (0.25 #g each) dissolved in water was
applied with the ATS4 on HPTLC plates cut with the smartCUT Plate
Cutter (3 cm × 5 cm). The HPTLC plate was  developed manually in
a small pre-saturated (15 min) flat bottom TLC cylindrical develop-
ing tank (outside dimension: 4.5 cm × 9 cm,  Sigma–Aldrich) until
the migration front was  roughly 0.7  cm from the top of  the plate.
The plate was  then dried for 5 min  at room temperature and deriva-
tization performed.
2.4.3. Optimization of the post-chromatographic derivatization
Two staining reagents based on sulfuric acid were tested before
the plates were heated at 120 ◦C  for 15 min, using sprayed-on sul-
furic acid solution diluted in  50% water and immersion in sulfuric
acid diluted in  90% ethanol. The modified copper sulfate reagent
[22] used for lipid detection was  also investigated. Chromatogram
immersion device III was used to  dip the plate in the staining
reagent at 2.5 cm/s for 6 s. After a short heating at 120 ◦C (6  min)
on the TLC Plate Heater III, brownish bands appeared on the white
background of the plates.
2.4.4. Chromatography
Except for the initial experiments, chromatography was  per-
formed in the ADC2 automatic developing chamber. The migration
chamber conditions were also investigated.
2.4.5. Quantification by densitometry
The absorbance of detergent bands was measured with TLC
scanner 3 at its maximum wavelength of intensity, i.e. 366  nm,
using a  Hg  lamp. Densitometric scanning was performed in relation
to peak height and area. Slit dimensions were set at 4 mm × 0.1 mm,
scanning speed at 20 mm/s  and the data resolution at 100 #m/step.
Data obtained were processed with winCATS software version
1.4.4.6337.
2.4.6. Precise evaluation
Evaluation was based on calculating both peak height and peak
area. The precision of the method was evaluated by CAMAG Win-
CATS software with the calculation of the coefficient of variation
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Fig. 1. Comparison of different methods for DDM detection. Plates were (A) sprayed
with a 50% sulfuric acid solution and heated 10 min  at  120 ◦C, (B) dipped in a  solution
of  sulfuric acid 10% in ethanol before being heated 10 min  at  120 ◦C and (C) dipped
in  a copper (II) sulfate reagent and heated 6 min  at 120 ◦C. DDM quantities are in !g.
(CV) on analytical measurements. CV was evaluated three times
from 6 and 12 deposits (2 !L) of DDM (0.1 mg/mL).
2.5. HPTLC application
2.5.1. Quantification of DDM in presence of RC–LH1–pufX
complex
Elution buffer and protein elution fraction from anion exchange
chromatography (0.5–5 !L) were directly applied in triplicate
without any prior treatment. The experimental parameters were
identical to those used for standard analysis.
2.5.2. Kinetics of DDM removal using Bio-beads
DDM capture was performed by incubation of the concentrated
protein (10 mg/mL) at 20 or 22 ◦C  with Bio-beads continuously
stirred and previously washed with methanol and water. Samples
(8–20 !L) were withdrawn at various time  intervals for determina-
tion of the DDM concentration. For  10 mg/mL of protein, we used
either 270 or 360 mg/mL  of Bio-beads, as experimentally deter-
mined.
3. Results and discussion
3.1. Post-chromatographic derivatization
Post-chromatographic derivatization procedures were first
optimized for detergent detection. Staining of DDM was performed
with the sulfuric acid solution using a classic chloroform–methanol
20:18 (v/v) mixture as mobile phase. Fig. 1A shows thin-layer chro-
matograms of the DDM concentrations ranging from 0.5 to 10 !g
after visualization by spraying dye. If the plate is  dipped in sulfuric
acid diluted in 10% ethanol, the sensitivity of the detection increases
significantly by a  factor of 5 (compare Fig. 1A and B). With the aim
of improving detection quality of these two chemically close deter-
gents, we also tested the staining method usually applied for lipid
detection. As shown in  Fig. 1C, the copper sulfate solution further
improves the sensitivity of the staining in the range of 0.4–1.8 !g
DDM, leading to the best-defined bands. The absorbance of the
brownish bands is  measured with the TLC Scanner 3 at its maximum
of intensity, i.e. 366 nm using the Hg lamp.
3.2. Chromatographic method optimization
The multi-step approach based on the Snyder selectivity triangle
separation [20] was  used to optimize the mobile phase composi-
tion and to separate two  structurally similar amphiphiles (same
polar head, introduction of a  fluorinated tip in  the hydrophobic
part). With a  standard mixture of DDM/FH 1:1 (w/w), HPTLC runs
were first performed using pure solvents from each Snyder group
(Fig. 2,  stage 1): diethyl ether (Group I), 1-butanol, 2-propanol,
methanol and 2-butanol (Group II), tetrahydrofuran (Group III),
dichloromethane (Group V), acetonitrile and ethyl acetate (Group
VI), toluene (Group VII), chloroform (Group VIII). Other solvents
such as 2-butanol, 2-propanol, 1-butanol (data not shown) and
tetrahydrofuran, which display diffuse bands, were eliminated
from further experiments.
In  the next step, the solvent strength was adjusted in
order to obtain a  retention factor (Rf)  ranging from 0.2 to 0.7.
Addition of cyclohexane (30%) to  methanol did not provide
good results. For chloroform, dichloromethane, acetonitrile, ethyl
acetate, toluene, and diethyl ether, new runs carried out in  the
presence of methanol (10–30%), which increased the solvent
strength, were not conclusive. Only the mobile phases composed
of dichloromethane/methanol 8:2 (v/v) and chloroform/methanol
8:2 (v/v) gave a good separation between the two  detergents (Fig. 2,
stage 2). To further improve this separation, the effect of  pH mod-
ifiers on the separation was  tested after addition of 1% acid or
base. A  mixture composed of dichloromethane/methanol/acetic
acid 32:7.6:0.4 (v/v/v) was  selected as the best mobile phase for
the separation of DDM and FH in two well-defined bands (Fig. 2,
stage 3). Snyder’s method also selects the mobile phase used by
Ericks et al. in TLC [17] although, in  our  experimental conditions,
this mixture led to a lower resolution (Fig. 2. stage 3).
The migration chamber conditions were also investigated. Three
options were tested in the automated developing chamber ADC
2: (i) a  15 min tank saturation (Fig. 3A), (ii) a  15 min  tank sat-
uration using a  thick porous paper white pad (Fig. 3B) and (iii)
a 10 min  tank saturation and plate preconditioning (Fig. 3C). The
most promising results were obtained after simple tank saturation
(Fig. 3A), further improved by using a  double migration procedure
on a shorter distance (2  mm  × 50 mm)  instead of 70 mm (Fig. 3D).
The final procedure was  therefore adopted as follows: chromato-
graphic conditions were set using two  cycles of tank saturation
with dichloromethane/methanol/acetic acid 32:7.6:0.4 (v/v/v), fol-
lowed by plate elution (50 mm)  and plate drying (5 min). As the
mobile phase is  the same for both  cycles, the second tank saturation
was shortened from 15 to 5 min. In these conditions, the relative
migration distances are found to be 0.37 and 0.44 for FH and DDM
respectively (Fig. 3D). Note that some variations can be observed
depending on parameters such as silica humidity and tempera-
ture, measured by a  captor located in  the developing chamber,
(1st migration: 23.5 ◦C, 54.8% of relative humidity; 2nd migration:
27.3 ◦C, 46.17% of relative humidity).
3.3. HPTLC aqueous deposit
First, using a mixture of methanol/water 1:1 (v/v) as rinsing sol-
vent is essential, to avoid the risk of protein aggregation in  the
circuit of the automatic sample ATS4 (needle, syringe and tubing).
Since detergents tend to foam under too vigorous manipulation
conditions, the needle is placed at least 1 mm above the vial bot-
tom and the syringe filling speed significantly decreased (3 !L/s).
Vacuum filling time is set to  2 s,  to eliminate micro air-bubbles that
may appear in  the syringe at the beginning of the sampling process.
An initial syringe-full of the sample is  used for rinsing purposes
only, with the corresponding 30–40 !L of sample discarded. The
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Fig. 2. Mobile phase optimization. A standard mixture of DDM/FH (0.5 !g each) in water is  sprayed on HPTLC plates of 3 cm × 5 cm  with ATS4. Stage (A) elution with pure
solvents  from different selectivity groups of the Snyder classification. Stage (B) adjustment of solvent strength (addition of cyclohexane for Rf > 0.8 or methanol for Rf < 0.2).
Stage (C) addition of 1% of modifiers (acetic acid or ammonium hydroxide). Solvents: diethyl ether (Et2O), methanol (MeOH), 2-butanol (2-but.), tetrahydrofuran (THF),
dichloromethane (CH2Cl2), acetonitrile (ACN), ethyl acetate (EtOAC), toluene (Tol.), chloroform (CHCl3), cyclohexane (Cyclo), acid acetic (CH3COOH), ammonium hydroxide
(NH4 OH).
second sampling is  applied to  the plate. Therefore the minimum
sample volume required for analysis inside the vial is  150 !L.
Due to their higher polarity and lower volatility compared to the
usual organic solvents, aqueous samples are sprayed under nitro-
gen pressure at a lower application speed (50 nL/s), to dry the bands
during application and avoid further diffusion.
3.4. Quantification of DDM in water
The standard calibration for DDM ranging from 0.05 !g to  1.8  !g
is presented in Fig. 4A. Plotting either peak areas or peak heights
as a function of quantity of DDM gives a  linear calibration curve
between 0.1 and 1.6 !g with an acceptable residual standard devi-
ation of 2.2% and a  limit of quantification (LOQ) of 0.1 !g. Precision
evaluation gives a coefficient of variation of 4.5% for both 6  and 12
identical DDM deposits (0.2 !g).
3.5. Influence of ionic strength on analysis of DDM
First trials showed lower mobility for DDM in  water than DDM
present in  protein sample solution, perhaps due to the difference
in  ionic strength between calibration standards and samples (data
not  shown). Therefore, as the protein is  eluted in  a buffer com-
posed of Tris–HCl 20 mM  pH 8,  DDM 0.01% and NaCl 375 mM,  we
performed the calibration curve in  the same buffer. This new prepa-
ration yields identical relative mobility for standards and samples
and the CV on 12 identical calibration spots remains unchanged
(4.3%) with 375 mM NaCl. With this new standard preparation, a
Michaelis–Menten calibration fits our data from 0.1  to 1.4 !g, with
Fig. 3. Optimization of development conditions for DDM and FH. HPTLC plates developed in dichloromethane/methanol/acetic acid (32/7.6/0.4), with various migration
conditions: (A) 15 min  tank saturation, (B) 15 min  tank saturation with pad, (C) 10 min plate preconditioning, (D) double migration preceded by a  15 min  and a 5 min  tank
saturation. On plates A,  B, C, (lanes 1–3), different combinations (!g) of the same detergent mixture FH/DDM respectively were tested (1:4), (2.5:2.5) and (4:1). 2.5 !g of
each  surfactant was added to  the lanes 4 (DDM) and 5 (FH). Plate D (lanes 1–3) shows the same ratio detergent mixture FH/DDM applied at different concentrations (!g)
1:1,  1.5:1.5 and 2:2. 0.9  and 1.8 !g  of FH were spotted in lanes 4 and 5 and 0.5 and 1.5 !g  DDM in lanes 6–7.
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Fig. 4. Calibration curve for DDM in water solution. Between 0.5  !g  and 18 !g of a 0.1 mg/mL  DDM solution in water (A) or in Tris buffer (B) are deposited on HPTLC plates
and  chromatographed. The  equations were y =  43.27 + 2.42x, R2 = 0.9995, SD 4% for DDM in water and y =  123.88 +  (8506.9)/(2.537 + x), SD 4%.  Note that white marks are seen
at  deposit positions in presence of NaCl.
a  standard deviation of 3.97% (Fig. 4, plate B)  which we judge to  be
fully satisfactory.
3.6. Applications
3.6.1. Quantification of DDM in presence of RC–LH1–pufX
complex: determination of RC–LH1–pufX belt
Fig. 5  depicts a chromatogram of purified RC–LH1–pufX com-
plex eluted from an anion-exchange column. As can be seen, the
total DDM quantity present in  the purified preparation of the
RC–LH1–pufX complex migrates in a single band in the same posi-
tion as standard samples. Our method contrasts with the TLC assay
[17], where a significant portion of the detergent does not migrate
and remains in  the original position. This  defect is probably due
to  the high protein concentration that needs to  be deposited to
analyze the associated detergent concentration. Furthermore, the
DDM assay after the purification column gives a  mean value of
0.096 mg/mL  (for a triplicate measure) for a  prepared buffer com-
position of 0.1 mg/mL, strongly indicating the efficacy of our HPTLC
method.
Total DDM includes the contribution of both protein-free deter-
gent micelles and protein-bound detergent molecules, the so-called
belt. Following MP  purification, the proportion of bound DDM is
obtained by subtracting the free DDM micelle concentration (elu-
tion buffer) from total DDM. Mean values from five independent
Fig. 5. Evaluation of the final detergent protein ratio following RC–LH1–pufX purifi-
cation.  DDM standards in Tris–NaCl (circles) ranging from 0.1 to 1.4 !g are  fitted by
a  Michaelis–Menten calibration curve. 5  !L of elution buffer (triangles) and 1  !L of
the  purified PM (0.79 mg/ml) (square) were applied in triplicate.
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Fig. 6.  Time course of DDM removal by  Bio-beads use. Evolution of the residual
DDM  quantities in concentrated MP samples in the  presence of different Bio-bead
concentrations.
experiments show that 1070 (±160) DDM molecules are bound
to the 500 kDa-complex, which corresponds to a ratio of 1.1 g of
detergent per gram of protein, in  agreement with published values
[13,23].  Thanks to its high limit of detection, HPTLC requires only
low detergent concentrations which migrate fully, as illustrated by
the lack of a colored band at the starting position. Moreover, there
appears to be no interference with other species potentially present
in the membrane extract, since no peak differing from the DDM is
visible.
3.6.2. Monitoring of detergent removal with Bio-beads
When MPs  are concentrated using centrifugal filter units, the
final detergent concentration can also increase. As previously men-
tioned, a high detergent concentration can either induce loss of
the protein structure or affect crystal nucleation by  impeding the
protein–protein contacts. Excess detergent can be  removed using
Bio-beads from concentrated MP  solutions: the HPTLC detergent
assay method was applied to monitor detergent removal. DDM
RC–LH1–pufX solutions (10 mg/mL) were incubated in the pres-
ence of Bio-beads (270 mg/mL  or 360 mg/mL) at 22 ◦C or 24 ◦C.  Fig. 6
shows that DDM final residual concentration plotted as a  func-
tion of incubation time was successfully reached in 30 min  with
270 mg/mL  of Bio-beads. With 360 mg/mL  of Bio-beads, this took
only 20 min. Control of temperature is also crucial, since an increase
of 2 ◦C enabled the removal of an additional 30% of DDM concentra-
tion (Fig. 7). These results demonstrate the efficiency of the HPTLC
detergent assay method in  Bio-bead experiments. Using Bio-beads
Fig. 7. Separation of surfactants frequently used in the field of MP via HPTLC.
1  !g of each surfactant in water is  sprayed-on and developed with optimized
migration conditions. Lanes (1) N,N-dimethyldodecylamine-N-oxide (LDAO); (2)
octyl  "-d-glucopyranoside (OG); (3) octyl-"-d-thioglycopyranosides (OTG); (4
and 7)  dodecyl-"-maltoside (DDM); (5) n-decyl-"-d-maltopyranoside (DM); (6)
n-dodecyl-"-d-thiomaltopyranoside (DDTM); (8) F4H5-"-maltoside (FH); (9) PCC-
#-maltoside (PCC).
in combination with the HPTLC method is a  simple way of adjusting
detergent concentrations optimally prior to crystallization assays.
3.6.3. Detergent exchange
The diffraction quality of MP crystals can be improved dra-
matically when a second surfactant is added to the crystallization
sample or when the initial detergent is exchanged for another
[9]. However, the success of this approach, which depends on the
extent of detergent replacement, is  difficult to  assess with exist-
ing detergent assays. In order to  test the HPTLC method, runs were
performed with the most frequently used detergents for MP crys-
tallization, (DDM, OG, LDAO, DM and OTG), as well as with recently
synthesized surfactants (FH, PCC). Fig. 7 depicts chromatograms
with optimized conditions developed for the separation of DDM
and FH (see  Section 3.2). As expected, the relative mobility val-
ues depend on the structure of the detergent polar head groups
(glucoside or  maltoside). OG and OTG are close together (Fig. 7,
tracks 2–3), as well as DDM, DM,  DDTM, FH and PCC (Fig. 7, tracks
4–5–6–8–9). However, all these surfactants present distinct mobi-
lities and can be quantified either independently or in  a  binary
mixture, the only requirement being to  first establish a  calibration
curve for the detergent in question. LDAO detection using copper
sulfate reagent is  not satisfactory (Fig. 7, lane 1), probably because
of the lack of sugar moiety. This post-chromatographic derivatiza-
tion remains to be improved before quantification of LDAO with
HPTLC can be achieved.
3.7. Comparison with existing detergent assay methods
Various methods have been developed to determine detergent
concentrations in  routine assays, including infrared spectroscopy
Table 1
Brief overview and comparison of the performance data from different detergent analysis techniques.
Methods Colorimetric assay [15] GC [16] FTIR [12] Drop shapea [13] TLC [17] HPTLC [Barret et  al.]
Prior treatment No Yes No No No No
Minimum sample volume (!L) 50 – 10 20 –  150
Quantification range (!g) 4–20 0.01–2.5 18–584b 0.2–2 10–350 0.1–1.4
LOD  (!g)c 2.45 0.01 3 –  –  0.05
Detergent exchange No No No No Yes Yes
a Non-marketed device.
b OG instead of DDM.
c Limit of detection.
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[12], thin-layer chromatography [17], colorimetric assays [14] and
contact angle measurements [13]. A very brief survey of exist-
ing instrumental methods applied in detergent quantification is
shown in Table 1, comparing limits of detection, range of quan-
tification and ease of use. Shortcomings include, in  particular,
low sensitivity; some do  not cover detergent exchange or  require
too much time for routine implementation. Determining deter-
gent exchange is  crucial when using other detergents, in order
to  improve crystal resolution. With the HPTLC method, all sur-
factants can be detected without chemical labeling and no prior
treatment for concentration or extraction is required. As the
radio-labeled assay is not suitable for routine applications, TLC
and HPTLC are the only simple methods of analyzing detergent
exchange protocols. This new HPTLC method of measuring the
extent of detergent replacement is 100 times more sensitive than
TLC.
4. Conclusion
Crystallization of RC–LH1–pufX complex has already been
obtained. Starting with DDM detergent, the complex (500 kDa)
diffracted with 8 A˚  of resolution (Jungas, personal communication)
without any control of the final DDM content prior to the crys-
tallization step. Improving this successful result is  currently one
of the greatest challenges in the bacterial photosynthesis field.
HPTLC is already used to assay phospholipids, the third compo-
nent class associated with MPs. The various uses of HPTLC in
the MP  field show the strength of this analytical method with
complex mixtures containing both proteins and surfactants. Our
results demonstrate the precision of HPTLC in routine analysis
without prior MP  treatment. As used here, assay results can be
obtained in approximately 3 h with only a  few microliters of
membrane protein solution. Our method should therefore lead
to  a better understanding of the crystallization conditions for
optimization.
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The design, synthesis and self-assembled study of a new class of benzene-derived tripod facial
amphiphiles are reported. The synthetic route chosen based on a central mesitylene as scaffold
allows easy tuning of lipophilic and hydrophilic groups and thus control of the tensioactive
properties of these new surfactants. This new class of surfactants exhibits three glucose moieties
as the hydrophilic polar head and three hydrocarbon chains each having 3 to 7 carbons as the
lipophilic part. These tripod facial amphiphiles exhibit well-defined tensioactive and aggregative
properties. Their critical aggregation concentration, their particle size in water (less than 20 nm),
and their aggregation behavior are closely linked to the nature of their lipophilic chains and can
therefore be easily modulated.
Introduction
In the last few decades, synthetic amphiphiles with unusual
architectures such as bolaamphiphiles or gemini surfactants
have been obtained.1 Amphiphilic surfactants too, sometimes
called facial or contrafacial surfactants, have attracted increasing
interest.2 They are defined as molecules with a rigid framework
(such as the steroid skeleton) with hydrophilic and lipophilic
parts located on two opposite faces.3,4 The controlled self-
assembly of facial amphiphiles offers an attractive opportunity
to construct defined aggregates and supramolecular architec-
tures, specifically designed for particular applications.
Currently, cholic acid is the most popular platform for the
design of facial amphiphiles, leading researchers to derivatize
its hydroxyl groups by grafting on sugars, carboxylates,
amines/ammoniums and sulfonates, thus enhancing its facial
amphiphilic character.5–10a Non-steroidal facial amphiphiles
have also been synthesized with a block pattern derived from
bridged annulene10b or [2 + 2] and [4 + 2] norbornadiene
cycloaddition cores.11 In recent years, other facial amphiphiles
with original scaffolds have appeared in the literature.
For example, clip-like glycoluril-based structures display an
interesting counterion-dependent aggregation.12 Amphiphilic
calix[4]arene scaffolds possessing lipophilic side chains on
the lower rim and either dendritic hydrophilic residues or
carboxylic moieties on the upper rim have also been
obtained.13–15 Kellermann et al.14 showed that these amphiphiles
adopt a cone-shaped conformation involving small aggregates
of high curvature, forming uniform aggregates consisting of
seven units, non-deformable upon drying. Facially amphiphilic
dendrimers have also been designed, forming well-controlled and
stable self-assembled structures.16–18 Facial amphiphiles offer
particular promise in biology, where they can be used to over-
come difficulties in handling membrane proteins in aqueous
solution.10
Here, we describe how we designed the synthesis of a
new class of benzene-based tripod facial amphiphiles and
determined their tensioactive and aggregative properties in
aqueous media. These new facial amphiphiles were prepared
following a chemical pathway based on a central benzene
group as scaffold (Fig. 1).
Simple chemical modifications of this aromatic core allow
lipophilic and hydrophilic moieties to be tuned easily. Regarding
the aromatic ring, persubstituted aromatic compounds
having a D3d symmetry structure have been shown to adopt
an alternating up–down conformational network in which
cooperative interactions direct the vicinal groups to point to
opposite sides of the benzene ring, resulting in a 1,3,5/2,4,6
facial segregation.19 In the present case, the lipophilic face of
these amphiphiles is made up of three short hydrocarbon
chains each having 3 to 7 carbons and the hydrophilic face
consists of 3 glucosyl groups introduced via click-chemistry
resources. The physico-chemical properties of these facial
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amphiphiles, notably tensioactive properties, shape and size of
aggregates, are closely linked to the length of the lipophilic
chains grafted onto the benzene ring.
Results and discussion
The key step in obtaining alternately substituted benzene was the
sequential functionalization of 1,3,5-tribromo-2,4,6-trihydroxy-
methyl-benzene 1, which can easily be achieved on a multiple-
gram scale. Its synthesis from mesitylene as starting material, as
described by Anthony et al.,20 involves a four-step synthetic route
giving a 59% overall yield. In the present case we obtained a 90 g
batch without chromatography, which we used to synthesize
tripod facial amphiphiles according to the chemical route depicted
in Scheme 1.
The first decisive step involved a threefold nucleophilic
aromatic substitution of 1 by thiolate anions derived from
either propyl (a), butyl (b), pentyl (c), hexyl (d) or heptyl
mercaptan (e). The reaction proceeded smoothly under mild
conditions to give thioether compounds in excellent yield, due
to the use of 1,3-dimethyl-2-imidazolidone (DMI) as solvent
rather than DMF, which requires harsher conditions.21 To
efficiently introduce the three hydrophilic groups onto the
aromatic core, copper(I)-catalyzed alkyne–azide cycloaddition
was used. The hydroxyl groups were subjected to mesylation
using a combination of methanesulfonyl chloride/TEA in cold
CH2Cl2. Surprisingly, the reaction afforded the trichlorinated
derivatives 2a–e instead of the desired products. The mesylate
groups produced in the reaction mixture appear to be substituted
again by the existing chloride ions. Conversion requires a long
reaction time but the product is formed in high yields with good
purity.
The subsequent substitution of chlorine groups by propargyl
alcoholate in DMF readily provided the trisubstituted derivatives
3a–e in 60% yield. The addition of 1-azido-1-deoxy-b-D-gluco-
pyranoside tetraacetate on trisubstituted derivatives 3a–e in the
presence of active CuI as catalyst afforded triglucosylated
compounds in good yield after 24 h reaction time at room
temperature. Finally, deprotection of acetyl groups by trans-
esterification in the presence of sodium methoxide as catalyst
provided tripod facial amphiphiles (CnGlu3). These alkynyl
derivatives 3a–e were used to efficiently attach sugar moieties
by the usual Cu(I)-catalyzed azide-alkyne [1,3]-dipolar cyclo-
addition reaction, in high yield and with complete regioselectivity
according to the optimized procedure for glycolipid ana-
logues.22,23 The treatment of derivatives 3a–e and peracetylated
glucosylazide in THF by direct use of active CuI(I) as catalyst
combined with DIEA, after a 24 h reaction time to ensure
complete conversion, afforded stereoselective acetylated com-
pounds CnGlu3 in good yield. This was confirmed by
1HNMR spectra, which revealed a characteristic peak at around
8 ppm assigned to the triazole protons and disappearance of the
triplet at around 2.5 ppm assigned to the alkyne proton.
Deprotection of acetylated group sodium methoxide and
purification by Sephadex LH-20 size exclusion chromatographies
provided pure CnGlu3 facial amphiphiles as white powder which
Fig. 1 General structure of tripod amphiphiles with 1,3,5/2,4,6 facial
segregation.19
Scheme 1 Synthetic route leading to tripod facial amphiphiles
CnGlu3, reagents, temperature, time and yield: (a) R1SH, tBuOK,
DMI, rt, 16 h, 97%; (b) Et3N, MsCl, CH2Cl2, 5 1C - rt., 48 h,
83%; (c) propargyl alcohol, NaH 60%, THF/DMF (1 : 1), 0 1C- rt.,
18 h, 65%; (d) 1-azido-1-deoxy-b-D-glucopyranoside tetraacetate,
DIEA, CuI, THF, rt, 24 h, 71%; (e) MeONa cat., MeOH/THF
(4 : 1), pH 9–10, rt, 24 h, 93%.
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were fully characterized by 1H, 13C and HR mass spectrometry.
All these compounds have good water solubility except C7Glu3;
this lower solubility was associated with the longer hydrocarbon
tails of the lipophilic part.
Tensiometric measurements allowed us to determine the
main tensioactive properties of these tripods (Table 1 and
Fig. 2). For all compounds tested, the surface tension is observed
to linearly decrease as tripod concentration increases, showing
breaks corresponding to the critical aggregation concentration
(CAC) depending on the hydrophobic chain length, as for a
conventional surfactant.24
Such behavior clearly indicates a facial segregation of polar
and apolar parts in water on both sides of the aromatic ring
(Fig. 3). Furthermore, it should be noted that the triglucosylated
compound without hydrocarbon chains (C0Glu3) prepared
from 1,3,5-tris(bromomethyl)benzene following synthetic routes,
summarized in Scheme 2, does not exhibit surfactant properties,
indicating that the aromatic ring alone was not enough to endow
the molecule with a sufficiently hydrophobic character.
For the tripod compounds (Fig. 4), log(CAC) linearly
decreases when the number of methylenes of each hydrophobic
chain increases: log(CAC)=!1.96nC+7.26 withR2=0.9804.
However it should be pointed out that within a homologous
Table 1 Physico-chemical properties of tripods
Entry CACa/mM gCAC
a/mN m!1 Amin/A˚
2 a Pe logK0W
b Dh/nm
c %Vol NAgg
d Rg/nm
d
C3Glu3 2.38 " 0.03 39.2 " 0.2 235 " 58 0.260 6 3.3 99.9 3 1.4
C4Glu3 0.84 " 0.05 36.3 " 0.2 211 " 26 0.292 5.9 5.2 99.8 5 1.8
C5Glu3 0.13 " 0.01 35.8 " 0.2 210 " 8 0.295 7.4 8.1 99.9 13 3.6
C6Glu3 0.01 " 0.001 33.2 " 0.2 192 " 24 0.324 8.5 11.5 99.8 n.d n.d.
C7Glu3 1.2 # 10!3 " 0.1 # 10!3 31.3 " 0.2 211 " 13 0.296 9.6 4200 52 n.d n.d.
a Measured by tensiometry (Wilhelmy plate method). Each value is the mean of three different measurements" SD. b Measured by reversed phase
HPLC. c The hydrodynamic or Stokes diameter (Dh) of particles is measured at a concentration at least 15 times above the CAC. The values are
the average of 10 runs. d Aggregation number (NAgg) and radius of gyration (Rg) measured by SAXS at a concentration about 15 times the CAC
e Packing parameter.
Fig. 2 Surface tension vs. logC for compounds C3Glu3 (&),
C4Glu3 (’), C5Glu3 (J), C6Glu3 (#) and C7Glu3 (m).
Fig. 3 Representation of a stick molecular model of the tripod
C3Glu3 (Chem3D Pro 11.0).
Scheme 2 Synthetic route of C0Glu3, reagents, temperature, time
and yield: (a) propargyl alcohol, NaH 60%, DMF, 0 1C, 48%;
(b) 1-azido-1-deoxy-b-D-glucopyranoside tetraacetate, DIEA, CuI,
THF, RT, 50%; (c) MeONa cat., MeOH/THF (4 : 1), pH 9–10, rt.,
24 h, 87%.
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series of surfactants, the CAC usually decreases by a factor of
about 10 every time two methylene groups are added to the
hydrophobic tail.24 In the present case, this factor increases from
three to eight every time one methylene group is added to each
tail. This weaker contribution to the hydrophobic effect is
explained by the fact that the three methylenes are not added
linearly to one chain, but to three different chains. Similar
behavior can be observed with lipids. A second hydrocarbon
chain added to an amphiphilic molecule makes a smaller con-
tribution to the hydrophobic effect than the one already linked to
that molecule.24 By applying Gibbs equation G = !(1/RT)[dg/
dLogC], the relative excess of surfactant at the air–water inter-
face G was determined, leading to the evaluation of the area per
surfactant polar head from Amin = 1/GN. These tripod surfac-
tants exhibit a wide polar head (Amin = 210 " 60 A˚
2), whatever
the nature of the hydrophobic tails (Table 1).
log(K0w) is a parameter closely related to the molecule’s
water/octanol partition coefficient, which can be obtained
from reverse-phase HPLC.25 This parameter is usually con-
sidered to reflect the hydrophobic character of the surfactant.
log(K0w) shows a linear evolution from C4Glu3 to C7Glu3
when the carbon number of hydrophobic chains increases
(Fig. 5). It can be seen that the log(K0w) of the C3Glu3
compound is equal to that of the C4Glu3 compound. Thus,
we can assume that the hydrophobic contribution of the 3
additional methylenes remained marginal for very short
chains. Above their CAC, all surfactants form monodispersed
self-assembled systems with a Stokes (or hydrodynamic) dia-
meter lower than 20 nm, except for C7Glu3 (Table 1 and
Fig. 6). The tripod hydrodynamic diameters increase with the
length of the hydrophobic tail. Particle diameters obtained
from DLS measurements suggest that C3Glu3 and C4Glu3
should form spherical micelles in water with a diameter of less
than 6 nm, but the increase in the particle size observed with
C5Glu3 and C6Glu3 indicates the formation of larger micelles.
Further information about the shape of the tripod assemblies
was obtained by Small Angle X-ray Scattering experiments
(SAXS). The last tripod C7Glu3, which has low water solubility,
leads to unstable large particles larger than 0.2 mm as observed by
TEM after negative staining (see ESIw, Fig. S1). Moreover, this
compound precipitates quickly after dispersion by sonication.
DLS measurements also reveal very large aggregates testifying to
the rapid fusion of vesicles formed from the tripod C7Glu3.
To better understand the whole process of evolution, the
self-aggregated properties of C3- to C5Glu3 tripods having
good water solubility were studied by SAXS at different
concentrations. Different behaviours were observed for
C3- to C5Glu3 tripods as the hydrophobic tail increased in
length. Comparisons between C3, C4 and C5Glu3 at the same
concentration (about 40 g L!1) are shown in Fig. 7A. Evolution
of scattering from factors of C3Glu3 to C5Glu3 as a function
of concentration is shown in the ESIw (Fig. S2). As the
concentration increases up to 42 g L!1 (15CMC), C3Glu3
and C4Glu3 form small aggregates (see ESIw, Table S2),
probably trimers for C3Glu3 and larger aggregates for
C4Glu3. Radii of gyration and molecular masses have been
determined via the Guinier approximation, the latter being
determined by comparing the forward scattering intensity
value I(0) at the highest concentration with the I(0) value
below the CAC (taken to be monomeric). Analysis of the pair
distribution function P(r) for C3Glu3 using the program
GNOM26 yielded a maximum particle dimension Dmax of
about 4 nm, consistent with DLS measurements. In the case
of C4Glu3, although the evolution is essentially the same, it
Fig. 4 logCAC plotted vs. number of carbons of the hydrophobic chains.
Fig. 5 Log(K0w) of tripods CnGlu3 plotted against number of carbon
of the hydrophobic chains.
Fig. 6 Stokes (or hydrodynamic) diameter distribution from DLS
measurements for amphiphile solutions as a function of length of
linear alkyl chains: C3Glu3 at 15 CMC (—, blue), C4Glu3 at 15 CMC
(–#–, green), C5Glu3 at 120 CMC (# # #, red), C6Glu3 at 15 CMC (– –,
black), C7Glu3 at 120 CMC (–##–, brown).
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was impossible to characterize the monomeric form below the
CAC due to a poor SAXS signal below 0.9 g L!1.
In the case of C5Glu3, the scattering curves clearly present a
different behaviour. The C5Glu3 pair distribution functions
(see ESIw, Fig. S3) and the Guinier analysis suggest the
formation of elongated objects, which lengthen as the tripod
concentration increases. The increase in intensity at very low
angles confirms the presence of larger objects, as compared
to C3Glu3 and C4Glu3. The SAXS curves were fitted using
least-square models, for C3- to C5Glu3 at the same high
concentration (Fig. 7A) and for C5Glu3 as a function of
concentration (Fig. 7B). By using a model of a generalized
Gaussian coil, C3Glu3 looks like an oblate ellipsoid. For
C4Glu3 and C5Glu3, a model of rod-like copolymer micelles
has been used, which shows that C4Glu3 is thinner and shorter
than C5Glu3 at their highest concentration, but thicker than
C3Glu3. Cross-sectional radius (1.52 " 0.04 nm), radius of
gyration and length were therefore determined for each
C5Glu3 concentration (see ESIw, Table S2). SAXS measure-
ments (Rg and Dmax) are in accordance with dynamic light
scattering measurements in terms of evolution of particle
dimensions as the hydrophobic tail increases in length. In
the case of C3- and C4Glu3, DLS is not able to distinguish
between the different species in solution (monomer and small
aggregates), and gives only an average hydrodynamic diameter
of tripods in solution. For C5Glu3, the DLS diameter is
slightly lower than the length determined by SAXS, since for
very long cylinders the diffusion and therefore the hydrodynamic
radius are mainly determined by the diameter of the rod, and not
by its length.27Differences in behaviour among C3Glu3, C4Glu3
and C5Glu3 have yet to be clearly explained. SAXS studies on
C6Glu3 and C7Glu3 would probably have shed further light on
tripod self-assembly, but their solubility was too low for SAXS
experiments.
An interesting question is whether the results obtained by
SAXS studies confirm the concept of the molecular packing
parameter introduced by Tanford.28
According to this theory, a simple and common conceptual
way of relating the geometric shape of an amphiphile and the
preferred type of aggregation is through the surfactant pack-
ing parameter.
P = v/al (1)
where v is the volume of the chain, l is the length of the chain
and a, the cross-sectional area of the head group. Cross-
sectional head group areas were determined from CMC
measurements as described in the Experimental section. For
single-chain hydrocarbon tails, both the length of the chain
and its volume can be estimated according to Tanford:
v = 3(27.4 + 26.9n) (2)
l = 1.5 + 1.265n (3)
where l is the length of the fully extended chain in A˚, v the
volume of the 3 alkyl chains in A˚3, and n the number of
hydrocarbon units in each chain.
Tanford et al. studied the factors determining the packing
patterns of amphiphilic molecules and the shape of aggregates.
Amphiphiles having Po 1/3 prefer to form spherical micelles
while those having either 1/3o Po 1
2
or 1
2
o Po 1, prefer to
form either rod-like or cylindrical micelles, or lamellar phases,
respectively. We can observe for all compounds (Table 1) that
the calculated values for each compound show small changes
in the critical packing parameter. The general trend predicted
by the molecular packing parameter does not seem valid for
our new tripod facial surfactants. Actually, this predictive
theory is valid if the micelle core is packed with surfactant
tails leaving no empty space.29 The volume occupied by the
hydrophobic part is certainly greater than that calculated with
eqn (2) because there is an empty space between the 3 chains due
to the presence of the rigid aromatic central core of this new
family of tensioactives. Trappman et al. pointed out that the
interaction of space-demanding dendritic amphiphiles dominates
their self-assembly process.30 Kratzat and Finkelmann have also
reported that asymmetrically branched non-ionic surfactants do
not follow the packing parameter model of Tanford.31Due to the
very low aggregation number of compounds C3Glu3, C4Glu3
and C5Glu3 measured by SAXS, the aggregation properties of
Fig. 7 (A) Experimental SAXS curves of C3- to C5Glu3 at their highest concentrations. (B) Scattering intensities of C5Glu3 at different
concentrations. The curves are not normalized for sake of clarity. The symbols represent the experimental data and the lines the data
fits.
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these compounds appear to be similar to those of bile salts.32 In
contrast to classical detergents, where the hydrophilic head group
and the lipophilic flexible aliphatic chains are clearly separated,
bile salt molecules have a lipophilic surface, which is the convex
side of the rigid steroid ring system and a hydrophilic surface
which is the polyhydroxylated concave side of the molecule. Bile
salt micelles also have much smaller aggregation numbers than
classical detergent micelles. Moreover, it is interesting to note
that bile salts behave quite differently in water from classical
detergents.33 They form two types of aggregates, small aggregates
and much larger ones. Small aggregates with an aggregation
number of less than 10 lead to the formation of primary micelles
of almost spherical shapes which transform with increasing
tensioactive concentration into secondary micelles with rod-like
structures. The results obtained by SAXS measurement with
C5Glu3 suggest an association behaviour of this amphiphilic
tripods equivalent to that of bile salts with a face-to-face
arrangement of the hydrophobic parts and the formation of
rod-shaped micelles whose length increases as a function of the
surfactant concentration (see ESIw in Table S2).
Conclusion
The synthetic route chosen for the synthesis of these new
benzene-based facial amphiphiles allows the selective introduc-
tion in good yield of hydrophilic and hydrophobic parts of the
molecule. Thus, both overall electrical charges and/or water
solubility of the polar head and nature and length of hydro-
phobic parts can be tuned easily. We show that the increased
number of small lipophilic chains and their segregation on one
side of these amphiphilic compound tripods afford them
tensioactive properties. Whatever the length of the hydrocarbon
part, these amphiphilic compounds exhibit self-aggregation
properties in water. They lead to particles whose size and shape
are closely dependent on the length of the hydrophobic tail. Long
hydrocarbon chains (C7Glu3) decrease tripod solubility in water,
and thus their ability to form small aggregates. The attachment
of other types of hydrophilic groups on the polar face of these
tripods should easily offset hydrophobicity, modulate the hydro-
philic lipophilic balance and solve problems of water solubility.
We use SAXS experiments to characterize two different beha-
viours in the self-aggregation of CnGlu3 tripods. The tripods
form aggregates whose size and shape depend on the length of
the hydrophobic tail. Interestingly, although the aggregation
numbers, Nagg, of these facial amphiphiles are very low, this
aggregation behaviour in water is close to that of natural facial
surfactants such as bile salt derivatives. The aggregation process
of C5Glu3 seems to proceed stepwise over a broad concentration
range, as with bile salt detergents. The design of these tripod
facial surfactants and their ability to interact face-to-face with the
hydrophobic part suggest that they are suitable for use in the
solubilization of large hydrophobic nanoparticles. The study of
their ability to handle and pinch-off specifically hydrophobic
nanoparticles in aqueous solution is currently in progress.
General method
All starting materials were commercially available and were
used without further purification. All solvents were of reagent
grade and used as received unless stated. THF and MeOH
were dried over Na and CH2Cl2 over CaH2 under argon
atmosphere. Commercially anhydrous DMF was stored over
activated molecular sieves of 3 A˚. The progress of the reactions
was monitored by thin layer chromatography (TLC, Merck
254, silica plates) and the compounds were detected either by
exposure to ultraviolet light (254 nm) or by spraying with a
0.05% permanganate aqueous solution or with an acidic
solution of ceric molybdate following heating at 150 1C. Flash
chromatography purifications were carried out on silica gel
(40–63 mm granulometry). Size exclusion chromatography
purifications were carried out on a Sephadex LH-20 resin. 1H
and 13C spectra were recorded on a Brucker AC 250 spectro-
meter at 250 MHz for 1H and 62.86 MHz for 13C. Chemical
shifts (d values) were reported in ppm downfield from internal
residual solvent as a heteronuclear reference. HRMS(ESI) was
determined on a QStar Elite mass spectrometer.
Synthesis
1,3,5-Tris(chloromethyl)-2,4,6-tris(propylthio)benzene (2a).
To a solution of potassium tert-butoxide (2.27 g, 20.23 mmol)
in DMI (30 mL) was added under argon atmosphere
propanethiol (3.8 mL, 21.76 mmol). The solution was stirred
for 10 min then compound 1 (2.28 g, 5.63 mmol) was added
and the thick mixture was stirred for 16 h at room tempera-
ture. The reaction mixture was poured into water (300 mL)
and extracted with AcOEt (3 ! 100 mL). The organic layer
was washed first with H2O (2 ! 50 mL), then with brine (50
mL), dried with anhydrous MgSO4, filtered and concentrated.
The crude compound was subjected to flash chromatography
on a silica gel column with AcOEt/cyclohexane (2 : 8), giving
the tris(hydroxymethyl) benzenic product as colorless oil (1.43
g, 97%). Rf 0.24 in AcOEt/cyclohexane (3 : 7).
1H NMR
(CDCl3) d 1.03 (t,
3
J = 7.34 Hz, 9H, 1.65 (six, 3J = 7.39
Hz, 6H), 2.89 (t, 3J= 7.55 Hz, 6H), 2.9 (br s, 3H), 5.31 (s, 6H).
13C NMR (CDCl3) d 13.5, 23.0, 40.7, 63.3, 137.2, 150.7.
Et3N (1.25 mL, 9 mmol) was added slowly to a solution of
the tris(hydroxymethyl)benzene derivative (1.2 g, 2 mmol) in
dry CH2Cl2 (30 mL) cooled with an ice bath at 5 1C under argon
atmosphere. Methane sulfonyl chloride (610 mL, 7.8 mM) was
added dropwise at 5 1C and the reaction mixture was stirred for
48 h at room temperature. The reaction mixture was monitored
by TLC with CH2Cl2/cyclohexane (1 : 9) as eluent until only one
spot was obtained, and then concentrated to give a crude
compound as an orange oil. Purification by flash chromato-
graphy on a silica gel column with CH2Cl2/cyclohexane (1 : 9)
gave the expected product as a white powder (1.09 g, 83%), Rf
0.53 in CH2Cl2/cyclohexane (1 : 9), Mp 88.7–89.1 1C.
1H NMR
(CDCl3) d 1.07 (t,
3
J = 7.36 Hz, 9H), 1.72 (six, 3J = 7.36 Hz,
6H), 3.02 (t, 3J= 7.36 Hz, 6H), 5.51 (s, 6H). 13C NMR (CDCl3)
d 13.6, 23.1, 40.9, 46.2, 139.9, 149.5. HRMS (ESI+) calcd for
C18H28Cl3S3 ([M + H]
+) 445.0436, found 445.0419.
Compounds 2b–2e were obtained as described previously
for 2a from 5.63 mmol of compound 1 by using the appropriate
thiol (butane-, pentane-, hexane- or heptanethiol) instead of
propane thiol.
1,3,5-Tris(chloromethyl)-2,4,6-tris(butylthio)benzene (2b).Yield
865 mg (88%), colorless oil, Rf 0.5 in CH2Cl2/cyclohexane (1 : 9).
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1H NMR (CDCl3) d 0.96 (t,
3J = 7.32 Hz, 9H), 1.49 (six, 3J =
7.3 Hz, 6H), 1.69 (six, 3J= 6.73 Hz, 6H), 3.04 (t, 3J= 7.53 Hz,
6H), 5.51 (s, 6H). 13C NMR (CDCl3) d 13.7, 22.1, 31.6, 38.7,
46.2, 140.0, 149.5. HRMS (ESI+) calcd for C21H34Cl3S3 ([M +
H]+) 487.0936, found 487.0888.
1,3,5-Tris(chloromethyl)-2,4,6-tris(pentylthio)benzene (2c).
Yield 925 mg (87%), colorless oil, Rf 0.56 in CH2Cl2/cyclo-
hexane (1 : 9). 1H NMR (CDCl3) d 0.93 (t,
3J = 7.12 Hz, 9H),
1.32–1.46 (m, 12H), 1.71 (p, 3J = 7.49 Hz, 6H), 3.03 (t, 3J =
7.63 Hz, 6H), 5.51 (s, 6H). 13C NMR (CDCl3) d 14.0, 22.3,
29.3, 31.1, 39.0, 46.2, 140.0, 149.5. HRMS (ESI+) calcd for
C24H40Cl3S3 ([M + H]
+) 529.1328, found 529.1358.
1,3,5-Tris(chloromethyl)-2,4,6-tris(hexylthio)benzene (2d).
Yield 1.03 g (91%), colorless oil, Rf 0.66 in CH2Cl2/cyclo-
hexane (1 : 9). 1H NMR (CDCl3) d 0.91 (t,
3J = 6.73 Hz, 9H),
1.29–1.47 (m, 18H), 1.7 (p, 3J = 7.8 Hz, 6H), 3.02 (t, 3J =
7.4 Hz, 6H), 5.51 (s, 6H). 13CNMR (CDCl3) d 14.1, 22.5, 28.6,
29.5, 31.4, 39.0, 46.2, 140.0, 149.5. HRMS (ESI+) calcd for
C27H46Cl3S3 ([M + H]
+) 571.1854, found 571.1827.
1,3,5-Tris(chloromethyl)-2,4,6-tris(heptylthio)benzene (2e).
Yield 993 mg (81%), colorless oil, Rf 0.38 in CH2Cl2/cyclo-
hexane (1 : 9). 1H NMR (CDCl3) d 0.91 (t,
3J = 6.73 Hz, 9H,
CH3), 1.31–1.44 (m, 24H), 1.71 (p,
3J = 7.65 Hz, 6H), 3.03
(t, 3J = 7.63 Hz, 6H), 5.51 (s, 6H). 13C NMR (CDCl3) d 14.1,
22.7, 28.6, 28.9, 29.0, 29.3, 29.6, 31.8, 39.0, 46.2, 140.0, 149.5.
HRMS (ESI+) calcd for C30H52Cl3S3 ([M + H]
+) 613.2203,
found 613.2234.
1,3,5-Tris(prop-2-ynyloxymethyl)-2,4,6-tris(propylthio) benzene
(3a). To a solution of propargyl alcohol (210 mL, 3.6 mmol)
in anhydrous DMF (5 mL) cooled to 0 1C was slowly added
NaH (60% w/w, oil dispersion) (144 mg, 3.6 mM) under argon.
The reaction mixture was stirred for 10 min and a solution of 2a
(656 mg, 1 mmol) in dry THF (5 mL) was slowly added at 0 1C.
The resulting mixture was stirred for 18 h at room temperature.
Then ice was added. The mixture was poured into water (50 mL)
and extracted with AcOEt (3 ! 50 mL). The organic layers
were gathered, washed first with H2O (2 ! 30 mL), then with
brine (30 mL), dried with anhydrous MgSO4, filtered and
concentrated. Purification by flash chromatography on a silica
gel column with CH2Cl2/cyclohexane (6 : 4) as eluent gave the
expected product as yellow oil (329 mg, 65%). Rf 0.36 in
CH2Cl2/cyclohexane (8 : 2).
1H NMR (CDCl3) d 1.02 (t,
3J =
7.34 Hz, 9H), 1.6 (p, 3J = 7.34 Hz, 6H), 2.5 (t, 4J = 2.38 Hz,
3H), 2.88 (t, 3J= 7.24 Hz, 6H), 4.34 (d, 4J= 2.35 Hz, 3H), 5.33
(s, 6H). 13C NMR (CDCl3) d 13.6, 23.0, 41.0, 58.1, 71.6, 74.4,
79.9, 141.4, 147.0.
Compounds 3b–3e were obtained as described previously
for 3a by using the appropriate 1,3,5-tris(chloromethyl)-2,4,6-
tris(alkylthio) benzene 2b–2e (0.5 mmol) instead of 2a.
1,3,5-Tris(prop-2-ynyloxymethyl)-2,4,6-tris(butylthio)benzene
(3b). Yield 339 mg (62%), yellow oil, Rf 0.43 in CH2Cl2/
cyclohexane (7 : 3). 1H NMR (CDCl3) d 0.92 (t,
3J = 7.2 Hz,
9H), 1.44 (six, 3J = 8.0 Hz, 6H), 1.57 (p, 3J = 7.01 Hz, 3H),
2.49 (t, 4J = 2.37 Hz, 3H), 2.9 (t, 3J = 7.5 Hz, 6H), 4.33
(d, 4J = 2.39 Hz, 6H), 5.3 (s, 6H). 13C NMR (CDCl3) d 14.1,
22.6, 29.6, 39.1, 58.1, 71.6, 74.4, 79.9, 141.4, 147.0.
1,3,5-Tris(prop-2-ynyloxymethyl)-2,4,6-tris(pentylthio) benzene
(3c). Yield 492 mg (84%), yellow oil, Rf 0.45 in CH2Cl2/
cyclohexane (6 : 4). 1H NMR (CDCl3) d 0.9 (t,
3J = 7.06 Hz,
9H), 1.29–1.42 (m, 12H), 1.58 (m, 6H), 2.49 (t, 4J = 2.32 Hz,
3H), 2.89 (t, 3J = 7.49 Hz, 6H), 4.33 (d, 4J = 2.36 Hz, 6H), 5.3
(s, 6H). 13C NMR (CDCl3) d 14.0, 22.3, 29.4, 31.2, 39.0, 58.1,
71.6, 74.4, 79.9, 141.4, 147.0.
1,3,5-Tris(prop-2-ynyloxymethyl)-2,4,6-tris(hexylthio)benzene
(3d). Yield 488 mg (77%), yellow oil, Rf 0.45 in CH2Cl2/
cyclohexane (6 : 4). 1H NMR (CDCl3) d 0.9 (t,
3J = 6.81 Hz,
9H), 1.26–1.43 (m, 18H), 1.59 (p, 3J = 8.88 Hz, 6H), 2.49
(t, 4J = 2.37 Hz, 3H), 2.89 (t, 3J = 7.5 Hz, 6H), 4.33 (d, 4J =
2.39 Hz, 6H), 5.3 (s, 6H). 13C NMR (CDCl3) d 14.1, 22.6, 28.7,
29.6, 31.5, 39.1, 58.1, 71.6, 74.4, 79.9, 141.4, 147.0.
1,3,5-Tris(prop-2-ynyloxymethyl)-2,4,6-tris(heptylthio) benzene
(3e). Yield 452 mg, (67%) yellow oil, Rf 0.45 in CH2Cl2/
cyclohexane (6:4). 1H NMR (CDCl3) d 0.9 (t,
3J = 6.88 Hz,
9H), 1.27–1.4 (m, 24H), 1.59 (p, 3J=8.88 Hz, 6H), 2.49 (t, 4J=
2.37 Hz, 3H), 2.89 (t, 3J = 7.5 Hz, 6H), 4.33 (d, 4J = 2.39 Hz,
6H), 5.3 (s, 6H). 13CNMR (CDCl3) d 14.1, 22.6, 28.7, 29.6, 31.5,
39.1, 58.1, 71.6, 74.4, 79.9, 141.4, 147.0.
1,3,5-Tris[1-(b-D-glucopyranosyl)-1,2,3-triazole-4-yloxymethyl]-
2,4,6-tris(propylthio) benzene (C3Glu3). To a solution of 3a
(358 mg, 0.5 mmol) in THF (15 mL) at room temperature was
added 2,3,4,6-tetra-O-acetyl-b-D-glucopyranosyl azide (740 mg,
1.8 mmol), DIEA (520 mL, 3 mmol) and CuI (29 mg, 0.15 mmol).
The resulting green mixture was stirred for 24 h at room
temperature. AcOEt (60 mL) was then added and the organic
layer was washed first with saturated aqueous NH4Cl
(3 ! 20 mL), then with brine (20 mL), dried with anhydrous
MgSO4, filtered and concentrated. The crude solid was subjected
to flash chromatography on a silica gel column with a gradient of
AcOEt/CH2Cl2 (1 : 9 to 4:6), giving the acetylated product as a
white powder (677 mg, 83%). Rf 0.26 in AcOEt/CH2Cl2 (4 : 6).
Mp 190.1–192.9 1C. [a]25D = "56.2 (c 1, CH2Cl2).
1H NMR
(CDCl3) d 0.92 (t,
3J=7.41 Hz, 9H), 1.53 (six, 3J=7.4 Hz, 6H),
1.88 (s, 9H), 2.05–2.09 (3s, 27H), 2.79 (t, 3J = 7.41 Hz, 6H),
4.02 (ddd, 3J = 2.82 Hz, 3J = 4.76 Hz, 3J = 9.98 Hz, 3H),
4.14 (dd, 3J = 2 Hz, 2J = 12.53 Hz, 3H), 4.3 (dd, 3J = 4.95 Hz,
2J = 12.56 Hz, 3H), 4.82 (s, 6H), 5.21–5.33 (m, 9H), 5.4–5.53
(m, 6H), 5.9 (d, 3J=9.0 Hz, 3H), 7.83 (s, 3H). 13CNMR (CDCl3)
d 14.0, 20.2, 20.6, 20.7, 23.0, 40.8, 61.6, 64.2, 67.7, 70.2, 72.0, 72.8,
75.0, 85.7, 121.1, 141.1, 146.0, 147.1, 168.9, 169.4, 170.0, 170.6.
Deacetylated compound. An acetylated compound (550 mg,
0.3 mmol) was dissolved in 50 mL of a dry mixture of THF/
MeOH (1 : 4). A sufficient catalytic quantity of sodium meth-
oxide was added to reach a pH of 9–10 and the reaction
mixture was stirred for 24 h at room temperature. The solution
was neutralized with the resin acid IRC-50 (pH = 7), filtered
and concentrated. The solid was purified by Sephadex LH-20
size exclusion chromatography with methanol, giving the
expected product as a white powder (246 mg, 73%). Rf 0.18
in AcOEt/MeOH/H2O (7 : 2 : 1). Mp 182.8–184.1 1C. [a]
25
D =
"8.0 (c 1, MeOH). HRMS (ESI+) calcd for C45H71N9O18S3
([M + 2H]2+): 560.7034, found 560.7033. 1H NMR (DMSO)
d 0.90 (t, 3J = 7.4 Hz, 9H), 1.45 (six, 3J = 7.23 Hz, 6H),
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2.79 (t, 3J = 7.28 Hz, 6H), 3.23 (m, 3H), 3.37–3.48 (m, 9H),
3.66–3.77 (m, 6H), 4.63 (t, 3J= 7.5 Hz, 3H), 4.69 (s, 6H), 5.18
(d, 3J= 5.36 Hz, 3H), 5.19 (s, 6H), 5.3 (d, 3J = 4.81 Hz, 3H),
5.37 (d, 3J = 6.06 Hz, 3H), 5.53 (d, 3J = 9.23 Hz, 3H),
8.27 (s, 3H). 13C NMR (DMSO) d 13.8, 22.9, 39.0, 61.6, 64.2,
70.0, 71.8, 72.5, 77.4, 80.4, 87.9, 123.6, 140.4, 144.1, 147.3.
Compounds CnGlu3 were obtained as previously described
for the synthesis of C3Glu3 by using the appropriate 1,3,5-
tris(prop-2-ynyloxymethyl)-2,4,6-tris(alkylthio)benzene 3b–3e
(0.5 mmol) instead of 3a, then 0.3 mmol of acetylated
compound.
1,3,5-Tris[1-(b-D-glucopyranosyl)-1,2,3-triazole-4-yloxymethyl]-
2,4,6-tris(butylthio) benzene (C4Glu3)
Acetylated compound. Yield 627 mg (75%), white powder,
Rf 0.32 in AcOEt/CH2Cl2 (4 : 6). Mp 194.3–195.9 1C. [a]
25
D =
!54.9 (c 1, CH2Cl2).
1HNMR (CDCl3) d 0.86 (t,
3J= 7.12 Hz,
6H), 1.34 (six, 3J= 7.65 Hz, 6H), 1.45–1.68 (m, 6H), 1.9 (s, 9H),
2.04–2.09 (3s, 27H), 2.81 (t, 3J = 7.41 Hz, 6H), 4.02 (m, 3H),
4.14 (dd, 3J = 1.73 Hz, 2J = 12.55 Hz, 3H), 4.3 (dd, 3J =
4.85 Hz, 2J = 12.62 Hz, 3H), 4.83 (s, 6H), 5.22–5.33 (m, 9H),
5.4–5.53 (m, 6H), 5.9 (d, 3J = 8.75 Hz, 3H), 7.84 (s, 3H). 13C
NMR (CDCl3) d 13.7, 20.2, 20.6, 20.7, 22.1, 31.7, 38.6, 61.6,
64.2, 67.7, 70.3, 72.0, 72.8, 75.0, 85.7, 121.1, 141.1, 146.0, 147.1,
168.8, 169.4, 170.0, 170.5.
Deacetylated compound. Yield 289 mg (87%), white powder,
Rf 0.4 in AcOEt/MeOH/H2O (7 : 2 : 1). Mp 184.3–186.0 1C.
[a]25D = !8.4 (c 1, MeOH). HRMS (ESI
+) calcd for
C48H77N9O18S3 ([M + 2H]
2+): 581.7269, found
581.7275.1H NMR (DMSO) d 0.82 (t, 3J = 7.03 Hz, 9H),
1.26–1.41 (m, 12H), 2.81 (t, 3J = 6.91 Hz, 6H), 3.22 (m, 3H),
3.37–3.46 (m, 9H), 3.67–3.79 (m, 6H), 4.63 (t, 3J = 5.09 Hz,
3H), 4.69 (s, 6H), 5.19 (s, 9H), 5.31 (d, 3J= 4.49 Hz, 3H), 5.36
(d, 3J= 5.96 Hz, 3H), 5.53 (d, 3J = 9.2 Hz, 3H), 8.25 (s, 3H).
13C NMR (DMSO) d 14.1, 21.9, 31.7, 38.0, 61.2, 64.2, 70.0,
71.8, 72.6, 77.4, 80.4, 87.9, 123.5, 140.4, 144.1, 147.3.
1,3,5-Tris[1-(b-D-glucopyranosyl)-1,2,3-triazole-4-yloxymethyl]-
2,4,6-tris(pentylthio) benzene (C5Glu3)
Acetylated compound. Yield 685 mg (79%), white powder,
Rf 0.42 in AcOEt/CH2Cl2 (4 : 6). Mp 179.5–181.2 1C. [a]
25
D =
!55.9 (c 1, CH2Cl2).
1HNMR (CDCl3) d 0.86 (t,
3J= 7.1 Hz,
9H), 1.25–1.31 (m, 12H), 1.5 (p, 3J = 7.26 Hz, 6H), 1.88
(s, 9H), 2.05–2.08 (3s, 27H), 2.8 (t, 3J = 7.41 Hz, 6H), 4.02
(m, 3H), 4.14 (dd, 3J = 1.98 Hz, 2J = 12.55 Hz, 3H), 4.3
(dd, 3J= 4.83 Hz, 2J= 12.52 Hz, 3H), 4.81 (s, 6H), 5.21–5.32
(m, 9H), 5.39–5.52 (m, 6H), 5.9 (d, 3J = 8.93 Hz, 3H), 7.83
(s, 3H). 13C NMR (CDCl3) d 14.0, 20.2, 20.6, 20.7, 22.3, 29.3,
31.1, 38.9, 61.6, 64.2, 67.7, 70.0, 71.9, 72.7, 75.0, 85.7, 121.1,
141.1, 146.0, 147.1, 168.8, 169.4, 170.0, 170.6.
Deacetylated compound. Yield 346 mg (95%), white powder,
Rf 0.46 in AcOEt/MeOH/H2O (7 : 2 : 1). Mp 187.8–189.3 1C.
[a]25D = 17.7 (c 1, MeOH). HRMS (ESI
+) calcd for
C51H83N9O18S3 ([M + 2H]
2+): 602.7504, found 602.7506.
1H NMR (DMSO) d 0.82 (t, 3J = 6.96 Hz, 9H), 1.18–1.25
(m, 12H), 1.42 (m, 6H), 2.79 (t, 3J = 7.24 Hz, 6H), 3.19–3.26
(m, 3H), 3.34–3.45 (m, 9H), 3.66–3.78 (m, 6H), 4.62 (t, 3J =
5.56 Hz, 3H), 4.68 (s, 6H), 5.18 (2s, 9H), 5.31 (d, 3J= 4.67 Hz,
3H), 5.36 (d, 3J = 6.03 Hz, 3H), 5.53 (d, 3J = 9.23 Hz, 3H),
8.23 (s, 3H). 13C NMR (DMSO) d14.3, 22.2, 29.2, 30.9, 38.2,
61.2, 64.2, 70.0, 71.8, 72.6, 77.4, 80.4, 87.9, 123.5, 140.4,
144.1, 147.3.
1,3,5-Tris[1-(b-D-glucopyranosyl)-1,2,3-triazole-4-yloxymethyl]-
2,4,6-tris(hexylthio) benzene (C6Glu3)
Acetylated compound. Yield 643 mg (73%), white powder,
Rf 0.47 in AcOEt/CH2Cl2 (4 : 6). Mp 123.7–125.4 1C. [a]
25
D =
!54.8 (c 1, CH2Cl2).
1H NMR (CDCl3) d 0.87 (t,
3J= 7.0 Hz,
9H), 1.25–1.35 (m, 18H), (p, 3J = 7.38 Hz, 6H), 1.89 (s, 9H),
2.05–2.11 (3s, 27H), 2.79 (t, 3J = 7.28 Hz, 6H), 4.02 (m, 3H),
4.14 (dd, 3J = 1.75 Hz, 2J = 12.53 Hz, 3H), 4.3 (dd, 3J =
4.96 Hz, 2J = 12.71 Hz, 3H), 4.81 (s, 6H), 5.22–5.28 (m, 9H),
5.39–5.53 (m, 6H), 5.9 (d, 3J= 8.85 Hz, 3H), 7.83 (s, 3H). 13C
NMR (CDCl3) d 14.1, 20.2, 20.5, 20.6, 20.7, 22.5, 28.6, 29.6,
31.4, 38.9, 61.6, 64.2, 67.7, 70.2, 71.9, 72.8, 75.0, 85.7, 121.1,
141.1, 146.0, 147.0, 168.8, 169.4, 170.0, 170.5.
Deacetylated compound. Yield 347 mg (88%), white powder,
Rf 0.46 in AcOEt/MeOH/H2O (7 : 2 : 1). Mp 186.8–188.1 1C.
[a]25D = !8.2 (c 1, MeOH). HRMS (ESI
+) calcd for
C54H89N9O18S3 ([M + 2H]
2+): 623.7738, found 623.7739.
1H NMR (DMSO) d 0.82 (t, 3J = 6.96 Hz, 9H), 1.18–1.25
(m, 12H), 1.42 (m, 6H), 2.79 (t, 3J = 7.24 Hz, 6H), 3.19–3.26
(m, 3H), 3.34–3.45 (m, 9H), 3.66–3.78 (m, 6H), 4.62 (t, 3J =
5.56 Hz, 3H), 4.68 (s, 6H), 5.18 (2s, 9H), 5.31 (d, 3J= 4.67 Hz,
3H), 5.36 (d, 3J = 6.03 Hz, 3H), 5.53 (d, 3J = 9.23 Hz, 3H),
8.23 (s, 3H). 13C NMR (DMSO) d 14.3, 22.2, 29.2, 30.9, 38.2,
61.2, 64.2, 70.0, 71.8, 72.6, 77.4, 80.4, 87.9, 123.5, 140.4,
144.1, 147.3.
1,3,5-Tris[1-(b-D-glucopyranosyl)-1,2,3-triazole-4-yloxymethyl]-
2,4,6-tris(heptylthio) benzene (C7Glu3)
Acetylated compound. Yield 645 mg (72%), white powder,
Rf 0.54 in AcOEt/CH2Cl2 (4 : 6). Mp 134.2–136.7 1C. [a]
25
D =
!50.8 (c 1, CH2Cl2).
1H NMR (CDCl3) d 0.88 (t,
3J= 6.9 Hz,
9H), 1.25 (m, 24H), 1.47 (p, 3J = 7.54 Hz, 3H), 1.89 (s, 9H),
2.05–2.11 (3s, 27H), 2.79 (t, 3J = 7.3 Hz, 6H), 4.02 (ddd,
3J = 1.99 Hz, 3J = 5.27 Hz, 3J = 10.17 Hz, 3H), 4.14 (dd,
3J = 1.95 Hz, 2J = 12.54 Hz, 3H), 4.3 (dd, 3J = 4.97 Hz,
2J = 12.63 Hz, 3H), 4.81 (s, 6H), 5.22–5.28 (m, 9H), 5.4–5.53
(m, 6H), 5.9 (d, 3J = 8.98 Hz, 3H), 7.83 (s, 3H). 13C NMR
(CDCl3) d 14.1, 20.2, 20.5, 20.6, 20.7, 22.6, 28.9, 29.7, 31.7,
38.9, 61.6, 64.2, 67.7, 70.2, 71.9, 72.8, 75.0, 85.7, 121.2, 141.1,
146.0, 147.0, 168.8, 169.4, 170.0, 170.5.
Deacetylated compound. Yield 341 mg (87%), white powder,
Rf 0.53 in AcOEt/MeOH/H2O (7 : 2 : 1). Mp 183.0–184.7 1C.
[a]25D = !7.4 (c 1, MeOH). HRMS (ESI
+) calcd for
C57H95N9O18S3 ([M + 2H]
2+): 644.7973, found 644.7978.
1H NMR (DMSO) d 0.85 (t, 3J = 6.95 Hz, 9H), 1.22–1.41
(m, 30H), 2.79 (t, 3J = 6.77 Hz, 6H), 3.17–3.27 (m, 3H),
3.36–3.45 (m, 9H), 3.67–3.76 (m, 6H), 4.62 (t, 3J = 5.54 Hz,
3H), 4.68 (s, 6H), 5.17 (2s, 9H), 5.3 (d, 3J = 4.73 Hz), 5.35 (d,
3J = 6.06 Hz, 3H), 5.53 (d, 3J = 9.21 Hz, 3H), 8.24 (s, 3H).
13C NMR (DMSO) d 14.4, 22.5, 28.7, 28.8, 29.6, 31.6, 38.3,
61.3, 64.2 70.0, 71.7, 72.6, 77.4, 80.4, 87.9, 123.5, 140.3,
144.0, 147.2.
1178 New J. Chem., 2012, 36, 1170–1179 This journal is c The Royal Society of Chemistry and the Centre National de la Recherche Scientifique 2012
1,3,5-Tris(prop-2-ynyloxymethyl) benzene (4). To a solution
of propargyl alcohol (311 mg, 5.5 mmol) in anhydrous DMF
(8 mL) cooled to 0 1C, was added, little by little, under argon
atmosphere a 60% NaH (131 mg, 5.5 mmol) oil dispersion.
The reaction mixture was stirred for 10 min and a solution of
tris(bromomethyl)benzene (505 mg, 1.4 mmol) in dry DMF
(1 mL) was slowly added at 0 1C. The resulting mixture was
stirred for 18 h at room temperature and ice was added to
neutralize the basic solution. The mixture was poured into water
(50 mL) and extracted with AcOEt (3 ! 50 mL). The organic
layers were gathered, washed first with H2O (2 ! 30 mL), then
with brine (30 mL), dried with anhydrous MgSO4, filtered and
concentrated. Purification by flash chromatography on a silica
gel column with CH2Cl2/cyclohexane (85 : 15) gave the expected
product as yellow oil (511 mg, 48%). Rf 0.51 in CH2Cl2/
cyclohexane (9 : 1). 1H NMR (CDCl3) d 2.5 (t,
4J = 2.38 Hz,
3H), 4.22 (d, 4J = 2.38 Hz, 6H), 4.64 (s, 6H), 7.33 (s, 3H).
13C NMR (CDCl3) d 57.33, 71.30, 74.77, 79.55, 127.12, 137.93.
1,3,5-Tris[1-(b-D-glucopyranosyl)-1,2,3-triazole-4-yloxymethyl]
benzene (C0Glu3). Compound C0Glu3 was obtained as
described for the synthesis of C3Glu3 by using the appropriate
1,3,5-tris(prop-2-ynyloxymethyl)-benzene instead of 3a.
Acetylated compound. Yield 481 mg (50%), white powder,
Rf 0.48 in AcOEt/CH2Cl2 (8 : 2).
1H NMR (CDCl3)
d 2.00–2.06 (3s, 26H), 4.04–4.32 (m, 9H), 4.55 (s, 6H) 4.62
(s, 6H), 5.27–5.88 (m, 9H), 6 (d, 3J = 9.04 Hz, 3H), 7.32
(s, 3H), 8.04 (s, 3H). 13C NMR (CDCl3) d 20.1, 20.5, 20.6,
20.7, 61.5, 62.7, 67.7, 70.3, 71.6, 72.7, 74.9, 85.6, 121.7, 127.3
138.2, 145.6 168.9, 169.5, 170.0, 170.5.
Deacetylated compound. Yield 308 mg (87%), white powder,
Rf 0.51 in AcOEt/MeOH/H2O (5 : 4 : 3). Mp 175.0–176 1C. [a]
25
D
= "7.4 (c 1, MeOH). 1H NMR (DMSO) d 2.51–3.47 (m, 24H),
3.68–3.82 (m, 6H), 4.15 (m, 3H), 4.57 (s, 6H), 4.60 (s, 6H), 4.68
(m, 3H), 5.24 (m, 3H), 5.39–5.46 (m, 9H), 5.54 (d, 3J = 9.2 Hz,
3H), 7.27 (s, 3H), 8.38 (s, 3H). 13C NMR (DMSO-d6) d 49.06,
61.20, 63.35, 69.99, 71.67, 72.51, 77.39, 80.40, 87.96, 123.82,
126.43, 138.77, 144.17.
Surface tension measurements
The surface activity of facial amphiphiles in solution at the air/
water interface was determined by the Wilhelmy plate technique
using a Kru¨ss K100 tensiometer controlled by Labdesk software
(Kru¨ss, Germany). All solutions were prepared at least 12 hours
before the measurements with water purified using a Milli-Q
system (Millipore; resistivity = 18.2 MO cm; surface tension =
72.8 mN m"1). A 20 mL initial volume of the facial amphiphile
solution was taken in a glass trough, and surface tensions were
determined by a dilution technique. The platinum plate was
cleaned by flaming before experiments. All measurements were
carried out at 25 1C and repeated 3 times unless otherwise noted.
The surface excess G at the air–water interface was calculated by
theGibbs adsorption isotherm equationG="(1/RT)(dg/dlogC),
where g is the surface tension (N m"1) at the surfactant concen-
tration C (mol L"1). The occupied area (Amin) per surfactant
molecule was calculated from Amin = 1/NAG, where NA is
Avogadro’s number.
Dynamic light scattering measurements
Hydrodynamic diffusion coefficients and polydispersity index
of CnGlu3 solutions at different concentrations were measured
at 25 1C using a Zetasizer Nano-S model 1600 (Malvern
Instruments Ltd., UK) equipped with a He–Ne laser (l =
633 nm, 4.0 mW). The solutions were prepared and stored
at room temperature overnight before measurements. The
samples were filtered through a 0.45 mm filter and placed in
a 45 mL-cuvette. The experimental run time was 10 s and
experimental data are reported as an average of 10 values from
10 scans. Scattered light intensity was measured at a scattering
angle of 1731 relative to the laser source (backscattering
detection). The time-dependent correlation function was
analyzed using an exponential decay model. When there was
a low polydispersity index (PDIo 20%), a Stokes radius (RS)
of particles was estimated from the diffusion coefficient (D)
using the Stokes–Einstein equation D = kBT/6pZRS, where
kB is the Boltzmann constant, T the absolute temperature and
Z the viscosity of the solvent. This enabled intensity size
distribution to be converted into volume size distribution via
the manufacturer’s software, according to the Mie theory
which gives a good estimation of the mean size of particles
in solution.
Determination of logK0w values
We used reversed-phase high-performance liquid chromato-
graphy, a common and rapid technique for indirect determi-
nation of the octanol/water partition coefficient as a measure
of the lipophilicity of organic compounds. The facial amphi-
philes were dissolved in MeOH at a concentration of 1 g L"1
and injected into a reverse-phase column (C18, 5 mm granu-
lometry, 250 ! 4.6 mm) at room temperature.25 Compounds
were eluted with various MeOH/H2O mixtures (from 95 : 5 to
65 : 35). The measurements were performed at a flow rate of
0.8 mL min"1 and detected at 220 nm. The value of log k0w
was calculated as log k0w = log[(t–t0)/t0], where t is the
retention time of the compound and t0 is the elution time of
MeOH, which is not retained on the column. log k0w values
were obtained by extrapolation of the linear regression to
0% MeOH.
Small angle X-ray scattering (SAXS)
The structure of particles in solution (radius of gyration,
dimensions of self-assembled structures, molecular mass) was
characterized by SAXS using Synchrotron radiation on the
ID14-eh3 beamline at European Synchrotron Research Facility
(Grenoble, France). Scattering patterns were measured at several
solute concentrations ranging from 2 to 40 g L"1 in H2O. For
a sample–detector distance of 1.83 m and an X-ray wavelength
l = 0.0931 nm, a 0.01 o q o 3.5 nm"1 range of momentum
transfer was covered. To avoid radiation damage during the
scattering experiments, the sample was kept circulating in the cell
while the data were collected in 10 successive 30 s frames.
Individual frames were averaged after normalization to the
intensity of the incident beam and corrected for detector response,
and the scattering of the buffer was subtracted. The difference
curves were scaled for the solute concentration. All data mani-
pulations were performed via the program package PRIMUS.34
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The forward scattering values I(q = 0) and the radii of gyration
Rg were evaluated using the Guinier approximation assuming
that, at very small angles (qRgo 1), the intensity is represented as
I(q) = I(0)exp(!(qRg)
2/3). For rod-like particles, scattering
curves were analyzed by plotting qI(q) E exp(!(qRg)
2/2). The
scattering data were separated into two parts: a low-angle range
where the length of the rod L=O12Rg can be determined and a
higher-angle region where the diameter can be obtained from
data at angles where 2p/Lo qo 1/Rc (Rc is the cross-sectional
radius of gyration). The molecular weight (MW) of the solutes
was estimated by comparing their forward scattering intensity
with that of a reference solution35 of bovine serum albumin
(MWBSA = 66 kDa), corrected for electron density and partial
specific volume of solutes. Partial specific volumes were estimated
from the chemical compositions of the molecules. Nagg is calcu-
lated by dividing the aggregate molecular weight obtained from
the forward intensity by the molecular weight of the monomer.
The SAXS data in Fig. 7 were further analyzed using the SASfit
software package.36 For C4Glu3 and C5Glu3, a model from Jan
Skov Pedersen of rod-like copolymer micelles was used. This
model worked reasonably well except for sample C3Glu3, which
needed to be treated with a model of a generalized Gaussian coil.
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Structural studies of membrane protein are still challenging due to several severe bottlenecks, the ﬁrst being
the overproduction of well-folded proteins. Several expression systems are often explored in parallel to fulﬁl
this task, or alternately prokaryotic analogues are considered. Although, mitochondrial carriers play key roles
in several metabolic pathways, only the structure of the ADP/ATP carrier puriﬁed from bovine heart mito-
chondria was determined so far. More generally, characterisations at the molecular level are restricted to
ADP/ATP carrier or the uncoupling protein UCP1, another member of the mitochondrial carrier family,
which is abundant in brown adipose tissues. Indeed, mitochondrial carriers have no prokaryotic homologues
and very few efﬁcient expression systems were described so far for these proteins. We succeeded in produc-
ing UCP1 using a cell free expression system based on E. coli extracts, in quantities that are compatible with
structural approaches. The protein was synthesised in the presence of a ﬂuorinated surfactant, which main-
tains the protein in a soluble form. Further biochemical and biophysical analysis such as size exclusion chro-
matography, circular dichroism and thermal stability, of the puriﬁed protein showed that the protein is non-
aggregated, monodisperse and well-folded.
© 2011 Elsevier B.V. All rights reserved.
1. Introduction
UCP1 (uncoupling protein 1) belongs to the mitochondrial carri-
er family (MCF), which comprises more than 40 integral membrane
proteins transporting metabolites across the inner mitochondrial
membrane [1]. This transport is linked to major metabolic path-
ways occurring in mitochondria, which are essential to eukaryotic
metabolism. Because of their functional importance, impairment
of such carriers leads to severe diseases (for review see [2]). MCF
members share several characteristics: (a) they are encoded by nuclear
genes, (b) they have a molecular mass of 30–35 kDa, (c) six trans-
membrane helices are predicted from their sequence, (d) their se-
quence displays three repeated regions of about 100 amino acids
each, and (e) strongly conserved amino acids forming a character-
istic signature for these carriers, the MCF motif, are found in each
repeated region. Despite of these common features each of them
is highly speciﬁc to the transport of one metabolite [3]. The ADP/
ATP carrier (AAC) is the most studied MCF carrier and is the ﬁrst
for which a high-resolution structure was solved [4]. From the loca-
tion of MCF motifs in the structure, it is predicted that all MCF
members have a similar folding. However, the speciﬁc recognition
mode of the substrates as well as the conformation changes occur-
ring during the transport, still are elusive. UCP1 is the second most
studied MCF member (for review see [5]). By inducing a proton leak
across the inner mitochondrial membrane, it is responsible for the dis-
sipation of the proton gradient [6,7], and the uncoupling of oxidative
phosphorylation from ATP synthesis. UCP1 is expressed in the brown
adipose tissue (BAT) and because of the respiration uncoupling, fat
stored into brown adipocytes converts into heat. UCP1 is a key compo-
nent of non-shivering thermogenesis and several reports suggest its
role in the protection against diet-induced obesity [8–10].
All the efforts to characterise biochemically and structurally MCF
carriers are hindered by the difﬁculty in producing sufﬁcient amounts
of high-quality samples, known to be a major bottleneck for
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membrane proteins. As predicted from the known AAC structure, MCF
carriers consist in 6 transmembrane helices partially interacting with
the lipid bilayer and partially accessible to the solvent, explaining
their high lability. This topology was conﬁrmed with the recent
UCP2 structure [11]. Most of the published studies on puriﬁed MCF
carriers have been made with protein puriﬁed from native tissues,
which explains the more extensive studies on AAC extracted from
heart or liver mitochondria (see i.e. [12–14] and for review [15]),
and on UCP1 found in BAT (see i.e. [16–19], and for review [20]). Al-
though AAC and UCP1 are quite abundant in heart or liver mitochon-
dria and BAT, respectively, the puriﬁcation of native proteins
remains difﬁcult to control and the production of mutants necessary
for the study of structure–function relationships impossible. One of
the major biochemical difﬁculties is that native MCF do not bind to
chromatographic column and instead are generally isolated from the
ﬂow through of hydroxylapatite column when solubilised with Triton
X-100 or LAPAO. A bacterial expression protocol including a large
number of steps was recently published for UCP2 and led to the ﬁrst
structural insights of UCP2 by NMR [11]. Establishing efﬁcient and ro-
bust protocols for the heterologous production and puriﬁcation of
functional mitochondrial carriers still remains an essential but chal-
lenging task for the study of the MCFs.
Two heterologous production systems of UCP1 have been de-
scribed so far: (a) the production in E. coli as inclusion bodies
[21–23] and (b) the expression in yeast [24–27]. Although, the oxo-
glutarate/malate carrier has been produced in large amounts from in-
clusion bodies [28], UCP1 could not be produced with similar yields.
The ﬁnal amounts of pure protein obtained from inclusion bodies or
yeast are low and rather inadequate for structural studies. We present
herein the production of UCP1 using the cell free system, which cou-
ples transcription and translation reactions into the same reaction
medium [29]. This technique developed since a decade mainly for sol-
uble proteins, emerged recently for membrane proteins. A consider-
able variety of prokaryotic or eukaryotic membrane proteins,
belonging to different family, having up to twelve membrane helices
and for some with molecular masses exceeding 100 kDa, have already
been successfully expressed (for review see [30]). Among other ad-
vantages, cell free expression overcomes general limitations known
for cellular expression such as targeting, translocation and insertion
into the cell membrane, a limited volume of membranes into which
proteins can be inserted, and toxic or inhibitory effects induced by
the proteins on the host cell. In addition, the set-up of the cell free
system offers a multitude of options to adapt the reaction conditions
and to directly supply any compound favouring the expression or sta-
bility of proteins of interest. In order to produce UCP1 in the soluble
fraction of the reaction medium, we added surfactants above their
critical micellar concentrations (cmc) and explored various types of
compounds from classical detergents to non commercial surfactants.
Fluorinated surfactants [31] are of particular interest for stabilising
membrane proteins [32] and were already shown to be compatible
with the cell free machinery [33]. We were able to produce UCP1 in
quantities that are compatible with structural studies in the presence
of ﬂuorinated surfactants. As shown from size exclusion chromatog-
raphy and circular dichroism, including thermal stability, the protein
is monodisperse, well-folded and sufﬁciently stable for structural
studies.
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Fig. 1. Chemical structures of FTACs, CnUm and Tripod surfactants. FTACs are short oligomers of Tris (hydroxymethyl) acrylamidomethane (THAM) prepared in the presence of ﬂuo-
rinated mercaptans as transfer reagents, to introduce (hemi) ﬂuorinated chain at the end of polymeric backbone [31]. CnUm are prepared from mercapto glycerol as starting ma-
terial which is ﬁrst endowed with two hydrophobic tails bearing Cn carbon atoms, then involved in telomerization reaction of THAM monomer to multiply the number of Tris
moieties (m) as polar heads [34]. Three hydrocarbon chains and three glucosyl groups are grafted onto the central mesitylene forming the hydrophobic and hydrophilic faces of
C5Glu3, respectively [35].
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2. Material and methods
2.1. Surfactants and lipids
Detergents were purchased from Anatrace (except Triton X-100
from Sigma), and lipids from Avanti Polar Lipids. Hemiﬂuorinated
(HFTACs) or ﬂuorinated surfactants (FTACs), phospholipid-like sur-
factants (CnUm) and facial amphiphiles C5Glu3 (Fig. 1), were synthe-
sised by one coauthoring team (B. Pucci, A. Polidori and L.A. Barret).
FnTACm contain ﬂuorinated hydrophobic tails consisting of n carbons
(6 or 8 in this study), and m is the average degree of polymerization
of the polar head [31]. Their physical–chemical properties (including
cmc) are independent of the average degree of polymerization of the
polar head. Three different FTACs were initially screened (Table 1).
Only F8TAC5 was considered in additive screens and upscale experi-
ments. In the corresponding sections, unless speciﬁed, FTAC refers
to F8TAC5. Phospholipid-like surfactants CnUm have two hydrophobic
tails bearing Cn carbon atoms, and m Tris moieties as polar heads [34].
The hydrophobic face of the facial amphiphile C5Glu3 consists of three
short hydrocarbon chains (3 to 7 carbons each). Three glucosyl
groups grafted onto a central mesitylene constitute the hydrophilic
face [35]. The peptergents were a gift from S. Zhang (MIT, USA).
2.2. Cloning
The rUCP1 cDNAwas ampliﬁed by PCR using the primers UCP1-NOTI-
FW (TATGAGCGGCCGCATGGTGAGTTCGACAACTTCCG) and UCP1-CFR9I-
24A-REV (CGGATCCCGGGCTATGTGGTGCAGTCCACTGTCTGC) for inser-
tion into the plasmid pIVEX 2.4a (Roche) or UCP1-CFR9I-MCS-REV
(CGGATCCCGGGTGTGGTGCAGTCCACTGTCTGCC) for insertion into the
plasmid pIVEX 2.3MCS (Roche). The PCR product was inserted between
the NotI and Cfr9I restrictions sites of the vectors pIVEX 2.4a or pIVEX
2.3MCS encoding for anN-terminal or C-terminal poly (His) 6 tag respec-
tively. These vectors are optimised for expression in theRapid Translation
System (RTS) cell-free system used in this study. Constructs were
checked by sequencing.
2.3. Cell free expression
Cell free expression experiments were performed using the Roche
E. coli RTS system according to the manufacturer's instructions. For
small scale (batch) production, 0.5 μg of plasmid DNA was incubated
for 24 h, at temperatures ranging from 15 °C to 28 °C in the RTS 100
HY kit reaction mixture (ﬁnal volume of 25 μL). The synthesis was fol-
lowed by a centrifugation step at 18,000 g for 15 min (4 °C). The su-
pernatant and the pellet resuspended in 50 mM Tris buffer, pH 7.5
were subsequently analysed by SDS-PAGE, Western blotting and
immunodetection of the (His) 6-tag. The production of soluble pro-
tein was achieved by supplying into the reaction mixture different
surfactants and additives listed in Tables 1 and 2.
For preparative experiments, 10 μg of plasmid DNA was incubated
in the RTS 500 ProteoMaster HY lysate supplemented with 4 mM
FTAC and 0.28 mM cardiolipin in a ﬁnal volume of 1 mL. After 24 h in-
cubation at 28 °C the reaction mixture was centrifuged 15 min at
18,000 g (4 °C) and the supernatant was used for the puriﬁcation of
the protein.
Table 1
Effect of surfactants on rUCP1 solubility. For each surfactant the table indicates its charge, cmc, the concentration used (mM) and the result obtained. The solubility was evaluated on a
scale from 0 to 10, 5 corresponding to half of the protein in the supernatant and 10 corresponding to the detection of the protein exclusively in the supernatant. N: non ionic, A: anionic,
Z: zwitterionic.
Surfactant type Surfactant Charge cmc (mM) Concentration (mM) UCP1 solubility
Glucosides DDM N 0.17 0.85 3
Cymal 5 N 2.4 24 2
Polyethylene glycols Triton X-100 N 0.23 2.3 0
Polyoxyethylenes C10E5 N 0.81 8.1 0
Brij35 N 0.091 3.3 5
Brij58 N 0.004 0.9 5
Steroids Digitonin N 0.5 6.5 5
Amine oxides LDAO Z 1.00 10 No synthesis
LAPAO Z 1.56 15.6 No synthesis
Lipid like detergents FC12 Z 1.5 15 No synthesis
FC14 Z 0.12 1.2 No synthesis
FC16 Z 0.013 0.13 3
Phospholipid like surfactants C13U19 N 0.008 0.08 6
C15U25 N 0.0055 0.055 6
C17U16 N 0.005 0.05 6
Fluorinated compounds HFTAC N 0.45 9 6
F6TAC10 N 0.3 7.5 6
F6TAC5 N 0.3 7.5 6
F8TAC5 N 0.03 0.75 6
Facial amphiphiles C5Glu3 N 0.12 1.23 0
Table 2
Effect of additives on rUCP1 solubility. Solubility of the protein synthesised in the pres-
ence of (A) 4 mM FTAC and different additives or (B) different surfactants in the pres-
ence of 0.28 mM cardiolipin. The solubility was evaluated on the same scale as for
Table 1. The surfactant and additives concentration used are given in the brackets.
Some additives inhibited the synthesis. When scaled up to a 1 mL reaction mixture,
in the presence of F8TAC5 and cardiolipins the quantity of protein is estimated to
about 1 mg with 90% in the supernatant and 10% in the pellet.
A.
Additives Solubility
No additive 6
E. coli lipids (0.4 g/L) 6
Cardiolipin (0.28 mM=0.4 g/L) 9
Facial amphiphile C5Glu3 (0.25 mM) 6
Peptergent KA6 (0.1 mM) 6
Lauric acid (0.1 mM) No synthesis
GDP (0.1 mM) No synthesis
B.
Surfactant UCP1 solubility
No additive Cardiolipin
F8TAC5 (4 mM) 6 9
C13U19 (0.8 mM) 6 4
DDM (1.7 mM) 3 1
Brij35 (3.3 mM) 5 9
Brij58 (0.9 mM) 5 0
Digitonin (32.2 mM) 5 5
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2.4. Protein puriﬁcation
rUCP1 was puriﬁed by afﬁnity chromatography using a Ni-NTA
resin. The supernatant recovered from the large scale synthesis was
diluted ten times in 50 mM Hepes, pH 7.5, 200 mM NaCl containing
10 mM imidazole and incubated with 250 μL of preequilibrated
resin (Ni-NTA Superﬂow, Qiagen). After 1 h incubation at 4 °C,
under shaking, the suspension was poured into a column and exten-
sively washed with buffer A (50 mM Hepes, pH 7, 200 mM NaCl,
0.014 mM cardiolipin, 0.15 mM FTAC) and increasing concentrations
of imidazole (10, 20 and 40 mM). The protein was eluted at
200 mM imidazole.
2.5. Size-exclusion chromatography
The apparent molecular mass and the Stokes radius of the rUCP1-
surfactant complex (Rs) were analysed by size-exclusion chromatogra-
phy using a Superdex 200 10/300 GL column (GE Healthcare). Standard
proteins (ferritin, aldolase, ovalbumin, and ribonuclease; Bio-Rad)were
used to calibrate the column with the same buffer. Prior to the size-
exclusion analysis, imidazole was removed by dialysis and during con-
centration in Amicon Ultracel-30k concentrator (Millipore).
2.6. UCP1 puriﬁed from BAT
The puriﬁcation procedure was described by Lin and Klingenberg
[36]. Brieﬂy, brown adipose tissue (BAT) mitochondria were isolated
from one week cold-adapted mice. Mitochondria were cleaned up
with 3.2% lubrol in buffer 20 mM MOPS pH 6.8, 20 mM Na2SO4,
1 mM EDTA. The proteins were then solubilised 30 min in 2% C10E5.
UCP1 was puriﬁed on hydroxyapatite column previously washed
with buffer containing 0.05% C10E5. The buffer was then exchanged
for 10 mM KPi pH 6.5 by desalting on a HiTrap 5 mL column.
2.7. Circular dichroism spectroscopy
Prior to the circular dichroism experiments on cell-free expressed
rUCP1, the buffer composition of the protein solution was changed to
25 mM KPi pH 7, 0.014 mM cardiolipin, 200 mM NaF (supplemented
with 0.15 mM FTAC) by dialysis and during concentration in Amicon
Ultracel-30k concentrator (Millipore). The measurements were per-
formed using a Peltier temperature controlled spectropolarimeter
(JASCO model J-810) equipped with a 0.1 cm path length cell. The
CD spectrum of native UCP1, was recorded on a Jasco Model J-815
using a 0.1 cm path length cell. For both proteins, ten scans were col-
lected at 20 °C from 260 to 200 nm at 0.5 nm intervals, then averaged
and baseline-corrected by subtraction of blank buffer. After subtract-
ing the blank signal, the CD signal (in millidegrees) was converted to
mean molar residue ellipticity (in deg.cm2.dmol−1). Thermal dena-
turation of cell-free expressed rUCP1 was followed by continuously
monitoring ellipticity changes at a ﬁxed wavelength (220 nm) while
the sample was heated up at a constant rate from 20 °C to 90 °C. Spec-
tra were analysed with the Spectra Manager II software (Jasco) in-
cluding the protein secondary structure determination.
3. Results
3.1. Small-scale cell free production of rUCP1
First, the expression of the two rUCP1 constructs (His-rUCP1 and
rUCP1-His) was determined in detergent free batch reactions using
RTS 100 kits. Interestingly, only His-rUCP1 was synthesised in detect-
able amounts. The inﬂuence of the position of the tag on the amount
of proteins produced with the cell free system was already reported
in a study of Pseudomonas aeruginosa proteins [37]. Although there
is no general rule for the position of tag, the location of the His-tag
in its N-terminus is important for an optimal synthesis of rUCP1.
Fig. 2. Cell free production of rUCP1. (A) In the absence of surfactants. (B) In the presence of different surfactants. (C) In the presence of 4 mM FTAC and different additives: 1 —
without any additives, 2 — with 1 mM A6K-NH2 (peptergent), and 3 — with 0.28 mM cardiolipin. The protein was synthesised as described in Material and methods section. The
surfactants were used at the concentration described in Table 1. The notations used are as follows: Triton, Triton X-100; P, pellet; S, supernatant.
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Therefore only the His-rUCP1 construct was used for further experi-
ments. After the synthesis reaction of His-rUCP1, the supernatant
and the pellet were separated by centrifugation and analysed by
Western blots. As expected for a membrane protein, rUCP1 was
detected exclusively in the pellet (Fig. 2A).
Three different strategies, commonly used for the cell free produc-
tion of membrane proteins (for review see [30]) were then initially
explored: (a) the production of the protein as a precipitate and the
subsequent solubilisation of the pellet by detergents, (b) the synthe-
sis of the protein in the presence of liposomes and (c) the synthesis of
the protein in the presence of surfactants. While preliminary experi-
ments following the ﬁrst two strategies failed to produce soluble
rUCP1, the cell free production of the protein in presence of surfac-
tants proved to be efﬁcient and was further explored.
3.2. rUCP1 cell free production in the presence of surfactants
To identify the ideal surfactant that results in the production of
completely solubilised proteins while maintaining high expression
levels, a panel of different types of surfactants was tested (see
Table 1 and Fig. 2B). The panel not only contained classical detergents
but also other amphiphilic molecules, which are able to surround
membrane proteins and to maintain them in solution (Fig. 1). Some
of them were already shown to be compatible with the cell free pro-
duction of other membrane proteins, like DDM [38–40], Triton X-100
[39,41], Brij35 or Brij58 [39], digitonin [39,42] and ﬂuorinated com-
pounds [43]. LAPAO and C10E5 were never used in cell free protein
production but are known to be efﬁcient for the solubilisation of mi-
tochondrial carriers [12,44,45]. The use of facial amphiphiles and
phospholipid-like surfactants (CnUm) in a cell free expression system
was also never reported.
In order to provide the appropriate environment necessary to
maintain a membrane protein in solution, all the surfactants were test-
ed at concentrations above their cmc, as speciﬁed in Table 1. In each
case, the solubility of the protein was ranked according to the propor-
tion of the protein present in the supernatant versus pellet, on a scale
from 0 (all the protein in the pellet) to 10 (all the protein in the super-
natant). Three categories of surfactants could be deﬁned: (a) inhibitors
for the synthesis reaction, (b) not capable to produce soluble rUCP1
and (c) capable to produce at least partially soluble rUCP1.
Most of the zwitterionic surfactants (LDAO, LAPAO, FC12, FC14)
were inhibitory for the synthesis reaction at the used concentrations,
except FC16, which even increased the level of soluble protein. All the
fos-cholines were used at ten times their cmc. Given the low cmc of
FC16, the concentration used for FC16 was signiﬁcantly lower than
for FC12 and FC14, which probably explain its lack of toxicity. Indeed,
increasing ten times the FC16 concentration proved to be also inhibi-
tory for the cell free reaction (data not shown). The capacity of fos-
cholines to inhibit the cell free synthesis of protein when used at
high concentration was already described by Kaiser et al. [42].
Triton X-100, a non ionic surfactant widely used for the puriﬁca-
tion of MCFs from native tissues, was compatible with the in vitro syn-
thesis but surprisingly not efﬁcient for the production of soluble
protein (Fig. 2B). Same result was obtained with the facial amphiphile
C5Glu3. Maltosides (DDM and Cymal5) only partially maintained the
protein in solution. Among polyoxyethylenes, C10E5 was not able to
produce soluble proteins, but about 50% of the proteins was obtained
in the soluble fraction in the presence of dodecyl or hexadecyl poly-
oxyethylenes analogues like Brij35 and Brij58. Even surfactants with
similar chemical nature displayed different effects and similar devia-
tions were already reported for the cell free synthesis of GPCRs [46].
From all these data, it is not obvious whether a longer hydrophobic
tail or polydispersity of the surfactant favours the production of solu-
ble protein. Good results were also obtained with the steroidian de-
tergent, digitonin (about half of the protein was soluble). The best
yields for the production of soluble rUCP1 were obtained with less
commonly used surfactants like phospholipid-like surfactants
(CnUm) [34] and ﬂuorinated surfactants (FTACs). About 60% of the
protein was detected in the supernatant in the presence of the six
ﬂuorinated surfactants and the three CnUm tested independently of
the length of the ﬂuorinated or hydrocarbon chains.
However, among all the surfactants tested, none of them was able
to produce 100% of the protein in the soluble fraction. Increasing the
DDM, CnUm and FTAC concentrations did not enhance the fraction of
soluble protein and even reduced it for DDM (results not shown).
Varying the temperature of the synthesis reaction to 15 °C, 20 °C or
28 °C did not improve the proportion of soluble protein and even sig-
niﬁcantly reduced the total amount of protein at 15 °C (results not
shown). We therefore investigated the effect of additives.
3.3. Effect of additives on rUCP1 solubility
Awide range of additives was systematically tested to enhance the
solubility of protein produced in presence of FTAC (Table 2A and
Fig. 2C). They were chosen based on their stabilising effect reported
on other membrane proteins (peptergents [47] or lipids) or on their
functional effect on UCP1 (lauric acid or GDP known to activate or in-
hibit UCP1, respectively [48,49]). Peptergents or E. coli lipids did not
increase the soluble fraction of the protein. Activators, like lauric
acid, or inhibitors, like GDP, could favour a single conformation and
thus prevent ﬂexibility due to conformational disorder. However,
adding lauric acid or GDP inhibited the synthesis reaction. Most inter-
estingly, in the presence of cardiolipins almost all the protein was
detected in the supernatant. Cardiolipins were then added in combi-
nation with surfactants other than FTAC like C13U19, Brij35, Brij58,
digitonin and DDM (Table 2B). Surprisingly, the cardiolipin effect
was very different depending on the surfactant. The soluble fraction
of the protein was improved in the presence of Brij35 while no effect
was observed with digitonin. The solubility of the protein was even
decreased when cardiolipin was added to Brij58, DDM or C13U19.
3.4. Preparative scale expression of rUCP1 and puriﬁcation
The production was scaled up using the RTS 500 system and the
best conditions determined with the batch experiments were ﬁrst
tested. The synthesis was carried out (a) in the presence of 4 mM
FTAC and 0.28 mM cardiolipin or (b) in the presence of 3.3 mM
Brij35 and 0.28 mM cardiolipin. Then, the reaction mixture was cen-
trifuged and rUCP1 was mainly detected in the supernatant for both
of these conditions. The protein was puriﬁed in a one step afﬁnity pu-
riﬁcation on Ni-NTA resin. Preliminary tests revealed that the yield
could be easily improved when working with FTAC. Therefore, further
Fig. 3. Puriﬁcation of rUCP1 as analysed by SDS-PAGE. rUCP1 was puriﬁed as described
in the Material and methods section; Lane 1, supernatant of the reaction mixture be-
fore puriﬁcation; Lane 2, protein eluted from the Ni-NTA resin. Protein standards in
kDa are indicated on the left side.
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optimisations were mainly restricted to the protein produced in FTAC
and cardiolipin. Most impurities were washed off with sequential
washing steps at 10, 20 and 40 mM imidazole and the bound protein
eluted with 200 mM imidazole. The purity of the eluted protein was
analysed on a Coomassie blue stained SDS-PAGE gel (Fig. 3). Except
the band corresponding to the expected mass of rUCP1, one band at
about 75 kDa and several bands at lower molecular masses could be
noticed. Lower molecular mass bands could correspond to not fully
synthesised proteins, a common problem encountered in cell free ex-
pression. Indeed, all the fragments that contain the N-terminal His-
tag are recovered after Ni-NTA puriﬁcation. The yield of puriﬁed pro-
tein ranged from 0.6 to 0.8 mg per mL of reaction mixture. This
amount is quite high and compatible with structural studies. Further-
more, the method from expression to puriﬁcation is very simple and
fast as compared to the production from inclusion bodies.
3.5. Size exclusion chromatography
The protein was subjected to size exclusion chromatography in
order to investigate the dispersity and homogeneity of the sample.
We analysed the Stokes' radii and the apparent molecular mass of
the rUCP1-surfactant-lipid complex in the presence of FTAC (Fig. 4).
The size-exclusion elution proﬁle of rUCP1 contained two main
peaks with an elution volume of 12.35 mL and 14 mL, respectively
(Fig. 4). A small shoulder at higher molecular mass (elution volume
9.7 mL) was also observed. The Western blot analysis showed that
the ﬁrst peak was essentially composed of full-length rUCP1 while
the second contained only fragments of not fully synthesised protein.
Of note, fragments of rUCP1 were efﬁciently separated from the full-
length protein by this additional SEC puriﬁcation step, therefore use-
ful to improve the purity of the sample. After removal of the second
peak, rUCP1 was monodisperse and eluted with an apparent molecu-
lar mass of 179 kDa. Using a calibration curve, a Stokes radius of
4.6 nm was determined for the protein-surfactant-lipid complex. No
signiﬁcant peak corresponding to the void volume was evidenced in
the size exclusion proﬁle, showing that the protein did not aggregate.
3.6. Circular dichroism
To further investigate the in vitro synthesised protein after puriﬁ-
cation, its secondary structure was analysed by CD spectroscopy. As
shown in Fig. 5A, the far-UV CD spectra of rUCP1 puriﬁed in FTAC in
the presence of cardiolipin exhibited two negative maxima near
222 nm and 208 nm indicating a signiﬁcant α-helix content in the
secondary structure. Comparison of the spectra obtained in the ab-
sence or in the presence of 100 μM GTP did not indicate any signiﬁ-
cant differences at the level of the secondary-structure (data not
shown). Thermal denaturation of rUCP1 was also investigated by CD
by continuous recording of ellipticity at 220 nm while heating up
the sample from 20 °C to 90 °C (Fig. 5C). The Tm value measured for
the protein puriﬁed in FTAC was 64 °C.
4. Discussion
The cell free system has become over the last few years an interest-
ing alternative for the production of membrane proteins (for review,
see [30]). Cell free synthesised human VDAC could even be crystal-
lised, thus demonstrating the structural homogeneity of the protein
[40]. Fluorinated surfactants were successfully used to stabilise mem-
brane proteins (see i.e. [50]) and proved to be efﬁcient for the cell free
synthesis of bacterial proteins [33]. As mitochondrial carriers are par-
ticularly labile eukaryotic proteins, cell free synthesis in the presence
of ﬂuorinated compounds or other amphiphiles was therefore ex-
plored herein. The best results for producing a large soluble fraction
of rUCP1 were obtained with phospholipid-like surfactants (CnUm)
Fig. 4. Size exclusion chromatography analysis of puriﬁed rUCP1. Puriﬁed rUCP1 in the
presence of FTAC was applied to a Superdex 200 HR 10/30 column. The column was
equilibrated with 25 mM Hepes, pH 7, 200 mM NaCl supplemented with 0.15 mM
FTAC and 0.014 mM cardiolipin. Fractions of 0.5 mL were collected starting from
0 mL. Western blots with anti His-tag immunodetection of the protein present in var-
ious elution fractions are shown in the insets. V0 is the void volume.
Fig. 5. Circular dichroism spectroscopy of puriﬁed UCP1. (A) CD spectra of the cell-free expressed rUCP1 puriﬁed in the presence of FTAC (black line) and of native UCP1 (grey line).
The data were recorded at 20 °C in a 0.1 cm path length cell. Ten scans were collected at 0.5 nm intervals from 260 to 200 nm, then averaged and baseline-corrected by subtraction
of blank buffer. (B) Melting curve of cell-free produced rUCP1 puriﬁed in the presence of FTAC.
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[34] and ﬂuorinated surfactants (FTACs). Combined with cardiolipins
as additives, the solubility of rUCP1 synthesised in FTACs and also
Brij35 was highly enhanced. The use of Brij35 in a cell free system
was already described [30], while the use of CnUm is novel. CnUm are
water-soluble non-ionic surfactants. They display interesting low de-
naturing properties and have stabilising capacities. Endowed with
two hydrophobic tails, they mimic natural phospholipids and are sug-
gested to associate with membrane proteins and maintain them solu-
ble in aqueous solution without prohibitive unfolding [34]. The use of
FTACswas earlier explored for the stabilisation of membrane proteins.
Bacteriorhodopsin and cytochrome b6f have been shown to be more
stable once transferred to FTACs than in the presence of detergents
[32]. A similar effect was shown on Smoothened, a human G-protein
coupled receptor [51]. Fluorinated surfactants are highly hydrophobic
but also lipophobic. Using dye-labelled FTACs, it could be demonstrat-
ed by ﬂuorescence correlation spectroscopy that these molecules do
not interact with lipids [52]. In contrast to detergents, FTACs do not
competewith protein–lipid, but most probably also with protein–pro-
tein or intra-protein interactions. In combination to the relative stiff-
ness of their chains compared to detergents, these properties are
favourable to the maintenance of membrane protein integrity and
function. For example, speciﬁc ATPase activity of the yeast F1–F0
ATP-synthase was reported to be higher in FTAC than in DDM, and in
addition, the sensitivity towards inhibitors remained strong even
after 6 weeks [50]. Fluorinated surfactants were also described as pos-
sible chemical chaperones as inferred from their efﬁciency in forming
themembrane-competent form of diphtheria toxin T-domain by acid-
iﬁcation [52]. When synthesising rUCP1 in the cell free system, this
chaperone property could explain the higher yield of soluble protein
observed in the presence of FTAC. FTACs were already used with suc-
cess for the cell free production of a bacterial mechanosensitive ion
channel MscL [43]. Here, we demonstrate that FTAC is also a valuable
surfactant for expressing a labile mammalian membrane protein.
Cardiolipin is highly abundant in the inner mitochondrial mem-
brane. Being a dimer of phosphatidylglycerol, it contains two polar
heads and four aliphatic chains instead of two as for most of the phos-
pholipids. Several studies showed that cardiolipins play an important
role for the structural integrity of mitochondrial carriers [53,54]. The
high resolution structures of AAC revealed three cardiolipins that sur-
round the carrier and that are tightly bound through several interac-
tions [53,4]. The phosphate groups of the three lipid molecules mainly
interact with main chain nitrogens of AAC, while their acyl chains
stack to aromatic residues located in MCF motifs. The ﬁrst type of in-
teraction is related to the overall fold of MCF carriers, and the second
to residues conserved in MCF motifs. Therefore both types of interac-
tions are not speciﬁc to AAC and possibly exist in other MCF carriers.
In particular in UCPs, the increase in the solubility of the cell free pro-
duced rUCP1 could be explained by a stabilising effect by cardiolipins.
Because FTACS are poorly miscible with lipids, they do not perturb
putative interactions between rUCP1 and cardiolipins in contrast to
detergents as for example DDM. A similar effect was observed for
the yeast F1–F0 ATP-synthase. Relipidation of this complex in DDM
did not rescue its speciﬁc ATPase activity nor its sensitivity to inhibi-
tors. In contrast, in FTAC both properties were maintained for more
than 40 days after extraction [50].
Although no functional assays have been developed so far on
rUCP1 produced in the cell free system, the protein was characterised
by several means. The Stock radius of 4.6 nm and the apparent molec-
ular mass of 179 kDa measured from size exclusion chromatography,
were consistent with data reported for the ADP/ATP carrier, predicted
to have a similar overall shape as UCP1. Indeed, in the presence of
various detergents having hydrophobic chains of similar length to
FTAC (such as C12M, C13M or LAPAO), Rs values for AAC-detergent
complex were determined in the range of 4 to 4.5 nm by two groups
[55,56]. In both studies, AAC was shown to be monomeric. The Rs
value of 4.6 nm would be therefore consistent with a monomeric
rUCP1 in FTAC. Our CD spectra are comparable with those previously
reported for UCP1 puriﬁed from inclusion bodies [23] and from yeast
[57] but also with the CD spectrum recorded for native UCP1 puriﬁed
from BAT (Fig. 5A), suggesting that the secondary structures are sim-
ilar. Indeed, similarly to [57], the shape between 200 and 240 nm is
characterised by two negative peaks located at 208 and 222 nm. In
addition, the addition of GDP does not modify signiﬁcantly the sec-
ondary structure of the protein as reported in [57]. Overall, CD ana-
lyses showed that rUCP1 produced in the cell free system in the
presence of FTAC is folded mainly as α-helices as expected. We esti-
mate that 60% of cell-free expressed UCP1 is α-helical. From their
CD data, Douette et al. evaluated the α-helical structure to 68%
while Jelokhani-Niaraki et al. reported 40 to 50%. In addition, the
known structures of members of the same MCF family, bAAC1 [4]
and mUCP2 [11] highlight 67% (55% in the TM helices and 12% within
the structured part of the matrix loops) for both bAAC1 and mUCP2.
Our data are consistent with all these values, considering structural
variability of matrix loops (they vary depending on the conformation-
al state of the carriers) and also lack of accuracy of the value calculat-
ed herein due to the missing part below 200 nm. Finally, thermal
denaturation over 60 °C is a good indication of a well-deﬁned tertiary
structure below Tm. In comparison with other membrane proteins
that were successfully puriﬁed in the presence of FTAC and functional,
we anticipate that rUCP1 produced in the cell free system in the pres-
ence of FTAC is adequate for structure–function studies.
5. Conclusion
We demonstrate herein that rUCP1 can be produced in a cell free
system in the presence of a ﬂuorinated surfactant FTAC. This is the
ﬁrst example of the use of ﬂuorinated surfactants for producing
large quantities of eukaryotic membrane proteins in the cell free sys-
tem. This method is fast and simple compared to the production from
inclusion bodies. It is also ﬂexible and constitutes a valuable alterna-
tive to the expression of MCF carriers. The protein forms monodis-
perse protein-surfactant complexes whose size is compatible with a
monomeric state. The protein is mainly structured in α-helices and
the amounts obtained after puriﬁcation are compatible with structur-
al studies.
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Résumé
Ce projet vise à étudier, par une approche pluridisciplinaire, l’influence des tensioactifs
dans la cristallisation des protéines membranaires (PM) en prenant pour protéine modèle
le complexe photosynthétique RC-LH1-pufX de Rhodobacter blasticus. Des cristaux de
ce complexe avaient été obtenus en présence de dodécyl-α-maltoside (DDM) et avaient
diffractés à 8 Å de résolution. L’objectif final est de pouvoir améliorer, de façon rationnelle,
la qualité des cristaux du complexe RC-LH1-pufX grâce à une meilleure compréhension
des mécanismes mis en jeu.
Dans un premier temps, trois tensioactifs dérivés du DDM ont été conçus et synthéti-
sés. L’intérêt est d’augmenter la rigidité et le caractère lipophobe des parties hydrophobes
des tensioactifs par rapport au DDM, pour les rendre moins déstabilisants envers la pro-
téine : soit par l’incorporation d’un groupement bicyclohexyle (PCC-maltoside), soit par
l’ajout d’un segment fluoré de longueur modulable (F4H5- et F2H9-maltoside). Nous avons
inclus également le F8TAC, tensioactif fluoré utilisé depuis une vingtaine d’années pour
le maintien en solution des PM, et les "tripodes", amphiphiles faciaux dont la géométrie
particulière n’avaient jamais été testée.
Nous avons ensuite réalisé la caractérisation physico-chimique, en solution, de ces
tensioactifs et du DDM en terme de CMC (concentration micellaire critique), nombre
d’agrégation, taille (par diffusion de la lumière dynamique, DLS), facteur de forme (par
diffusion des rayons X aux petits angles, SAXS) et facteur de structure (par mesure du
second coefficient du viriel, indicateur du potentiel des tensioactifs à initier la cristalli-
sation) afin de déterminer les caractéristiques importantes au maintien en solution et à
la cristallisation des PM. Le PCC-malt présentant le même comportement que le DDM,
nous l’avons sélectionné pour réaliser une étude en présence de la protéine.
Après avoir mis au point une méthode de dosage des tensioactifs par HPTLC (High
Performance Thin Layer Chromatography) et identifier les lipides présents dans les mem-
branes constitutives de Rhodobacter blasticus, nous avons pu quantifier les quantités de
lipides et de tensioactifs associés à la protéine en présence de DDM et de PCC-malt.
Enfin, dans une dernière partie, nous avons réalisé des essais de cristallisation du
complexe RC-LH1-pufX en présence des tensioactifs sélectionnés pour faire le lien entre
les conditions de cristallisation et l’étude physico-chimique des micelles en solution.
Mots clés : : détergents/tensioactifs, protéines membranaires, cristallisation, com-
plexe RC-LH1-pufX, HPTLC (High Performance Thin Layer Chromatography), SAXS
(diffusion des rayons X aux petits angles), second coefficient du viriel.
